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RESUMEN de la tesis de Berenice Avendaño Morales, presentada como 

requisito parcial para la obtención del grado de MAESTRO EN CIENCIAS, EN 

CIENCIAS DE LA VIDA con orientación en BIOTECNOLOGÍA MARINA. Ensenada, 

Baja California. Septiembre 2010. 

FERMENTACIÓN EN SUSTRATO SÓLIDO CON HONGOS FILAMENTOSOS 

PARA LA PRODUCCIÓN DE ÁCIDOS GRASOS INSATURADOS. 

 

Resumen aprobado por: 

________________________________ 

                                                                                     Dra. Idania Valdez Vazquez 

La alta demanda por energéticos a nivel mundial obliga ampliar el estudio sobre sistemas 

de producción sustentable. En este sentido el biodiesel es una opción importante y su 

generación a partir de lípidos microbianos permitirá i) la reducción de gases efecto de 

invernadero y ii) una producción sustentable cuando se utilizan materiales de desecho. El 

presente estudio, propone la producción ácidos grasos (materia prima para la producción de 

biodiesel) a partir de la Fermentación en Sustrato Sólido (FSS) de bagazo de Gelidium 

robustum, al utilizar hongos aislados de fuentes marinas y terrestres de Ensenada, Baja 

California. Se lograron aislar un total de 17 cepas, de las cuales las denominadas M7 y M11 

fueron las mayores acumuladoras lipídicas. En base a sus características morfológicas y el 

análisis de la región del espaciador transcrito interno y la región de la proteína -tubulina el 

aislado M7 se ubico dentro de la especie Penicillium chrysogenum (condiciones de 

crecimiento óptimo evaluado fue 26.5°C y pH de 5.95) y el aislado M11 se identificó como 

Penicillium toxicarium (condiciones de crecimiento óptimo evaluado fue 21°C y pH de 

4.5). Se exploró el efecto de la relación C/N, temperatura, oxígeno y humedad (a dos 

niveles) sobre la generación de ácidos grasos por FSS del bagazo algal con P. toxicarium. 

Se encontró que una humedad del 50% y una temperatura de 26°C tuvieron un efecto 

positivo sobre la producción de lípidos (p<0.05). Por otro lado, la relación C/N y el 

suministro de oxígeno no tuvieron efecto sobre la producción de grasas. La mayor cosecha 

lipídica fue 38.7 g lip/Kg sc obtenida a 50% de humedad, 26°C, una relación C:N de 52.21 y 

sin aireación. El análisis cromatográfico mostró una mayor proporción de ácidos palmítico, 

linoléico, oléico y esteárico (75.5, 23.5, 23.0 y 22.3%, respectivamente). Se observó una 

tendencia en el perfil de los ácidos grasos según la temperatura de incubación: a mayor 

temperatura de incubación menor proporción de ácidos insaturados y viceversa. 

 

Palabras Clave: bagazo, biodiesel, fermentación en sustrato sólido, lípidos microbianos. 



ii 

 

 

ABSTRACT of the thesis presented by Berenice Avendaño Morales as a partial 

requirement to obtain the MASTER OF SCIENCE, IN LIFE SCIENCE degree in MARINE 

BIOTECHNOLOGY. Ensenada, Baja California, México. septiember 2010. 

 

SOLID STATE FERMENTATION WITH FILAMENTOUS FUNGI FOR THE 

PRODUCTION OF UNSATURATED FATTY ACIDS 

 

 

 

The high demand for energy worldwide requires extending the study on sustainable 

production systems. In this sense, the biodiesel is an important option and its generation 

from microbial lipids could allow i) the reduction of greenhouse gases and ii) sustainable 

production when waste materials are used. The present study proposes the fatty acid 

production (raw material for biodiesel production) from the solid state fermentation (SSF) 

of Gelidium robustum bagasse, using fungi isolated from marine and terrestrial sources of 

Ensenada, Baja California. A total of 17 strains were isolated, which the isolates M7 and 

M11 were the main lipid producers. Based on their morphological characteristics and the 

analysis of their internal transcribed spacer region and the region of -tubulin protein, the 

isolated M7 was identified as Penicillium chrysogenum (optimal growth conditions were 

26.5°C and pH of 5.95) and the isolated M11 was identified as Penicillium toxicarium 

(optimal growth conditions were 21°C, pH 4.5). It was explored the effect of the C/N ratio, 

temperature, oxygen and moisture (at two levels) on the generation of fatty acids by FSS of 

algal bagasse with P. toxicarium. It was found that moisture 50% and a temperature of 

26°C had a positive effect on the production of lipids (p <0.05). On the other hand, the C/N 

ratio and the oxygen supply had no effect on fat production. The highest production was 

38.7 g lipid lip / kg sc obtained at moisture 50%, 26°C, a C/N ratio of 52.21 and without 

aeration. The chromatographic analysis showed a higher proportion of palmitic acid, 

linoleic acid, oleic acid and stearic acid (75.5, 23.5, 23.0 and 22.3%, respectively). There 

was a tendency in the fatty acid profile towards a higher proportion of unsaturated fatty 

acids at lower temperatures, and vice versa. 

 

Keywords: Bagasse, biodiesel, microbial lipids, solid state fermentation. 
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Capítulo I  

 

Introducción 

 

I.1 Fermentación en Sustrato Sólido 

La fermentación en sustrato sólido (FSS) es un proceso llevado a cabo por 

microorganismos los cuales tienen la capacidad de utilizar como fuente de nutrientes una 

matriz sólida o semisólida con una baja actividad de agua
1
 (Cannel y MooYoung, 1980; 

Aidoo et al., 1982). La matriz de soporte debe tener como características principales ser 

insoluble en agua y tener una alta porosidad, lo que le permite adsorber grandes cantidades 

de agua en la interfase sólido/gas, teniendo una variación de humedad entre 30 a 80% 

(Laukevincs et al., 1984; Raimbault, 1998).  

La FSS se ha utilizado desde hace varios cientos de años. En el Oriente, se ha utilizado en 

la elaboración de comida tradicional como el tempeh, ontjom, vino shao-hsing y licor. A 

partir de 1900, se amplió su aplicación a la producción de enzimas, insecticidas, 

antibióticos y reactivos para análisis. Sin embargo, fue entre 1920-1960 cuando se 

descubrieron nuevos caminos para llevar a cabo la FSS, resultado del desarrollo de 

fermentadores tipo tambor rotatorio y con ello la explotación comercial de antibióticos 

como la penicilina.A partir de 1990 surgieron nuevas aplicaciones cuando se le dió un 

                                                           

 

1
 Actividad de agua (aw, por sus siglas in inglés) se define como la relación que existe entre la presión de 

vapor de una matriz en relación con la presión de vapor del agua pura a la misma temperatura. 
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mayor énfasis al desarrollo de productos para la biorremediación, degradación de 

materiales peligrosos, biodesintoxicación de desechos industriales; además de generalizarse 

la producción de metabolitos a gran escala como antibióticos, alcaloides, enzimas y ácidos 

orgánicos (Chundakkadu, 2005; Aidoo et al., 1982, Pandey et al., 2001).  

La FSS presenta diversas ventajas frente a su contraparte, la fermentación 

sumergida (FmS) o fermentación líquida (Tabla I). Entre las principales ventajas destacan: 

el uso de materiales de desecho como materia prima, una amplia variedad de matrices, 

menores requerimientos de energía, equipamiento económico y la recuperación de un 

producto concentrado, todo a un menor costo (Castillo et al., 2000; Durand, 2003; Durand 

y Chereau, 1988; Gowthaman et al., 2001; Sato y Sudo, 1999). 
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Tabla I. Comparación entre fermentación en sustrato sólido y fermentación líquida. 

Factor Fermentación en sustrato líquido Fermentación en sustrato sólido 

Sustrato Azúcares simples solubles Polímeros como almidón, celulosa, 

pectinas y ligninas 

Condiciones asépticas Requerida, suministradas mediante 

esterilización por calor 

Opcional, suministradas mediante 

esterilización por calor 

Consumo de agua Alto Bajo 

Control del calor  metabólico Sencillo Complejo debido a una baja capacidad 

de transferencia de calor 

Aireación Complicada debido a una limitación 

en el oxígeno soluble, se requieren 

equipos especializados 

Sencilla debido a la elevada porosidad 

del sustrato ya que existe una gran 

superficie de intercambio aire/sustrato 

 

Control del pH Sencillo Se requieren sustratos tratados con 

amortiguadores de pH 

Agitación mecánica Sencilla, se logra una buena 

homogenización 

Difícil, se prefieren condiciones 

estáticas 

Escalamiento Sencillo, equipamiento industrial 

altamente desarrollado 

Complicado, se requiere del diseño de 

nuevos equipos 

Inoculación Sencillo, proceso continuo Sencillo, proceso por lote 

Riesgos de contaminación Elevado principalmente por bacterias Bajo, debido a una baja actividad de 

agua 

Gasto de energía Alto Bajo 

Volumen y costo de 

equipamiento 

Alto Bajo 

Generación de efluentes de 

desecho 

Elevado Bajo o nulo 

Concentración del producto 30-80 g/L 100-300 g/L 

(Adaptado de Raimbault, 1998). 
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Los microorganismos utilizados durante la FSS incluyen bacterias, hongos y 

levaduras: las bacterias se han utilizado con gran éxito en la producción de enzimas en 

algunos procesos alimenticios (Doelle et al., 1992); las levaduras en la producción de 

etanol, alimentos y enzimas de interés industrial (Saucedo-Castañeda et al., 1992, 1992a) y 

los hongos en la producción de enzimas hidrolíticas, alcaloides ergóticos, ácidos orgánicos, 

quitina y ácidos grasos esenciales como el eicosapentanóico (EPA), docosahexaenóico 

(DHA),  linoléico (GLA) y araquidónico (ARA) (Du et al., 2007; Ma, 2006; Sergeeva et 

al., 2008). 

Respecto al sustrato empleado, éstos incluyen carbohidratos presentes en cereales y 

sus respectivos subproductos; así como residuos agroindustriales provenientes de cítricos, 

café y caña de azúcar (Tabla II). El uso de residuos agroindustriales ha permitido la 

disminución en los costos de producción, por lo que la FSS es una tecnología con gran 

potencial comercial (Castillo et al., 2000; Durand, 2003). 

Una de las más recientes aplicaciones de la FSS, incluye la producción de 

biocombustibles como etanol y biodiesel a través de la producción de ácidos grasos, siendo 

una nueva área de investigación de gran importancia para nuestra sociedad, que 

actualmente enfrenta escasez y aumento en los precios de las fuentes de energía fósil.   
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Tabla II. Microorganismos y sustratos empleados en distintas aplicaciones de la FSS. 

Producto Microorganismo Sustrato 

ENZIMAS Amilasas 

Aspergillus, Rhizopus, 

Collectrotrichum, 

Gloeosporioides sp. 

Residuos de banana 

 Celulasas 
Trichoderma sp., Penicillium 

citrinum, T. reesi, A. fumigates 

Granos de arroz, pulpa de 

remolacha, tallos de 

plátanos, piel de coco 

 Lipasas 
A. niger, P. candidum, P. 

camembertii 
Arroz y salvado de trigo 

 

 Ligninasas 
Pleurotus sp., Phanerochaete 

chrysosporium 
Paja y bagazo 

ÁCIDOS 

ORGÁNICOS 
Ácido cítrico A.niger (mutante), Penicillium 

Bagazo de caña, cáscara de 

café, salvado de trigo 

 Ácido láctico Rhizopus, Lactobacillus sp. 
Bagazo de caña, desechos de 

zanahoria 

METABOLITOS 

SECUNDARIOS 
Ácido giberélico 

Gibberella fujikuroi, Fusarium 

moniforme 

Salvado de trigo, col, soya, 

caña de azúcar 

 Alcaloides ergóticos Claviceps spp.,  Penicillium  

 Antibióticos 
Penicillium notatum, 

P. chrysogenum. 
 

AGENTES DE 

BIOCONTROL 
 

Bacillus thuringiensis 

israelensis 

Bacillus sp. 

Arroz húmedo, soya cuajada 

(okara) 

BIORREMEDIACIÓN  
Phanerochaete chrysosporium 

Pleurotus sp. 

Tallo de algodón, mazorca 

de maíz  

BIO-

COMBUSTIBLES 
Etanol Saccharomyces cerevisiae 

Bagazo, pulpa de fruta, 

almidón de papa, arroz, maíz 

y soluble. 

 
Ácidos grasos   poli-

insaturados 

Cunnighemella elegans 

Thamnidium elegans 

Cereales húmedos, pulpa de 

manzana 

(Capalbo et al., 2001; Chundakkadu, 2005; Conti et al., 2000; Das et al., 2009; Dilip, 2003; Rodríguez et al., 

1999; Rozman et al., 1985; Stredansky et al., 2000; Trejo et al., 1993; Zohar et al., 1992) 
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I.2 Producción microbiana de biodiesel 

El biodiesel es una mezcla de ésteres monoalquílicos provenientes de cadenas largas 

de ácidos grasos de C14-C22 como el ácido laúrico, esteárico y oléico, y de alcoholes de bajo 

peso molecular, principalmente metanol y etanol (Demirbas, 2009). Este biocombustible es 

eficiente en vehículos pesados y compite directamente con el petrodiesel, ofreciendo 

ventajas tales como la reducción de emisiones de gases invernadero, una producción 

sustentable cuando se obtiene de materiales de desecho, nula toxicidad debido a la ausencia 

de compuestos sulfurados y aromáticos, lo que también contribuye a un mayor grado de 

biodegradabilidad que el petrodiesel (Demirbas y Demirbas, 2007; Demirbas, 2007; 2009). 

La materia prima para la producción de biodiesel son triglicéridos (TAG); especies 

químicas formadas por tres moléculas de ácidos grasos unidas a una molécula de glicerol 

mediante enlaces éster. Debido a que los TAG se encuentran en estado sólido a temperatura 

ambiente no pueden ser utilizados directamente en los motores pues provocarían depósitos 

de carbono disminuyendo su durabilidad. Por tanto, los TAG deben ser sometidos a una 

reacción de transesterificación en la cual reaccionan con un alcohol en presencia de un 

catalizador, generando la mezcla de metil-ésteres de ácidos grasos (biodiesel) y glicerol 

(Bala, 2005; Chisti, 2007). Un punto a resaltar, es que la calidad del biodiesel final está 

directamente relacionada con la composición química de los TAG (longitud y grado de 

saturación de los ácidos grasos constituyentes). Es deseable que los TAG empleados tengan 

un mayor porcentaje de ácidos grasos  saturados y monoinsaturados (AGI) y un bajo 

porcentaje de ácidos grasos poliinsaturados (AGPI), ya que estos últimos son más 

susceptibles de oxidación  causando la formación de gomas.  

De manera general la calidad del biodiesel depende de la estructura química de los 

ácidos grasos que lo componen, así como los residuos de otras sustancias implicadas en su 

generación, por lo que se deben de realizar una serie de exámenes para comprobar que éste 

puede ser utilizado sin el riesgo de deteriorar el sistema del automóvil (Tabla III), (Alvarez 

et al., 2007;  Canacki y Sanli, 2008; Fangrui y Milford, 1999; Graboski y McCormick, 

1998) 
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Tabla III. Especificaciones para el uso del Biodiesel según los estándares Europeos  

 

Propiedad 

 

Límite 

 

 

Viscosidad a (a 40°C) 3.3-5 mm
2
/s 

Densidad (a 15°C) 860-900 kg/m3 

Número de cetano 51 mínimo 

Punto de inflamación 120°C mínimo 

Agua 500 mg/kg máximo 

Cenizas sulfatadas 0.02 % máximo 

Sulfuros 10 mg/kg máximo 

Corrosión al cobre (3 h a 50 °C) No. 1 

Residuos de carbono 0.3 % máximo 

Glicerol libre 0.02 % máximo 

Glicerol total 0.025 % máximo 

Contenido de fósforo 10 mg/kg máximo 

Número de yodo 120 máximo 

Estabilidad oxidativa (a 110°C) 6 h mínimo 

(Canacki y Sanli, 2008) 

 

Actualmente, la principal fuente de biodiesel son los TAG provenientes de especies 

vegetales oleaginosas (girasol, palma, jatrofa, cereales), grasas de desecho de alimentos y 

animales. Recientemente se ha prestado atención a los lípidos producidos por 

microorganismos oleaginosos, que son definidos como aquellos con capacidad de acumular 

TAG o ácidos grasos libres de forma intracelular con valores superiores al 20% de su peso 

total (Ratledge, 2002; 2004; Ratledge y Wynn, 2002). 
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Los TAG obtenidos de aceites vegetales o grasas animales, suelen tener una 

composición fija (Tabla IV), que difícilmente puede ser manipulada, lo que en algunas 

ocasiones produce un biodiesel de baja calidad. Cuando los aceites de origen animal o 

vegetal son extraídos se obtienen aceites crudos los cuáles contienen usualmente ácidos 

grasos libres, fosfolípidos, esteroles, agua, sustancias odoríferas, y otras impurezas. 

Después, cuando se lleva a cabo la refinación pueden quedar trazas de ácidos grasos libres 

y agua; éstos interfieren con la separación de los metil-ésteres de ácidos grasos (biodiesel) y 

el glicerol generados a partir de la transesterificación (Fangrui y Milford, 1999). Contrario 

a esto, los TAG obtenidos de microorganismos oleaginosos tienen una composición muy 

diversa, que además puede ser fácilmente manipulada para obtener la proporción deseada 

de AGS/AGI mediante el control de las condiciones de crecimiento del microorganismo en 

cuestión (Meng et al., 2008).  

 

 

Tabla IV. Perfil lipídico reportado en fuentes vegetales, animales y  microorganismos oleaginosos. 

Fuente Perfil lipídico (%) 

 Palmítico 

(C16:0) 

Palmitoléico 

(C16:1) 

Esteárico 

(C18:0) 

Oléico 

(C18:1) 

Linoléico 

(C18:2) 
-linolénico 

(C18:3) 

VEGETAL       

Maíz 

Crambe 

Girasol 

11.67 

2.07 

6.08 

- 

- 

- 

1.85 

0.70 

3.26 

25.16 

18.86 

16.93 

60.60 

9.00 

73.73 

0.48 

6.85 

- 

ANIMAL       

Cerdo 

Pollo 

28-30 

22.76 

- 

8.37 

12-18 

5.36 

40-50 

42.07 

7-13 

17.14 

- 

1.07 

MICROBIANA       

Microalgas 12-21 55-57 1-2 58-60 4-20 14-30 

Levaduras 11-37 1-6 1-10 28-66 3-24 1-3 

Hongos 7-23 1-6 2-6 19-81 8-40 4-42 

Bacterias 8-10 10-11 11-12 25-28 14-17 - 

(Goering et al., 1982; Meng et al., 2008; Zhang et al., 2003) 
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En comparación con los aceites de origen vegetal o animal, los aceites microbianos 

provenientes de microalgas, levaduras, hongos o bacterias presentan características que los 

posicionan en un sitio preferencial para su explotación comercial. Entre las ventajas que se 

pueden citar se encuentran: i) ciclos cortos de producción (días o semanas), ii) se requieren 

pequeños espacios para su producción y iii) no requieren de suelo por lo que no desgastan 

áreas fértiles, como es el caso de los monocultivos propuestos para la obtención de 

biodiesel de origen vegetal (Li y Wang, 1997). 

La cantidad de lípidos acumulados por  microorganismos oleaginosos varía entre el 

20 al 76% bajo ciertas condiciones de crecimiento, donde cada tipo de microorganismo 

tiene requerimientos muy específicos en cuanto al medio de cultivo y las condiciones 

fisicoquímicas de producción. Las microalgas han sido ampliamente estudiadas, estas 

utilizan el CO2 como fuente de carbono y la luz solar como fuente de energía para llevar a 

cabo la acumulación de lípidos bajo condiciones especiales según la especie (Quiang et al., 

2008). Otros factores de importancia son el pH, la salinidad, la temperatura, los minerales y 

los micronutrientes. Se ha reportado que la limitación en la fuente de nitrógeno y la 

intensidad de luz son factores clave en la acumulación de lípidos. Sin embargo la operación 

de los fotorreactores requeridos para el óptimo crecimiento de las microalgas eleva 

considerablemente los costos de producción restringiendo su aplicación (Albarracín, 2007). 

En el caso de las bacterias el uso de la ingeniería metabólica es de suma importancia puesto 

que ha sido una herramienta utilizada para modificar la forma en que la cepa acumula 

lípidos. Kalscheuer y colaboradores (2006) produjeron directamente 28 g/l de metil-ésteres 

de ácidos grasos al utilizar una cepa mutante de E. coli al realizar una fermentación tipo 

lote. Aunque la obtención de cepas mutantes presenta ventajas, los sustratos utilizados aún 

son costosos (glucosa, gluconato y aceite de oliva) (Tabla V). Finalmente, hongos y 

levaduras se han utilizado en diversos estudios enfocados en caracterizar y cuantificar 

ácidos grasos generados bajo condiciones de estrés nutricional, principalmente para su 

aplicación en la industria alimenticia, farmacéutica y recientemente en la producción de 

biodiesel. Gracias a que estos microorganismos pueden crecer en una amplia variedad de 

sustratos (tanto simples como complejos) la investigación se está dirigiendo al empleo de 
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residuos agroindustriales, los cuales presentan gran variabilidad en su composición 

fisicoquímica, y por ende una gran oportunidad de crecimiento para estos microorganismos. 

Así, su uso representa una oportunidad para aumentar la rentabilidad del tratamiento sin 

generar grandes cantidades de "nuevos desechos". Este tipo de fermentaciones han 

alcanzado acumulaciones lipídicas de hasta un 40%, por lo que su uso resulta tanto 

atractivo como prometedor. En general, la producción industrial de ácidos grasos con 

hongos puede disminuir los costos de producción aumentando la sustentabilidad del 

proceso, ventaja que presentan frente a las microalgas y bacterias (García, 2007; Hamelinck 

et al., 2007; Raimbault, 1998). 

Asimismo, la capacidad de los hongos filamentosos para crecer sobre sustratos 

sólidos los posiciona de forma ventajosa sobre otros microorganismos. Esto se debe a la 

presencia de enzimas hidrolíticas que son secretadas en la punta de la hifa las cuales pueden 

penetrar el sustrato sólido incrementando su accesibilidad a todos los nutrientes 

disponibles. Gracias a estas enzimas, es posible utilizar de forma efectiva la FSS para la 

producción de lípidos (biodiesel) a partir de sólidos orgánicos residuales.  De esta forma, 

los hongos son los mejor adaptados al proceso de FSS debido a sus propiedades 

fisiológicas, enzimológicas y bioquímicas; como son su tolerancia a una baja actividad de 

agua, su capacidad de soportar una alta presión osmótica, y su habilidad para colonizar y 

degradar una matriz sólida convirtiéndolos en microorganismos altamente eficientes y 

competitivos. Esto permitela la bioconversión de sustratos sólidos como los desperdicios 

agroindustriales los cuales suelen tener un bajo o nulo valor comercial, alta disponibilidad y 

una gran cantidad de material fermentable (García, 2008; Raimbault, 1998). 
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Tabla V. Condiciones típicas reportadas para la producción de ácidos grasos de origen microbiano. 

Condiciones de 

crecimiento 
Microorganismo 

Contenido 

lipídico (%) 
Sustrato Referencia 

 HONGOS       

Deficiencia de N, baja 

actividad de agua,  pH 

ácido, uso de O2, fuentes de 

carbono de bajo costo  con 

alta producción de 

lípidos,cultivo económico y 

viable en biorreactores. 

Desventajas: Poca 

información sobre nuevas 

especies y condiciones de 

cultivo. 

 

Thamnidium 

elegans 

 

Cunnighemella 

echinulata  

 

Mortierella  

isabellina 

11.43 

 

39.6 

 

 

65.5 

Pulpa de manzana 

 

Residuo de 

tomate 

hidrolizado  

 

Xilosa 

Stredansky et 

al., 2000  

Stylianos et al., 

2008 

 

Stylianos et al., 

2009 

 

 LEVADURAS     

Deficiencia de N, 

temperatura óptima 30°C, 

pH neutro o ligeramente 

ácido, con o sin O2, fuentes 

de carbono de bajo costo, 

facilidad de cultivo y 

escalamiento. 

Desventajas: Poca 

información sobre nuevas 

especies y condiciones de 

cultivo.  

 

Apiotrichum 

curvatum 

Cryptococcus 

curvatus 

Trichosporon 

fermentans 

30 

 

25 

 

40.1 

Medio definido  

 

Glicerol  

 

Residuo de arroz 

hidrolizado 

Ykema et al., 

1988  

Meesters y 

Huijberts, 1996 

Papanikolaou et 

al., 2002 

 

 
BACTERIAS       

Amplio rango 

detemperaturas y pH, con o 

sin O2, fuentes de carbono 

de bajo costo, facilidad de 

cultivo y escalamiento.  

Desventajas: Poca 

información sobre nuevas 

especies y condiciones de 

cultivo.  

 

Pseudomonas 

aeruginosa 

Monascus 

purpureus DSM 

1379 

Rhodococcus 

opacus PD630 

38 

 

43 

 

76 

Aceite de oliva 

 

Glucosa  

 

Gluconato 

De Andrés et 

al., 1991 

Rasheva et al., 

1997  

Álvarez,2006 

 MICROALGAS     

Amplio rango de 

temperatura, pH y 

salinidad, agitación 

constante, CO2 como fuente 

de carbono, alta 

producción. 

Desventajas: Escalamiento 

en fotorreactores costoso y  

complejo. 

Cylindrotheca 

sp. 

 

Nitzschia sp. 

 

Schizochytrium 

sp. 

37 

 

20 

 

25 

CO2 

 

CO2 

 

CO2 

Meng et al., 

2008 

 

Anderson et al., 

1978  

Ganuza et al., 

2008 
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I.3 Factores que influyen en la producción de ácidos grasos 

Los ácidos grasos y sus derivados metabólicos están implicados en diversos papeles 

en el metabolismo, estructura celular y funciones de la membrana (Watson, 1984). Su perfil 

químico y contenido dependen de la composición del medio, estado fisiológico y la  

constitución genética del microorganismo, la cual varía drásticamente entre especies 

(Laoteng et al., 1999; Ratledge, 1997; Somashekar et al., 2003). 

El almacenamiento lípidico en los microorganismos oleaginosos requiere la 

actividad de la enzima ATP: citrato liasa (ACL) que genera Acetil Co-A en el citosol 

precursor de la síntesis de ácidos grasos. Una molécula de Acil Co-A (ácidos grasos de 

cadena larga unidos a la coenzima A, también llamados ácidos grasos activados) 

producen1-acilglicerol 3-P a partir de su unión con el glicerol-3-fosfáto llevada a cabo por 

la glicerol 3-P aciltransferasa, ésta es desfosforilada a 1, 2-diacilglicerol. La enzima diacil-

glicero acil-transferasa aporta una tercera molécula de acil-CoAdando como resultado 

triacilglicéridos (Evans y Ratledge, 1985; Ratledge, 1987) (Figura 1).  

 

Figura 1 Biosíntesis de triacilglicéridos dependiente de Acil CoA (Granner et al., 2001) 
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Ratledge (1994) observó que por cada gramo de carbono consumido proveniente de 

varios azúcares, polisacáridos y polialcoholes se sintetizan aproximadamente 0.18 a 0.22 

gramos de lípidos en microorganismos oleaginosos. Sin embargo, esta facultad está 

determinada por varias enzimas como la ATP: citrato liasa y aunque la ACL es esencial 

para que se lleve a cabo la generación de ácidos grasos no se ha observado una correlación 

entre ésta y los depósitos de grasas por lo que su función es insuficiente para explicar dicho 

almacenamiento (Ratledge y Winn, 2002). 

Debido a este hecho se ha estudiado otra enzima de importancia en la biosíntesis de 

lípidos como la enzima málica (ME) que genera NADPH (proveedora de energía reductiva 

en la síntesis de lípidos). Wynn y colaboradores (1997) inhibieron la ME con sesamol en el 

hongo filamentoso Mucor circinelliodes observando una disminución de aceites en un 25%. 

Años más tarde se corroboró la importancia de la ME cuando se logró su sobreexpresión en 

Mortierella alpina y se comparó su expresión con la decepas silvestres. Su incubación fue 

en medio líquido cuya relaciónC/N fue de 66Se observó un aumento de la actividad de la 

ME de 2 a 3 veces y con un  incremento de lípidos de de 12 a 30% en la cepa manipulada. 

Después de 96 h de cultivo la actividad enzimática cesó (Ying et al., 2007). 

Tanto la genética, como las condiciones de cultivo están involucradas en la cantidad 

y perfil de ácidos grasos producidos. Así encontramos que el incremento en la 

concentración de carbohidratos es necesario para suplir tanto el carbono como la energía 

necesaria para la síntesis de lípidos (Cochrane, 1958; Prill et al., 1935), hecho por el cual se 

han evaluado diversas concentraciones de azúcares en los medios de cultivo. No sólo los 

carbohidratos juegan un papel importante en esta vía, pues se ha detectado que una 

concentración baja de nutrientes (esencialmente nitrógeno) origina que las cepas aumenten 

su concentración intracelular de lípidos (Ratledge, 2002; 2004; Ratledge y Wynn, 2002). 

Así, cuando el nitrógeno es deficiente, la fuente de carbono es asimilada por el 

microorganismo para la síntesis de triglicéridos (Evans y Ratledge, 1985). 

Varios estudios se han enfocado en determinar la relación de C/N más conveniente 

para la especie de su interés. En el caso de Aspergillus parasiticus se encontró una mayor 
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producción lipídica (130 mg/100 ml) cuando se creció con un 30% de glucosa, sin 

embargo, la biomasa generada en dichas condiciones no fue la máxima en comparación con 

otras composiciones de cultivo (Shih y Marth, 1974). En el caso de Cunninghamella sp. 

cepa LGAM. se estudió una relación C/N igual a 60, encontrando un producción lípidica de 

2.18 g/L bajo las mismas condiciones de desarrollo que las usadas para Mortierella 

ramanniana cepa ATHUM 2922 generando 1.19 g/L y Zygorhynchus moelleri MUCL 

1430 con un rendimiento igual a 1.27 g/L (Kavadia et al., 2001). Un año después Gema y 

colaboradores estudiaron un rango amplio de C/N (94 a 183) para la cepa Cunninghamella 

echinulata, encontrando que la mayor acumulación de lípidos fue a una C/N igual a 183 

con un 46.6% de lípidos después de 193 h de cultivo (Gema et al., 2002). 

Aunque se ha comprobado que la cantidad de carbono y nitrógeno en el medio de 

cultivo tiene un efecto directo sobre la acumulación lipídica, también se ha observado que 

el tipo de fuente nitrogenada tiene influencia. En un ensayo realizado con Fusarium solani 

se concluyó que el medio que contenía nitrato de amonio como fuente de nitrógeno y 

glucosa como fuente de carbono fueron los mejores para la síntesis de lípidos siendo de 

48.43% en comparación con el nitrato de sodio con el cual se obtuvo un rendimiento de 

3.58%. Resultados similares fueron encontrados con Fusarium oxysporum, 48.96 vs. 

44.96% respectivamente (todos incubados a 28°C ± 2 por 12 días en medio definido). Estos 

resultados no son extrapolables a otras especies, p. ej. Aspergillus giganteus y A. niger, que 

presentaron una mayor acumulación de lípidos con nitrato de sodio en comparación con el 

nitrato de amonio (42.26 vs. 26.93 y 36.07 vs. 24.51, respectivamente). En ambos medios 

de cultivo se utilizó glucosa como fuente de carbono, incubados en botes Roux  por 12 d a 

28 ± 2°C (Baquir et al., 1997). 

Otra de las condiciones ambientales estudiadas que influyen en el tipo de lípidos, 

más que en su rendimiento, es la limitación de oxígeno. El trabajo realizado por Sukanya y 

colaboradores (2006) demostró que el porcentaje lipídico en Mucor rouxii fue similar, bajo 

condiciones aerobias y anaerobias siendo del 13-14%, pero mostrando diferencia 

significativa en el perfil químico de los ácidos grasos puesto que la relación AGI/AGS 

disminuyó de 1.9% bajo condiciones aerobias a 0.1% bajo condiciones anaerobias. Este 
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cambio se puede atribuir a la modificación de la actividad enzimática implicada en la 

síntesis de lípidos, elongación y desaturación y/o incremento o decremento del mRNA de 

dichas enzimas. Según Cook (1996) este cambio también se puede atribuir a la función del 

oxígeno como aceptor de electrones en el proceso de desaturación en los ácidos grasos. 

En el proceso de desaturación son oxidados dos sustratos, uno es el NADPH y el 

otro es el ácido graso. Los electrones del NADPH se trasfieren a través de una 

flavoproteína reductasa específica y un citocromo a un oxígeno activo que oxidará al ácido 

graso. Este último paso puede implicar una hidroxilación. Los tres componentes del sistema 

son la enzima desaturasa, el citocromo b5 y la NADPH citocromo b5 reductasa. La 

reacción global es (Devlin, 2004): 

R-CH2-CH2-(CH2)7-COOH+NADPH+H
+
+O2→R-CH═CH-(CH2)7+NADP

+
+2H20 

Estudiar factores que son fácilmente manipulables durante la operación de los 

bioreactores, como la relación C/N o el suministro de oxígeno,  permite tener una visión 

general de la forma en la que opera la síntesis de lípidos y, por consiguiente genera bases 

para estudios posteriores.  
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I.4 Revaloración de los residuos sólidos de la industria de hidrocoloides 

Aunque la fermentación en sustrato sólido ha tenido amplias aplicaciones en 

diversos sectores industriales, aún es necesario estudiar los factores que influyen en la 

producción del metabolito deseado, el microorganismo que llevará a cabo el proceso y el 

sustrato a emplear. Si la matriz de soporte es un residuo generado en grandes cantidades, su 

utilización revolorará el desperdicioaumentando la rentabilidad de su tratamiento (García, 

2008). 

En Baja California, México la Empresa Ensenadense AGARMEX industrializa 

algas marinas de los géneros Gelidium sp., Gracilaria sp., Chondrus crispus, Euchema 

cottoniii, Euchema spinosum y Gigartina sp. para la obtención de hidrocoloides tales como 

agar y carragenina. En 1978, la planta tenía una producción entre 40 y 60 toneladas por 

año, producción que ha incrementado por la salida del mercado de otras empresas 

generadoras de hidrocoloides. Por tal motivo, la empresa ha logrado incrementar su 

producción hasta 125 toneladas anuales. Así, la cosecha anual de algas marinas es de 850 

ton/peso seco, con un volumen aproximado de bagazo de 250 ton/peso seco (Agarmex S.A. 

de C.V.). De esta forma, se hace necesaria la disposición de los residuos de forma adecuada 

lo que genera costos a la empresa. Una alternativa ambientalmente responsable, es la 

revaloración de los residuos generados en esta industria mediante su uso como sustrato para 

la producción de biocombustibles. 

Se sabe, que el bagazo generado del alga Gelidium sesquipedale después de la 

extracción de agar es rico en minerales, proteínas, azúcares y pequeñas cantidades de 

ácidos grasos (Ennouali et al., 2006). Esto lo hace ideal para su utilización como 

fertilizante, aditivo en alimento animal o la producción de compuestos de interés como 

biocombustibles. Existen antecedentes donde el residuo generado de la extracción de 

alginato de las algas Laminaria hyperborea y Ascophyllum nodosum es utilizado en la 

obtención de metanol y etanol, con rendimientos aún susceptibles de optimizarse (Jarle, 

2000). En general, se ha estudiado la producción de biocombustibles utilizando biomasa de 

macro y microalgas más que con el bagazo, la cual es una fuente de materia prima 

renovable debido a su alta disponibilidad y su bajo costo (Angenent et al., 2004). Así, la 
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FSS puede ser una herramienta útil para transformar grandes volúmenes de estos 

materiales, con una tecnología sencilla generando productos de alto valor comercial 

(Rodríguez et al., 2001). 

II. Justificación. 

  El uso del Biodiesel como fuente alterna de energía supone una mejora tanto en el 

ámbito ambiental como económico. El proceso propuesto de su generación a partir de 

materiales de desecho permite una producción sustentable, puesto que es económicamente 

viable, amigable con el medio ambiente y con beneficios para la sociedad. En Ensenada, la 

generación de aproximandamente 250 ton/peso seco de bagazo algal por parte de la 

empresa AGARMEX no solo aumenta la cantidad de desechos municipales, sino a su vez 

incrementa los gastos operativos de la empresa, ya que su disposición en basureros 

representa un gasto. Su uso en la generación de un producto de interés como los lípidos 

permitiría revalorizar el desecho y a su vez, disminuir la cantidad del subproducto. Sin 

embargo, para que este proceso se lleve a cabo de manera eficiente es necesario evaluar el 

efecto de los factores que se conocen tienen repercusión en la producción y perfil lipídico.   
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III. Hipótesis 

La acumulación de ácidos grasos en una fermentación en sustrato sólido con hongos 

filamentosos será mayor bajo condiciones de estrés hídrico, hipoxia y limitación de 

nitrógeno que bajo condiciones normales de crecimiento.  

IV. Objetivos 

General 

Evaluar el tipo y cantidad de los ácidos grasos generados por la fermentación en 

sustrato sólido de bagazo de Gelidium robustum bajo condiciones de estrés hipóxico, 

hídrico y nutricional utilizando hongos filamentosos aislados en Baja California.  

Particulares 

1. Caracterizar física- y químicamente los residuos sólidos de Gelidium robustum 

generados de la industria de compuestos hidrosolubles. 

2. Aislar y seleccionar hongos filamentosos con capacidad de sobre-acumular lípidos 

intracelulares. 

3. Evaluar las condiciones óptimas de pH y temperatura para el crecimiento de los 

hongos filamentosos oleaginosos seleccionados. 

4. Evaluar la producción de los ácidos grasos generados por hongos filamentosos 

oleaginosos bajo diferentes condiciones de estrés (déficit hídrico, hipoxia y limitación 

de nitrógeno) por la fermentación en sustrato sólido de bagazo de Gelidium robustum. 

5. Evaluar el perfil químico de los ácidos grasos producidos. 

6. Identificar mediante la amplificación de un fragmento del DNA ribosomal el hongo 

filamentoso con mayor potencial de acumulación de ácidos grasos. 

 

 

 

 



19 

 

 

Capítulo II  

 

Metodología 

 

El presente capítulo describe los materiales y métodos utilizados para el desarrollo 

del trabajo experimental. La Figura 2 presenta de manera resumida los objetivos planteados 

y el plan experimental a seguir el cual se dividió en cuatro actividades que se describen en 

los siguientes apartados.  

 

Figura 2. Diagrama de flujo del plan de trabajo experimental. 

 

 

Obtención del bagazo 
algal y aislamiento de 
hongos filamentosos

Caracterización del 
bagazo

Objetivo 1

Ensayo preliminar: tratamiento 
algal y cinética de producción de 

lípidos

Ensayo de FSS con bagazo 
algal: relación C/N, O2, 

humedad y temperatura

Determinación del 
rendimiento lipídico

Objetivo 4

Determinación del perfil 
de ácidos grasos en los 

lípidos producidos

Objetivo 5

Selección e identificación de 
hongos oleaginosos 

Objetivo 2 y 6

Condiciones óptimas de 
crecimiento: pH y temperatura  

Objetivo 3
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V.1. Obtención y caracterización del bagazo algal 

Se colectaron alrededor de 4 kg del residuo de la extracción de agar y carragenano 

del alga roja Gelidium robustum producido por la empresa AGARMEX, una de las 

mayores exportadoras de agar en México con sede en ciudad de Ensenada, Baja California. 

Este bagazo fue molido en licuadora hasta un tamaño de partícula de aprox. 30 mm y 

almacenado en congelación hasta su uso. Los análisis fisicoquímicos realizados y la 

metodología empleada se resumen en la Tabla VI.  

Tabla VI. Análisis fisicoquímicos realizados al bagazo de Gelidium robustum. 

Análisis Método Referencia 

Humedad  Secado en estufa a 

105°C/24 h 

Poggi-Varaldo y 

Rinderknecht, 1990 

Cenizas y materia 

orgánica volátil 

Calcinación a 550°C/ 

20 min 

Poggi-Varaldo y 

Rinderknecht, 1990 

Carbohidratos totales  Digestión con fenol Sattler y Zerban, 1948 

Azúcares reductores Ácido dinitrosalicílico Poggi-Varaldo y 

Rinderknecht, 1990 

Lípidos  Extracción con 

HCl/éter de petróleo 

Cunniff, 1995 

Proteína  Bradford Poggi-Varaldo y 

Rinderknecht, 1990 

Nitrógeno total Micro-Kjeldahl Cunniff, 1995 

Calcio y magnesio Complexometría APHA, 1992 

 

V.1.1. Humedad, cenizas y materia volátil 

Se pesó entre 1.0 - 1.5 g de bagazo de Gelidium robustum por triplicado en una 

cápsula de porcelana (llevada a peso constante), secando en una estufa a 100 °C durante 24 

h, al término de las cuales se enfriaron por 30 min en un desecador para posteriormente 

registrar su peso. Una vez pesadas, las muestras fueron calcinadas en una mufla a 550 °C 
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por 20 min, al término de este tiempo se enfriaron por 30 min en un desecador y se registró 

su peso (Poggi-Varaldo y Rinderknecht, 1990). 

V.1.2. Carbohidratos totales y azúcares reductores 

Para evaluar la cantidad de carbohidratos totales contenidos en el bagazo de 

Gelidium robustumse utilizó el método de fenol reportado por Sattler y Zerban (1948). Se 

tomaron 0.5 mg/ml de muestra y se mezcló rápidamente con 1ml de agente Fenol (50 g de 

fenol aforado a 1 L de agua destilada) más 5ml de ácido sulfúrico al 67 %. Se dejó reposar 

la mezcla por 10 min y posteriormente se incubó en un baño María a 25 °C/10 min. 

Después, se leyó la absorbancia a 488 nm contra un blanco, el cual contenía 1 ml de agua 

destilada, 1 ml de agente fenol y 5 ml de ácido sulfúrico al 67 %. Para la curva de 

calibración de utilizó D-glucosa en un rango de 0.0125 a 0.1 mg/ml. 

Para la cuantificación de los azúcares reductores se utilizó el método del ácido 

dinitrosalicílico (DNS) reportado por Poggi-Varaldo y Rinderknecht (1990). El reactivo de 

DNS contenía por litro: 100 g de 3,5 ácido dinitrosalicílico, 20 g de fenol, 5 g de sulfito de 

sodio, 20 g de tartrato de sodio-potasio en 1 L de hidróxido de sodio al 1 %. Se pesó por 

triplicado aprox. 1.0 g de bagazo de alga seca molida y se mezcló perfectamente con 5ml de 

agua destilada. Se tomaron 0.5 ml de sobrenadante y se agregó 2.5 ml de reactivo DNS. Se 

incubó en un baño María a 100 °C/10 min, al término de los cuáles se enfrió la muestra en 

un recipiente con agua y hielo. Posteriormente, se leyó la absorbancia a 600 nm contra el 

blanco, el cual consistió en 0.5 ml de agua destilada y 2.5 ml del reactivo DNS. Se realizó 

una curva de calibración con D-glucosa con un rango lineal de 1.0 a 10.0 mg/ ml. 

V.1.3. Lípidos 

Para la extracción de los lípidos intracelulares se utilizó el método descrito por Cunniff 

(1995). Primeramente, se pesó por triplicado aprox. 0.5 g de muestra de bagazo seca molida 

y se adicionó 6 ml de HCl concentrado, se calentó en baño María a 100 °C/90 min. Después 

de enfriar, se adicionaron 10 ml de éter de petróleo y se agitó vigorosamente por 1 min. 

Después, se colocó la fase orgánica que contenía los lípidos en un tubo de vidrio a peso 

constante evaporando a 60 °C en baño María y por último en una estufa a 100 °C. Al final, 
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se dejaron enfriar los tubos en un desecador y se registró el peso del tubo más los lípidos 

recuperados. 

Otro de los métodos probados para la extracción de los lípidos intracelulares a partir 

de la biomasa fúngica fue el reportado por Bligh y Dyer (1959) en donde, después del 

crecimiento requerido, el micelio fue recuperado por filtración y lavado con agua estéril y 

se dejó en refrigeración durante 24 h.  

La relación final peso/volumen  fue igual a 5 g peso seco/122.5 ml de solventes 

(modificación del método de Bligh y  Dyer), los cuales se agregaron de la siguiente manera: 

cloroformo/metanol/agua en una relación 1:2:0.8 agitando 15 s después de adicionar cada 

solvente. La solución se dejaba reposar por 18 h para posteriormente adicionar los mismos 

solventes cambiando la relación 1:1:0.9, después que se formaron las fases se tomó la 

inferior la cual fue trasladada a un vaso de precipitado  (peso constante) para evaporar el 

cloroformo a 70 °C y finalmente meter a estufa  a 10 °C por 5 min para secar 

completamente la muestra y pesar (Bligh y Dyer, 1959). 

V.1.4. Proteína 

La evaluación se realizó por triplicado tomando entre 1.0 - 1.5 g de muestra de 

bagazo seco molido de Gelidium robustum en un tubo de plástico donde se agregó 10 ml de 

hidróxido de sodio 1N para recuperar las proteínas presentes. Se agitó por 5 min con vortex 

y se calentaron por 25 min a 70°C para posteriormente centrifugar 8 min a 14,000 g. Se 

recuperó el sobrenadante y se ajustó el pH a 7.0. Luego se tomaron 50 l y se mezclaron 

perfectamente con 2.5 ml de agente diluido Bradford (dilución 1:4). Se incubó por 5 min a 

temperatura ambiente y se leyó la absorbancia a 595 nm. Se empleó seroalbúmina para 

obtener la curva de calibración (rango lineal de 0.2 a 0.9 mg/ml) (Poggi-Varaldo y 

Rinderknecht, 1990). 

También se cuantificaron proteínas mediante el colorante de Biuret. Para 1 L de 

agente Biuret se disolvieron 1.5 g de CuSO4.5H2O más 6 g de NaK Tartrato.4H2O 

(NaKC4H4O6• 4H2O) en 500 ml de agua destilada, a esta solución se le adicionaron 300 ml 

de NaOH al 10%. Se empleó seroalbúmina para la curva de calibración (rango lineal de 1.0 
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a 0.10 g/L). Se extrajeron las proteínas de 1 g de muestra con 10 ml NaOH 1 N, la mezcla 

se calentó a 70 °C/30 min, al término de los cuales se filtró (Whatman No. 1) y neutralizó 

con HCL 1N. A 1 ml de sobrenadante se le agregó 4 ml de agente Biuret, se incubó por 30 

min a temperatura ambiente y leyó la absorbancia a 500 nm. Paralelamente, se trabajó con 

un blanco que consistió en 10 ml de NaOH neutralizado, de esta mezcla se tomó 1 ml y se 

realizó el mismo procedimiento que el descrito para las muestras. 

V.1.5. Nitrógeno total 

Para esta evaluación se utilizó el método de micro-Kjeldahl reportado por Cunnif 

(1995). Para ello, se pesó por triplicado entre 50-100 mg de bagazo de alga seca y molida, 

quese colocó en un matraz micro-kjeldhal añadiendo 2 g de sulfato de potasio, 50 mg de 

sulfato de cobre pentahidratado y 3 ml de ácido sulfúrico al 67 %. El matraz se calentó en 

un digestor de proteínas hasta la oxidación de la muestra (cambio de color, 

aproximadamente en 1.5 h). El material digerido fue transferido a un matraz volumétrico 

aforando a 25 ml con agua destilada y posteriormente se tomaron 5 ml los cuales fueron 

mezclados con 10 ml de NaOH al 40 % w/v. Esta mezcla se destiló en un aparato de 

destilación hasta recuperar entre 40-50 ml en un matraz Elermeyer el cual contenía 

previamente 15 ml de ácido bórico al 3 % y tres gotas del indicador Shiro Tashiro. 

Después, la muestra se tituló con ácido clorhídrico 0.001 N hasta un vire de color azul-

violeta. Paralelamente, se trabajó con un blanco con el cual se siguió el mismo 

procedimiento, éste consistió en 2 g de sulfato de potasio, 50 mg de sulfato de cobre 

pentahidratado y 3 ml de HCl al 67 %. El HCl fue valorado utilizando 15 ml de carbonato 

de sodio 0.01 N y agregando 3 gotas de azul de bromofenol y titulando con HCl 0.01 N 

hasta un vire de color de azul a verde. 

V.1.6. Calcio y Magnesio 

Para calcular la dureza total se utilizó el método de complexometría reportado en 

APHA (1992). Primero, se pesaron por duplicado aproximadamente 1g de bagazo de alga 

seca molida la cual se dejó remojar por 24 h en 50 ml de agua destilada. Después de este 

tiempo se recuperaron 50 ml de sobrenadante, al cual se le añadió una pequeña cantidad de 

negro de ericromo T y  5. ml de solución tampón pH 10. Se tituló con una solución de 
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EDTA 0.02 N hasta virar de rojo a azul. Para determinar la dureza cálcica se trató la 

muestra de la misma forma, a los 50 ml de sobrenadante se le adicionaron 5 ml de NaOH 

2N y una pequeña cantidad de murexida y se tituló con EDTA 0.02 N. Para determinar 

magnesio se resto la dureza total menos la dureza cálcica. 

El EDTA fue valorado con 10 ml de CaCO3 (0.5 mg/ml) más 3 ml de la solución 

tampón pH 10 y negro de ericromo T. Se tituló con la solución de EDTA 0.02 N. 

 

V.2.  Aislamiento y selección de hongos oleaginosos 

V.2.1. Aislamiento y mantenimiento de microorganismos 

Se aislaron hongos filamentosos de diferentes ambientes marinos y terrestres de 

Baja California durante julio-septiembre de 2009. Los sitios de muestra fueron el canal, 

lodo y lama del Estero de Punta Banda y el sedimento marino de la playa Agua Caliente, 

ambos en el municipio de Ensenada, Baja California, México (Figura 3). Estas muestras 

fueron dispuestas en tubos tipo Falcon de 50 ml y almacenadas a 4°C hasta su 

procesamiento en el laboratorio.   
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Figura 3. Sitios de muestreo dentro de la Bahía Todos Santos, Ensenada B.C. a) 

cabeza del canal principal del Estero de Punta Banda, b) playa Agua Caliente. 

Otras muestras fueron recolectadas del medio ambiente en el Laboratorio de 

Biotecnología Ambiental y Biocombustibles del Centro de Investigaciones Científicas y de 

Educación Superior de Ensenada (CICESE), casas particulares y del sobrenadante de una 

fermentación alcohólica espontánea del alga Macrocystis sp. 

Las muestras semi-líquidas fueron diluidas en solución salina estéril (dilución 10
-1

), 

de donde se tomó 0.1 ml y se sembró por extensión en cajas Petri con agar de papa dextrosa 

(PDA) bajo condiciones estériles. Para los hongos filamentosos que se encontraron  

creciendo sobre un sustrato sólido se tomó una parte de micelio y se sembró por picadura 

en una caja Petri con (PDA). Sí el micelio no era visible en la muestra, 1 g del material 

sólido fue suspendido en 10 ml de agua estéril y sembrando 0.1 ml en cajas Petri con PDA. 

Cada una de las cepas fue incubada a temperatura ambiente hasta observar el desarrollo de 

colonias (aproximadamente 5 días), las cuales fueron re-sembradas hasta obtener 
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monocultivos según las diferencias macroscópicas de la colonia, es decir, color de la 

colonia, textura, forma y producción de pigmentos (Asan, 2004). El mantenimiento de las 

cepas se realizó mediante resiembras cada 3 semanas.  

V.2.2 Selección de hongos filamentosos oleaginosos 

El criterio en el cual se basó la selección de los hongos oleaginosos fue la detección 

de acumulaciones lípidas intracelulares visibles al realizar una coloración diferencial en la 

cual los lípidos son teñidos en negro por el colorante Negro Sudán B contrastado con 

Safranina (Burdon, 1946, Figura 4). Para esto fue necesario el crecimiento del micelio en 

un medio con un déficit en la fuente de nitrógeno para llevar a la cepa a un estrés 

nutricional y por ende a la acumulación lipídica (Evans y Ratlege, 1985). 

 

Figura 4 Acumulaciones lipídicas observables con la tinción Negro Sudán B en varios hongos (Burdon, 

1946) 

Para la observación, se preparó un pre-cultivo con 50 ml de caldo papa dextrosa 

(PDC) para cada hongo aislado. Cada tubo se inoculó en condiciones estériles con discos de 

micelio y se incubó por 3 días a 30 °C con agitación constante, al término de los cuáles se 

realizó una tinción con el colorante Negro Sudán B el cual se preparó de la siguiente 

manera. Se disolvieron, con ayuda de calor 0.7 g de negro Sudán B (SIGMA 199664, 

certificado por Biological Stain Commision) en etanol al 70 %. Se filtró y guardó en un 
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recipiente de vidrio color ámbar. Para fijación y tinción de las cepas se colocó una pequeña 

cantidad de micelio en un portaobjetos y se fijó con calor, después se agregó suficiente 

colorante negro Sudán B sobre la muestra dejando reposar por 1 h al término de la cual se 

lavó con xilol. Después se tiñó con safranina la cual se dejó actuar por 2 min y  se lavó da 

con agua destilada. Se consideró una  tinción positiva si se presentaban gránulos en color 

oscuro al observarse con el Microscopio Steren (Zeiss) en contraste de fases. 

Cuando se presentaban gránulos lipídicos, la biomasaera se recuperó por filtración 

(Whatman No. 1), guardando 2 ml para para continuar con la extracción de lípidos por el 

método de Cunnif (sección V.I.III). 

De las cepas del pre-cultivo se tomaron  aproximadamente 2 ml para ser resembrados 

en matraces Erlenmeyer que contenían 50 ml del medio de inducción, el cual presentó un 

défícit de nitrógeno, manejado como nutriente limitante para llevar a cabo la acumulación 

lipídica (Tabla VII, modificado de Kavadia et al., 2001). Se incubó por 3 días a 30 °C con 

agitación constante y se observó la posible presencia de lípidos con la tinción Negro Sudán 

B del micelio tomado de medio de inducción. 

Tabla VII. Medio de inducción para la selección de hongos oleaginosos  

Componente g/L 

Glucosa 30 

Cloruro de amonio 0.08 

Fosfato de sodio monobásico 7 

Fosfato dibásico de sodio 2 

Sulfato de magnesio heptahidratado 1.5 

Cloruro de calcio monohidratado 0.1 

Cloruro férrico hexahidratado 0.008 

Sulfato de zinc heptahidratado 0.001 

Sulfato de cobre pentahidratado 0.0001 

Nitrato de cobalto hidratado 0.0001 

Sulfato de magnesio heptahidratado 0.001 

(Kavadia et al., 2001) 
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Al final de la selección de los hongos oleaginosos, las cepas restantes fueron 

almacenadas en una solución de glicerol al 40%, a -20°C. 

V.3 Caracterización e identificación de los hongos oleaginosos 

Al término de la selección de los microorganismos oleaginosos se llevó a cabo su 

caracterización morfológica e identificación molecular. Asimismo se precisaron las 

condiciones óptimas de crecimiento (pH y temperatura). Todo lo anterior, con el propósito 

de tener una base de referencia al momento de llevar a cabo el ensayo de fermentación en 

sustrato sólido para la producción de lípidos.  

V.3.1. Morfología de hongos oleaginosos 

El micelio fue observado a través del microscopio invertido Axiovert 200 Zeiss. Se 

tomaron fotografías con una cámara AxioCam HRc las cuales fueron procesadas con el 

software AxioVision versión 4.70, éstas sirvieron como referencia al utilizar los manuales 

de identificación taxonómica de Barnett y Hunter (1972) y Dugan (2006). Gracias a esta 

identificación se pudo conocer si alguno de estos hongos había sido reportado previamente 

como microorganismo oleaginoso.  

V.3.2.  Determinación de condiciones óptimas de crecimiento 

El procedimiento para evaluar la temperatura y pH óptimos fue a través de un 

diseño pentagonal el cual permitió analizar 2 factores a varios niveles con el menor número 

de ensayos (Box et al., 1978). Éste diseño genera una superficie de respuesta a partir de la 

combinación de 4 niveles fijados para el factor pH y 5 niveles para el factor temperatura, 

así como el uso de 3 réplicas para definir el error experimental. En la Tabla VIII se 

muestran los factores y niveles evaluados. 
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Tabla VIII. Diseño pentagonal para evaluar la temperatura y pH óptimos de crecimiento. 

No. de 

experimento 
pH 

Temperatura 

(°C) 

8 5 32 

1 6 28 

6 5.6 21 

7 4.4 21 

2 4 28 

4 5 26 

5 5 26 

3 5 26 

(Box et al., 1978) 

Para cada experimento se utilizaron tubos tipo Falcon de 50 ml los cuales contenían 

30 ml de PDC. El pH fue ajustado con NaOH/HCl 1N según lo indicado en el diseño 

experimental y se esterilizó por calor húmedo (15 lb/pulg
2
 y 121 °C). Los tubos fueron 

inoculados con 1 ml de solución de esporas, ésta fue preparada al lavar con 15 ml de caldo 

papa dextrosa una caja Petri agar que contenía un cultivo de la cepa. Después de incubar 

por 5 días, se recuperó la biomasa de cada tubo por filtración (Whatman No. 1) y se secó 

por 12 h a 100 °C para determinar el peso seco. Los resultados de crecimiento fueron 

expresados en términos de mg/ml. 

V.3.3. Identificación molecular de los hongos oleaginosos 

La regiones que mayormente se emplea para la identificación a nivel de especies es 

la que codifica el complejo ARN ribosomal (en hongos los genes 18S, 5.8S y 28S); éstos 

genes contienen dominios variables y regiones espaciadoras internas altamente variables. 

Las regiones  utilizadas con mayor frecuencia para la identificación de hongos son los 

espaciadores de transcrito interno ITS (por sus siglas en inglés). Con el fin de corroborar la 

información proporcionada por el análisis de la secuencia del espaciador se secuenció el 

gen de la proteína -tubulina (Alastruey-Izquierdo et al., 2007; Nagao et al., 2005; Alcazar-

Fuoli et al., 2008; Gilgado et al., 2005).  
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V.3.3.1. Extracción de ADN 

 Los hongos oleaginosos seleccionados se inocularon en medio PDC contenidos en 

tubos tipo Falcon de 50 ml con los. Estos crecieron por 5 días a temperatura ambiente, la 

biomasa fue recuperada por filtración con filtros Whatman No. 1. El micelio fue puesto en 

tubos para microcentrífuga de 1.5 ml y fue liofilizadopor 24 h (liofilizador Free zono 2.5, 

Labconco). Después, el micelio liofilizado fue triturado con palillos estériles para extraer el 

ADN genómico con el kit de extracción DNeasy Plant Tissue Quiagen. Para corroborar la 

presencia de ADN se realizó una electroforesis en gel de agarosa al 1% en Tris-acetato-

EDTA (TAE) y se colocó los pozos 3 l de muestra y 3 l de buffer de carga (azul de 

bromofenol/glicerol) y tiñendo con bromuro de etidio (0.5 g/ml), el gel se corrió con un 

flujo eléctrico de 80 V por 40 min. 

V.3.3.2. Amplificación de la región ITS y -tubulina  

Una vez probada la existencia del ADN genómico se amplificaron 4 secuencias por 

medio de la técnica de reacción en cadena de la polimerasa (PCR por sus siglas en inglés). 

Para amplificar la región se utilizaron los cebadores ITS4 (5´-TCC TCC GCT TAT TGA 

TAT-3´) e ITS5 (5´-GGA AGT AAA AGT CGT AAC AAG G-3´) (White etal., 1990). 

Para la amplificar un fragmento del gen de la proteína -tubulina se emplearon los 

cebadores Bt2a (5'-GGT AAC CAA ATC GGT GCT GCT TTC-3') y Bt2b (5'-ACC CTC 

AGT GTA GTG ACC CTT GGC-3´) (Glass yDonaldson, 1995). La amplificación se 

realizó en un termociclador Gene Amp PCR System 2400 Perkin Elmer, las muestras 

madre contuvieron: 12.5 L de Buffer FailSafe™ PCR 2X Premix E (Epicenter; 

InterScience), 0.5 l de cada cebador a 100 pM, 2 l de ADN y 0.125 l de la enzima Taq 

polimerasa, el volumen se completóa 25 l con agua ultrapura. Las condiciones de la 

reacción fueron las siguientes: desnaturalización inicial de 94 °C/2 min, 35 ciclos de 

desnaturalización 95 °C/1 min, alineación 55 °C/1 min, extensión a 72 °C/1.5 min, la 

extensión final fue a 72 °C/10 min (Redondo et al., 2009; Scott, 2004). 

Los productos de la amplificación fueron fraccionados por electroforesis en gel de 

agarosa al 1% en Tris-acetato-EDTA (TAE) colocando en los pozos 4 l de muestra y 2 l 
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de buffer de carga (azul de bromofenol/glicerol) y tiñendo con bromuro de etidio (0.5 

g/ml) con un flujo eléctrico de 80 V por 40 min, junto con las muestras se corrió un  

marcador de peso de 1000 pb (Fisher Labs). 

La purificación de los productos de PCR se realizó con el kit QIAquick Gel 

Extraction Kit, Quiagen. Para confirmar la presencia de los fragmentos ITS y de la proteína 

-tubulina se corrió un gel de agarosa al 1 % (bajo las mismas condiciones que el anterior).  

V.3.3.3. Secuenciación y análisis filogenético. 

Las fracciones amplificadas se enviaron a secuenciar a Eton Bioscience, Inc., San 

Diego California. Posteriormente se utilizaron varias secuencias ITS de aislados de diversas 

partes del mundo de la base de datos del National Center for Biotechnology Information 

con el fin de establecer las relaciones de las cepas obtenidas en este trabajo con ya 

reportadas. Para esto se utilizó el método el vecino más cercano o Neighbor-Joining con el 

programa MEGA (500 réplicas). Lo mismo se realizó para las secuencias -tubulina (Capa 

y Cocconcelli, 2001). 
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V.4. Producción de ácidos grasos mediante FSS 

V.4.1. Ensayo preliminar 

Los ensayos previos a la fermentación en sustrato sólido del bagazo algal tuvieron 

como propósito conocer lo siguiente: 

 Procedimiento para la inoculación del hongo filamentoso. 

 Factibilidad de emplear el bagazo sin pre-tratamiento. 

Para esto se realizó un ensayo inoculando con esporas o micelio. En el caso del 

residuo algal, los pre-tratamientos realizados fueron un lavado para eliminar el exceso de 

sales y una hidrólisispara incrementar la disponibilidad de carbohidratos (química y 

enzimática). En la Tabla IX se describe de forma detallada el procedimiento para cada caso. 

En todos los tratamientos, el pH fue cercano al establecido como óptimo para la cepa en 

cuestión (sección VI.3.2) 

 

Tabla IX. Ensayo preliminar para establecer condiciones de crecimiento fúngico sobre bagazo algal. 

 

Tipo de inoculación 

 

Tipo de pre-tratamiento 

 

Esporas (1.8*10
6
/g) Sin lavar pH 4.9 

 

Esporas ( 1*10
7
/g) 

 

Sin lavar pH 7.8 

 

Micelio (0.2  mg/g) 

 

Sin lavar  pH 5.08 

 

Micelio (0.2  mg/g) 

 

Lavado  pH 5.12 

 

Micelio (0.2  mg/g) 

 

Enzimático pH 5.12 (7 U celulasa/g, 37°C/ 24 h) 

Micelio (0.2  mg/g) Químico pH 5.12 (H2SO4 1%, 110°C/210 min) 
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V.4.1.1 Preparación del inóculo esporal 

El inóculo utilizado provino del lavado con agua estéril de monocultivos en cajas 

Petri con PDA de las cepas seleccionadas, esta solución fue denominada cultivo original. 

Para conocer el número de células presentes se realizaron diluciones de dicho cultivo de 

1x10
-1

 a 1x10
-5

, estas fueron agitadas durante 15 s para luego realizar siembra masiva en 

superficie (0.1 ml) en medio agar. El número de células viables en el cultivo original fue 

calculado con la siguiente ecuación (Claus y Freeman, 2000): 

                                
              

                           
                             [1] 

V.4.1.2 Preparación del micelio 

Se tomaron 30 ml de medio PDC previamente esterilizados (15 lb/pulg
2
 y 121 °C) 

en tubos Falcon, los cuales fueron inoculados con una pequeña cantidad de micelio 

proveniente de un monocultivo creciente en agar papa dextrosa. El medio fue incubado 

durante 5 días a temperatura ambiente. La biomasa fue recuperada por centrifugación a 

15,500 g/15 min y fue lavada con agua estéril para nuevamente ser centrifugada 

descartando el sobrenadante. El micelio fue molido bajo condiciones asépticas y el 

volumen fue ajustado a 25 ml con agua estéril para finalmente obtener una mezcla 

homogénea.  

V.4.1.3 Preparación del residuo  

La hidrólisis enzimática se realizó al agregar 7 unidades de celulasa de Aspergillus 

niger (SIGMA C-1184) por cada gramo de residuo seco, se incubó a 36 °C a pH 5.12 por 

24 h siguiendo las instrucciones del fabricante. En el caso de la hidrólisis ácida, se agregó 

al bagazo una solución de H2S04 al 1 % (relación 1:10) con un tiempo de hidrólisis de 210 

min a 110 °C (Aguilar-Rivera y Canizales-Leal, 2004). 

Uno de los pre-tratamientos realizados al bagazo algal consistió en disminuir la 

concentración de sales presentes, mediante su lavado con agua destilada. Con esto se 

pretendió evitar posibles efectos inhibitorios al desarrollo fúngico.  
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El tamaño de partícula que presentó el residuo originalmente varió entre 5-30 mm, 

éste fue utilizado en los dos primeros experimentos, que corresponden a los tratamientos 

inoculados con esporas. Sin embargo, en los siguientes ensayos se realizó una molienda 

más fina hasta un tamaño de partícula de 0.5 mm para mejorar la homogenización.  

V.4.1.4 Procedimiento  

Para todos los tratamientos se emplearon 5 g del bagazo de Gelidium robustum. Una 

vez aplicado el pre-tratamiento al sustrato éste se esterilizópor calor húmedo (15 lb/pulg
2
, 

121 °C/15 min) dentro de tubos de vidrio para posteriormente ser incubados. Cada 

tratamiento fue incubado a la temperatura y pH óptimos para cada cepa durante 5 días. Al 

término de este tiempo, se observó y cuantificó la biomasa fúngica mediante la 

determinación de proteína con el método de Biuret (sección V.1.4.). 

V.4.2. Cinética de producción de lípidos en bagazo algal 

Una vez identificado el pre-tratamiento con los mejores resultados en función del 

crecimiento fúngico, estas condiciones fueron utilizadas para realizar una cinética de 

producción de lípidos. El objetivo de la cinética fue determinar el punto máximo de 

acumulación lipídica bajo condiciones normales de crecimiento, es decir, sin agregar otra 

fuente de nutrientes.  

V.4.2.1 Procedimiento  

Se montaron 12 matraces Elermeyer con 75 ml de caldo papa dextrosa esterilizado a 

15 lb/pulg
2
 y 121 °C. Se inoculó con 10 ml de una solución esporal la cual se incubó 

durante 7 días; dos de los matraces Elermeyer se utilizaron como blanco para cuantificar la 

biomasa generada y el porcentaje lipídico. De los matraces restantes se recuperó la biomasa 

por decantación para ser lavada con agua estéril y triturada bajo condiciones asépticas. 

Finalmente, se agregaron 5 g del residuo algal molido y esterilizado con la humedad y pH 

ajustado a 80 % y 50 % respectivamente con una solución de HCl 0.2 N. Cada 24 h se tomó 

un matraz para cuantificar la producción de lípidos, % de humedad y pH. Esto se realizó 

hasta completar 10 días de incubación. 
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V.4.3. Fermentación en sustrato sólido 

Se utilizó un diseño factorial completo para estudiar el efecto de la relación C/N, 

oxígeno, humedad y temperatura sobre la producción y perfil de ácidos grasos en una FSS 

de bagazo algal. La Tabla X muestra los niveles de los factores estudiados, cada uno de los 

cuales tuvieron dos réplicas.  

Tabla X. Diseño factorial completo para el ensayo de Fermentación en Sustrato Sólido. 

Exp. C/N Oxígeno Humedad (%) Temperatura (°C) 

1,2  23.6 con 50 21 

3,4 32.7 con 50 21 

5,6 23.6 sin 50 21 

7,8 32.7 sin 50 21 

9,10 23.6 con 80 21 

11,12 32.7 con 80 21 

13,14 23.6 sin 80 21 

15,16 32.7 sin 80 21 

17,18 23.6 con 50 26 

19,20 32.7 con 50 26 

21,22 23.6 sin 50 26 

23,24 32.7 sin 50 26 

25,26 23.6 con 80 26 

27,28 32.7 con 80 26 

29,30 23.6 sin 80 26 

31,32 32.7 sin 80 26 

 

  La Figura 5 muestra la serie de pasos realizados para montar el ensayo de FSS. Para 

la obtención del inóculo, se usaron 38 matraces Elermeyer los cuales contenían 75 ml de 

caldo papa dextrosa esterilizado a 15 lb/pulg
2
 y 121 °C. Estos fueron inoculados con 7x10

8 

esporas e incubados por 7 días/21 °C. La biomasa generada se recuperó por decantación, se 

lavó con agua estéril y se trituró bajo condiciones asépticas. Después, a cada matraz se le 

agregaron 5 g de bagazo molido y esterilizado a pH 4.5 y con la humedad ajustada según el 

diseño factorial. Estos matraces fueron incubados durante 4 días a 21°C, después de este 
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tiempo se procedió a cambiar las condiciones de oxigenación, relación C/N y temperatura 

según el diseño factorial mostrado en la Tabla X. 

Figura 5. Esquematización del ensayo de FSS de bagazo algal para la producciónde lípidos. 

 

La relación C/N se modificó en todos los casos con sacarosa estéril a la misma 

humedad y pH que el bagazo; es decir, para obtener una humedad del 50%, el azúcar fue 

disuelta en HCl 0.27 N, y para una humedad del 80% se disolvio en ácido a 0.1 N para 

obtener en ambos casos un pH entre 4.5 y 4.6. Los matraces que debían ser incubados con 

la menor relación C/N, fueron suplementados con 2.5 g de sacarosa estéril, mientras que los 

matraces con la mayor relación C/N fueron suplementados con 5 g de sacarosa estéril. 

Para los matraces que debían ser aireados de acuerdo al diseño factorial, se adicionó 

aire mediante una bomba a un flujo continuo de 50 mil/min que fue distribuido en 16 

matraces (flujómetro Gilmont Instruments); el aire fue filtrado (ACRO
®
 50 0.2 m Gelman 

Laboratory) y humidificado en agua estéril, antes de ser suministrado a los matraces 

(Figura 6). Después, los matraces fueron incubados a la temperatura que indico el diseño 

factorial durante 6 días más, para finalmente extraer los lípidos por el método de Bligh y 

Dyer (Sección V.1.3)  

 

 

 

Obtención de 
biomasa 
fúngica

Incubación 
por 4 días en 
bagazo algal

Cambio de 
C/N, 

temperatura 
y oxígeno

Incubación 
por 6 días 

más

Extracción de 
lípidos totales
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Figura 6 Montaje del ensayo de Fermentación en Sustrato Sólido. 

 

Para determinar si los factores estudiados y/o sus interacciones presentaban un 

efecto significativosobre la producción lipídica, los valores de lípidos generados mglip/gsc 

(miligramos de lípidos lip/gramos de sustrato seco sc) se examinó usando un análisis de 

varianza (ANOVA) con el programa Design-Expert 8.0.2 Trial con un nivel de 

significancia del 0.05, para determinar si los factores estudiados y/o sus interacciones 

presentaban un efecto significativosobre la producción lipídica.  

 

V.4.4. Perfil de metilésteres de ácidos grasos 

Para realizar el análisis de los ácidos grasos generados fue necesario la 

transesterificación de las muestras lípidicas extraídas, para ellos se agregaron 20 ml de 

metanol, 5ml de agua y dos hojuelas de NaOH en cada muestra. Se calentó a sequedad a 80 

°C y después se agregaron 20 ml de hexano para después recuperar el precipitado. A éste se 

agregaron 30 ml de metanol y 3 ml de HCl concentrado, esta solución de calentó a 

sequedad a 80 °C para después agregar 20 ml de hexano. La muestra se transvasó a un 

embudo de separación, al cual se le agregaron 20 ml de agua destilada mezclando 

vigorosamente. Se realizó el enjuague dos veces más. La fase superior que contenía a los 

lípidos) fue recuperada y evaporada a 60 °C hasta sequedad.  
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Finalmente, se agregaron 2 mL de hexano a las muestrasesterificadas y se inyectó 1 

l de ésta solución al cromatógrafo de gases modelo Varian CP-3380 equipado con un 

detector de ionización de flama (FID); el inyector y detector se mantuvieron a 250°C y a 

270 °C, respectivamente. La temperatura de la columna fue programanda de 120 a 190 °C 

con un incremento de 10 °C min
-1

. La columna utilizada fue de silica Omegawax
TM

 250 de 

30 m x 0.25 mm x 0.25 m. 

Los picos de los cromatogramas fueron identificados al comparar su tiempo de 

retención con el tiempo de retención de una solución estándar (Tabla XI) de metilésteres de 

ácidos grasos que contenía los siguientes ácidos: 

Tabla XI. Estandares de metilésteres de ácidos grasos utilizados en la Cromatografía de gases. 

Metilester de 

ácido graso 

Tiempo de retención 

(±0.2 min) 

Mirístico 7.662 

Miristoléico 8.000 

Palmítico 9.784 

Palmitoléico 10.100 

Esteárico 12.310 

Oléico 12.530 

Linoléico 13.086 

Araquídico 14.951 

Behénico 17.770 

 

  

El porcentaje de los metilésteres de ácidos grasos fue calculado al tomar como 

100%, el área total de los 9 picos generados por el estándar (Kavadia et al., 2001). Se 

graficaron los tratamientos agrupando por tempertatura de incubación menor y mayor, así 

como los tratamientos con o sin aireación esto con el fin de observar la tendencia del perfil 

lipídico bajo estos factores. 
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Capítulo III 

 

Resultados y Discusión 

 

En general, se plantearon 4 actividades para cumplir con los objetivos establecidos en el 

trabajo de investigación: 

1. Caracterización del bagazo algal: evaluación fisicoquímica del sustrato a 

fermentar en el ensayo de acumulación lipídica. 

2. Aislamiento y selección de hongos oleaginosos: se muestrearon diferentes 

fuentes marinas y terrestres de las cuales se aislaron hongos filamentosos 

que posteriormente fueron seleccionados en base a su capacidad de 

acumulación de lípidos. 

3. Caracterización e identificación de los hongos oleaginosos: se evaluó la 

temperatura y pH óptimo para el crecimiento fúngico, así como su constante 

de velocidad de crecimiento instantáneo. Se identificóel género y especie de 

las cepas fúngicas seleccionadas, mediante biología molecular. 

4. Producción de ácidos grasos mediante fermentación en sustrato sólido: se 

realizaron ensayos de pre-tratamiento al bagazo algal, la cinética de 

producción de lípidos sobre el bagazo y un ensayo de fermentación en 

sustrato sólido estudiando el efecto de la humedad, oxígeno, relación C/N y 

temperatura sobre la producción lipídica. 
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VI.1 Caracterización del sustrato 

Se solicitaron muestras de bagazo de Gelidium robustum proveniente de la 

extracción de agar llevada a cabo por la empresa AGARMEX. Las colectas se realizaron 

entre los meses de agosto de 2009 a marzo de 2010. La composición fisicoquímica 

centesimal se presenta en la Tabla XII. 

Tabla XII. Caracterización del bagazo de Gelidium sp. 

Parámetro 
Gelidium robustum 

(este trabajo) 

Gelidium sesquipedale 

(Ennouali et al., 2006) 

Humedad (%) 92.01 5.5 -  9.9 

Cenizas (%, bs) 26.05 7.1 - 11.7 

Materia orgánica volátil (%, bs) 73.9 87.4 

Carbohidratos totales (%,bs) 44.3 54.95 - 49.10 

Azúcares reductores (%, bs) 0.047 nr 
Azúcares reductores (%,bs) 25.4 - 

Lípidos (%,bs) 0.467 0.85 - 0.60 

Proteína(%,bs) 20.24 31.6 - 30 

Nitrógeno total (%,bs) 1.243 3.61 - 4.01 

Calcio(mg/L) 168.4 180 

Magnesio(mg/L) 69.4 18.8 

Nota: bs, base seca; nr, no reportado. 

Los resultados de la caracterización fisicoquímica del bagazo de Gelidium robustum 

indicaron que el contenido de humedad después de la extracción de hidrosolubles fue 

elevado, lo que se debe a las características propias del proceso de extracción en la cual se 

utiliza una solución alcalina/ácida. El contenido de cenizas fue elevado (26 %). Se encontró 

una alta proporción de Ca y Mg, los cuales funcionan como activadores enzimáticos 

(Kendrick, 2000). Por otro lado, el contenido de materia orgánica volátil fue moderado y 

representa en gran medida los componentes que podrían ser utilizados como fuente de 

carbono y nitrógeno; de acuerdo a su concentración se detectaron más carbohidratos que 

proteínas y lípidos. En la caracterización del bagazo algal no se identificó el tipo de 

carbohidratos presentes; sin embargo, se sabe que entre los carbohidratos que pueden estar 

presentes están la celulosa, laminaran y xilano (Otto y Towle, 1995). Los resultados de la 
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composición del bagazo de G. robustum fueron similares a los reportados previamente por 

Ennouli et al. (2006), quien caracterizó bagazo de G. sesquipedale, obtenido del proceso de 

extracción de agar. Estas similitudes probablemente están asociadas a que ambas especies 

pertenecen al mismo género (Guzmán del Proó, 1969). 

La caracterización del bagazo algal, también permitió evaluar los efectos del 

proceso de extracción de agar sobre la composición de éste. En un estudio realizado en la 

Costa Pacífica de Baja California por Serviere-Zaragoza y colaboradores (2001, 2002) se 

reportó la composición química de G. robustum en forma fresca. El contenido de proteínas 

y cenizas estuvieron en un rango cercano a los obtenidos en este trabajo (18.1 - 20.9% y 7.1 

- 19.9%, respectivamente). Por lo que, podemos inferir que el proceso de extracción de 

polisacáridos no afecta de manera importante estos componentes que podrán servir como 

fuente de carbono, nitrógeno, así como minerales durante el crecimiento microbiano.  

Se calculó que la relación C/N en el bagazo algal fue de 14.39, el cual esta 

reportado como un balance adecuado para el desarrollo fúngico. Por tanto, este residuo 

industrial se considera una matriz viable para ser utilizada como sustrato en un proceso de 

fermentación debido a que posee los nutrientes esenciales (carbono, nitrógeno, minerales). 

Es importante destacar, que la relación C/N reportada puede presentar variaciones debido a 

modificaciones en el proceso de extracción de agar, época de cosecha del alga, cambios del 

sitio de cosecha o zona geográfica ypor variaciones en los nutrientes del agua de mar en 

donde se desarrolla el algal, entre otros (Jesen y Haug, 1956).  
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VI.2. Aislamiento y selección de hongos oleaginosos 

VI.2.1. Aislamiento y mantenimiento de microorganismos 

El periodo de colecta de las muestras para el aislamiento de microorganismos se 

ubico entre julio-septiembre de 2009, en total se obtuvieron 17 cepas de hongos 

filamentosos. La Tabla XIII muestra los sitios de muestreo y el número de cepas obtenidas 

en cada uno. 

Tabla XIII. Hongos filamentosos aislados de fuentes marinas y terrestres de Baja California. 

Fuente de aislamiento No. de cepas 

aisladas 

Designación 

Fuente Marina   

Lodo en canal del Estero 3 M1, M2, M3 

Lama en canal del Estero 3 M4, M5, M6 

Fermentación espontánea de 

Macrocystis sp. 

3 M7, M8, M9 

Sedimento marino de la zona 

intermarial 

3 M10, M11, M12 

Ambiente terrestre   

Ambiente casa 4 T1, T2, T3, T4 

Laboratorio 1 T5 

 

El canal del Estero de Punta Banda fue elegido como lugar de colecta debido a su 

fácil acceso y, a que se encontraron charcos de agua estancada con evidente proliferación 

de microorganismos. De este sitio, se aislaron 6 cepas de hongos, 3 cepas provenientes de 

muestras de lodo (M1, M2 y M3) y 3 cepas provenientes de lama (M4, M5 y M6). 

La playa Agua Caliente se encuentra en una zona de varias fallas tectónicas 

asociadas al sistema Agua Blanca que cruzan la Península (Rockwell et al., 1989). Por lo 

que, es una zona con aguas termales (temperatura promedio 45°C) cercanas a la línea de 

costa, siendo éste el principal atractivo para llevar a cabo la colecta del sedimento en la 

zona intermarial; se esperaba aislar hongos capaces de crecer a temperaturas por arriba del 
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promedio de otros. hongos. De este sitio, se lograron aislar 3 cepas de hongos filamentosos 

(M10, M11 y M12). 

Fueron de gran interés 3 cepas fúngicas aisladas de una fermentación espontánea del 

alga parda Macrocystis sp. (M7, M8 y M9), ya que al crecer sobre un alga daba la pauta 

para suponer que crecerían de igual forma sobre el residuo industrial de Gelidium 

robustum. 

El fácil crecimiento y detección de hongos sobre fruta, comestibles o aire permitió 

aislar las cepas T1 (hongo creciendo sobre residuos de comida), T2 (moho aislado del aire 

de casa), T3 (moho sobre cáscara de melón), T4 (hongo sobre queso comercial marca 

Philadelphia a 4°C) y T5 (hongo aislado del aire de laboratorio de Biotecnología Ambiental 

y Biocombustibles, CICESE). Esto permitió tener una mayor diversidad y cantidad de 

cepas de hongos, para su posterior selección como cepas oleaginosas. 

La formación de monocultivos se realizó por la separación de las colonias al 

diferenciar sus características macroscópicas, es decir, morfología, pigmentación y textura 

(Figura 7). 

 

Figura 7. Ejemplo de monocultivos obtenidos de hongos filamentosos aislados de Baja California.T1: de 

casa, T5: de laboratorio, M12: de sedimento marino. 
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VI.2.2. Selección de hongos filamentosos oleaginosos 

De las 17 cepas aisladas de hongos filamentosos que fueron sometidas a un ensayo 

de acumulación de lípidos y a las que se observó después de 3 días de incubación en cada 

medio, y de la observación al microscopio de contraste se encontró una tinción positiva 

para 5 cepas: M2 y M3 (de lodo de Estero), M7 (de fermentación espontánea), M11 (de 

playa Agua Caliente) y T4 (de queso comercial), dichas acumulaciones se presentaron tanto 

en la biomasa del pre-cultivo como en el medio de Inducción (Figura 8). Las 12 cepas 

restantes no presentaron acumulaciones lipídicas evidentes bajo las condiciones de cultivo 

ensayadas (Figura 9). 

Las cepas positivas M2, M3, M7 y M11 aisladas de fuentes marinas, pueden ser 

clasificadas como hongos marinos facultativos puesto que tuvieron la capacidad de 

desarrollarse tanto en agua dulce como en salada (Karleskint et al., 2010) 
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Figura 8. Tinción en micelio positiva para la producción de lípidos con negro Sudán B en contraste con 

safranina (100x). Cepa M7 al tercer día de incubación en medio caldo papa dextrosa; M11 al tercer día 

de incubación en medio de Inducción 

  

 

Figura 9. Tinción en micelio positiva para la producción de lípidos con negro Sudán B en contraste con 

safranina (100x). Cepa T1 al tercer día de incubación en medio caldo papa dextrosa. 

 

Al evaluar cuantitativamente la producción lipídica, se observó que las cepas M7 y 

M1 presentaron incrementos considerables a los 3 días de incubación en PDC y en el medio 

de Inducción, respectivamente (Figura 10). La cepa M7 presentó la mayor acumulación 

lipídica con 0.3456 mg/mg peso húmedo al tercer día de incubación, mientras que en el 

medio de Inducción, la cepa M11 fue la mayor acumuladora de lípidos obteniendo 0.1845 

mg/mg peso húmedo al tercer día de incubación. 
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Figura 10. Producción de lípidos en el ensayo de selección de hongos oleaginosos. Incubación por 3 días 

en caldo papa dextrosa. Incubación por tres días en medio de Inducción. 

 

Por otro lado, las cepas M2 y M3 presentaron un buen crecimiento en ambos medios 

de cultivo, no obstante la producción lipídica fue menor en comparación con las cepas M7 

y M11 (Tabla XIV). En el caso de la cepa T4, su crecimiento fue muy lento, por lo que la 

producción lipídica fue imperceptible con el método de extracción utilizado para ambos 

mediosde cultivo y por el tiempo de incubación empleado (Tabla XIV). 

Tabla XIV. Producción de biomasa y lípidos en PDC y de Inducción. 

 Caldo PD Medio de inducción 

Cepa Biomasa  

(mg/mL) 

Lípidos 

(mg/mg ph) 

Biomasa 

(mg/mL) 

Lípidos 

(mg/mg ph) 

M2 28.44 0.0352 42.74 0.0234 

M3 42.76 0.0234 76.78 0.0130 

M7 26.04 0.3456 23.92 0.1254 

M11 73.82 0.0135 27.1 0.1845 

T4 1.92 0.0000 0.08 0.0000 

 ph: peso húmedo 
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En base en los resultados obtenidos, M7 y M11 fueron seleccionadas como cepas de 

trabajo debido a que presentaron las mayores acumulaciones  lipídicas. Es importante hacer 

notar que las cepas fúngicas que resultaron positivas a la tinción de lípidos con Negro 

Sudán B fueron de origen marino (a excepción de la cepa T4).  

Los hongos oleaginosos mayormente son de la división Zygomycota. Estos han sido 

aislados de suelos de bosques coníferas como Mortierella isabellina (Mueller, 2004; 

Saksena, 1966) y suelos de Pino Negral como M. alpina (Luppi, 1960), de raíces de plantas 

y material vegetal como M. ramanianna (Howell, 1972), y plantíos de cereales como 

Cunninghamella bainieri y C. echinulata. Rhizopus spp. también ha sido reportado como 

oleaginoso, y se localiza comúnmente en material en descomposición con baja actividad de 

agua. Otros géneros, que también han sido reportados como oleaginosos son Aspergillus, 

Fusarium y Penicillium (Pitt1981; Pitt y Hocking, 1997). Sin embargo, los 

microorganismos oleaginosos aislados de fuentes marinas sólo corresponden a procariotes, 

y hasta donde fue posible hacer la revisión bibliográfica, no se encontraron reportes de 

hongos oleaginosos aislados de fuentes marinas. Por lo tanto, las cepas fúngicas aisladas en 

este trabajo adquieren importancia puesto que podrían tener características interesantes para 

su uso industrial. 

VI.3. Caracterización e identificación de los hongos oleaginosos 

 Una vez que se seleccionaron las cepas M7 y M11, como hongos productores de 

lípidos bajo las condiciones ensayadas, se procedió a realizar sucaracterización mediante su 

observación morfología macroscópica, microscópica y su identificación molecular. 

Asimismo, se evaluaron las condiciones de temperatura y pH óptimas para su crecimiento. 

VI.3.1.Morfología de los hongos oleaginosos. 

Se tomaron fotografías con la cámara AxionCam HRc, las cuales dieron pauta para 

realizar la identificaciónde las cepas M7 y M11 a nivel de género. Con ayuda de las claves 

de identificación de Barnett y Hunter (1972) y Dugan (2006) se reconoció que ambas cepas 

pertenecen al género dePenicillium spp., cuya clasificación taxonómica fue la siguiente: 
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Reino: Fungi 

Phylum: Ascomycota 

Clase: Euascomycetes 

Orden: Eurotiales  

Familia: Trichomaceae 

Género: Penicillium 

Las colonias de Penicillium spp., M7 y M11, se caracterizaron por tener un rápido 

crecimiento, colonias sin relieves con aspecto filamentoso y textura algodonosa. 

Inicialmente, las colonias fueron de color blanco las cuales cambiaron gradualmente a 

verde olivo (Figura 11). El reverso de la colonia fue usualmente pálido o amarillento. 

Todas estas características morfológicas coinciden con lo previamente reportado para el 

género de Penicillium spp. (Larone, 1995). 

 

Figura 11. Colonias formadas por la cepa M11 en medio agar papa dextrosa. 

 

A nivel microscópico, se observó que ambas cepas presentaron hifas septadas y 

hialinas (St-Germain y Summerbell, 1996), los conidióforos fueron ramificados y sobre 

estos se observaron las métulas, fiálides y conidios (Figura 12). La organización de las 
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fiálides sobre la punta de los conidióforos fue similar a un pincel (de allí el nombre de 

“Penicillium”). Los conidios fueron globosos, unicelulares y dispuestos sobre las fiálides. 

 

Figura 12. Fotografías tomadas para la identificación a nivel Género a) cepa M7; b) cepa M11 (100x). 

Penicillium spp. es el género más común de todos los mohos, con más de 200 

especies reportadas alrededor de todo el mundo, se encuentra en suelo, composta, 

alimentos, sustancias orgánicas entre otros, por lo que su presencia en ambientes marinos 

no fue inesperada (Peberdy, 1937).   

El género Penicillium además de estar ampliamente distribuido en el ambiente, es 

una cepa microbiana común en bioprocesos orientados a la producción de metabolitos de 

interés. Tal es el caso de la producción de -amilasa a partir de la fermentación de hoja de 

mazorca de maíz, paja de centeno, paja de trigo o salvado de trigo (Bilal y Figen, 2007); 

producción de citrato que es utilizado en la lixiviación de metales pesados de desechos 

industriales y minerales (Gallmetzeer y Burgstaller, 2001); producción de proteínas con 

actividad antifúngica tales como PgAFP y PgChP; producción de enzimas como xilanasas, 

amilasas, celulasas, glucanasas, lipasas, pectinasas, proteasas y tanasas (Acosta et al., 2009; 

Allah et al., 2008; Banu et al., 2010; Nuero y Reyes, 2002.). Este hongo también ha sido 

utilizado en el tratamiento de aguas residuales, para la disminución de la concentración de 

nutrientes como fósforo y nitrógeno (Thanh y Simard, 1973).  

El proceso más conocido y exitoso en donde se explota a Penicillium spp., es la 

producción de penicilina donde se ha logrado aumentar el rendimiento en un orden de 1000 
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veces en comparación con la cepa nativa, al emplear una cepa mutante de Penicillium 

chrysogenum (Veerapagu et al, 2008).  
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VI.3.2. Evaluación de condiciones óptimas de crecimiento. 

Una vez que se obtuvieron las cepas microbianas oleaginosas, uno de los objetivos 

fue determinar las condiciones de temperatura y pH que favorecen su crecimiento, ya que 

esto podría estar relacionado al menos en una primera fase, con la producción de lípidos. Es 

decir, se busca una alta densidad celular, que después sería sometida a estrés para la 

producción de lípidos. De esta manera, las cepas M7 y M11 crecieron en PDC bajo 

diferentes rangos de temperatura (21, 26, 28, 32 °C) y pH (4.0, 4.4, 5.0, 5.6, 6.0) según un 

diseño pentagonal para evaluar las condiciones óptimas de crecimiento. Los resultados 

fueron analizados como un diseño pentagonal, realizando un análisis de varianza con un 

nivel de confianza mínimo del 95 % (Tabla A I y II del Anexo) 

Para ambas cepas, se encontró que el crecimiento fúngico fue dependiente de la 

temperatura de incubación y el pH inicial del medio (p< 0.05, Figura 13a y 13b). Para la 

cepa M7 (Figura 13a), se observaron dos máximos localizados en los extremos, lo que 

corresponde a un pH 4.0 y una temperatura de 20 °C, y otro a un pH de 6.0 y 32 °C. Es 

importante hacer notar que en general, el hongo presentó un buen crecimiento (0.23 - 0.70 

mg/ml) en todo el intervalo estudiado, excepto en pH cercanos a 4.0 combinados con 

temperaturas elevadas (alrededor de 32 °C).  

Para la cepa M11, se observó un comportamiento similar (Figura 13b) ya que se 

encontraron dos máximos de crecimiento; uno a pH 4.0 y 21 °C, y otro a pH 6.0 y 32 °C. 

Al igual que la cepa M7, se observó un mínimo en el crecimiento fúngico bajo los menores 

pH combinados con las mayores temperaturas de incubación.  
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Figura 13. Efecto de la temperatura de incubación y pH inicial sobre el crecimiento fúngico.                  

a) cepa M7, b) cepa M11. 
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De acuedo con el análisis de la Figura 13, el comportamiento del crecimiento 

fúngico de ambas cepas en función de la temperatura y pH fue similar. Esto se debe en gran 

medida, a que ambas cepas pertecenen al género Penicillium con un sitio de aislamiento 

similar. Se ha reportado que este género, tiene una temperatura óptima de crecimiento que 

oscila entre los 20 °C hasta 30 °C, aunque puede presentar desarrollo en un rango de 

temperatura mucho mayor (desde -2 °C hasta 42 °C) (Corry 1987; Kavanagh, 2005; Lacey 

1989. Por ejemplo, Muller y colaboradores (1990) determinaron como temperaturas 

óptimas de crecimiento para varias cepas del género de Penicillium spp. aisladas de trigo y 

maíz seco en un rango entre 10 °C hasta 27 °C creciendo sobre agar extracto de malta. 

Otras especies como P. roqueforti y P. digitatum mostraron un máximo crecimiento a una 

temperatura alrededor de los 20 °C (Kassim y Shamsher, 1996). También, Ji y 

colaboradores (1997) reportaron una temperatura de crecimiento óptima para                      

P. citreoviride y P. citrinum alrededor de los 30 °C sobre MiGao (pastel de arroz). En este 

trabajo, el rango de temperatura óptima para el desarrollo fúngico de las especies de 

Penicillium sp. fue entre los 20 °C a 32 °C, teniendo una relación directa con el pH del 

medio. 

El pH óptimo para el crecimiento de hongos filamentosos es entre 4.0 a 6.0. Las 

cepas pertenecientes al Género Penicillium son tolerantes tanto a pH ácidoscomo neutros. 

En este trabajo, ambas cepas mostraron un máximo de crecimiento tanto a pH 4.0 como de 

6.0, lo que coincide con lo previamente reportado por otros autores (Fred y Marvin, 1953; 

Wheeler et al., 1991; Zyska, 1997). 
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VI.3.3. Identificación molecular 

Para la identificación a nivel molecular de las cepas M7 y M11, se utilizaron los 

oligonucleótidos universales específicos para hongos que amplifican la región del 

espaciador de transcrito interno (ITS por sus siglas en inglés). Para corroborar la 

información generada por dichos cebadores se utilizaron paralelamente los cebadores que 

amplifican la región de la proteína -tubulina. 

La amplificación de la región ITS del rADN se llevó a cabo con los cebadores ITS 4 

y 5, dando como resultado la amplificación de una secuencia de aproximadamente 500 pb 

para ambas cepas. Para la región que codifica la proteína -tubulina del rADN se utilizaron 

los cebadores Bt2a y Bt2b amplificando una secuencias de aproximadamente 600 pb, tanto 

para M7 como para M11 (Figura 14). El tamaño de los productos concuerda con lo 

reportado por varios autores (White et al., 1990; Glass y Donaldson, 1995). 

 

 
 

Figura 14. Electroforesis en gel de agarosa de productos de PCR de la región ITS y -tubulina de las 

cepas M7 y M11. MM: Marcador molecular (1000 pb), ITS: amplificación con cebadores ITS4 e ITS5, 

BT: amplificación con cebadores Bt2a y Bt2b. 
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Se tomaron secuencias generadas por la amplificación de la región ITS y -tubulina 

de la base de datos del NCBI para establecer la relación de nuestras cepas con aquellas 

aisladas en otras partes del mundo. Se empleó el método del vecino más cercano o 

Neighbor-joining para la construcción de los árboles filogenéticos consenso con el 

programa MEGA (500 réplicas) (Saitou y Nei, 1987). 

 La Figura 15 muestra el análisis de la región ITS para la cepa M7 (H1ITS, nombre 

dentro del árbol), la cual se agupó con especies de Penicillium chrysogenum. Por su parte, 

la cepa M11 (ACITS, nombre dentro del árbol) se agupo tanto con especies pertenecientes 

a P. citreonigrum como P. toxicarium. 

  

Para apoyar la información de incluyó el análisis de las secuencias de la -tubulina. 

Como se puede observar en la Figura 16, nuevamente la cepa M7 (H1BETATUBULINA, 

nombre dentro del árbol) se agrupó con especies P. chrysogenum, mientras que la cepa 

M11 (ACBETATUBULINA, nombre dentro del árbol) se agrupó con especies de P. 

toxicarium. En base a estos resultados M7 fue identificado como P. chrysogenum y el 

aislado M11 como P. toxicarium 

 

P. chrysogenum es un hongo distribuido ampliamente, es el hongo productor de 

penicilina más conocido y también produce roquefortina C, meleagrina y crisogina 

(alcaloides), y -amilasas. Se encuenta comúnmente en edificios húmedos, material de 

construcción y papel tapiz. También se han descrito casos de colonización en vías 

respiratorias. Algunas de las enfermedades relacionadas a este microorganismo son: la 

otomicosis, endoftalmitis, queratitis, infecciones cutáneas, esofagitis, neumonías, entre 

otros (Pitt, 1981). 

 

Por su parte, P. toxicarium es una especie productora de citrioviridina, una 

micotoxina relacionada con la enfermedad de beriberi. Algunos cepas han sido aisladas de 

arroz (Uraguchi, 1969) 
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Figura 15. Árbol filogenético consenso generado a partir del análisis de las secuencias ITS de las cepas 

analizadas en este estudio y de otras cepas aisladas en diferentes partes del mundo usando el método 

Neighbor-joining en MEGA. M7=H1ITS, M11=ACITS. 
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Figura 16. Árbol filogenético consenso generado a partir del análisis de las secuencias -tubulina de las 

cepas analizadas en este estudio y de otras cepas aisladas en diferentes partes del mundo usando el 

método Neighbor-joining en MEGA. M7=H1BETATUNULINA, M11=ACBETATUBULINA 
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 VI.4. Producción de ácidos grasos mediante FSS 

Para llevar a cabo el ensayo de FSS fue necesario considerar si el bagazo algal 

necesitaba un tratamiento para que el microorganismo pudiera aprovechar los nutrientes 

presentes en él, así como la forma de inoculación adecuada del hongo para la colonización 

del sustrato. Para precisar estos detalles fue necesario llevar a cabo un ensayo preliminar 

con el fin de optimizar la FSS para la producción de ácidos grasos. 

V1.4.1. Ensayo preliminar 

El crecimiento de las cepas seleccionadas sobre bagazo algal requería establecer 

algunas condiciones antes de montar el ensayo de FSS para la producción de lípidos. Para 

esto se realizó un pre-ensayo para verificar si las cepas eran capaces de crecer sobre el 

bagazo sin ningún tipo de pre-tratamiento, y además si la forma de inoculación tenía algún 

efecto sobre la velocidad de crecimiento fúngico. Una vez establecidas estas condiciones, 

fue necesario conocer el tiempo aproximado en el cuál los lípidos fúngicos debían ser 

cosechados, ya que un tiempo mayor supone el probable consumo de los lípidos 

acumulados y/o la generación de esporas. Para esto, se caracterizó producción de lípidos de 

10 días de incubación. 

En la Tabla XV se muestran los resultados del pre-ensayo para el crecimiento sobre 

el bagazo para las cepas P. chrysogenum y P. toxicarium con difentres pre-tratamientos. 

Primeramente, se observó que en los tratamientos 1 y 2 (inoculado con esporas) no se 

presentó crecimiento fúngico, sólo en aquellos tratamientos que fueron inoculados con 

micelio. Por lo tanto, los ensayos posteriores en donde se aplicaron diferentes pre-

tratamientos al bagazo, sólo fueron inoculados con micelio. De esta forma, despues de 5 

días de incubación se encontró crecimiento fúngico en todos los pre-tratamientos de 

bagazo, excepto aquel hidrolizado con ácido (pre-tratamiento 6).  

De los pre-tratamientos que permitieron el desarrollo fúngico, es decir, bagazo sin 

lavar, lavado y tratado con celulasas, se tuvo seleccionaron los dos primeros, debido a que 

la hidrólisis enzimática del bagazo (tratamiento con celulasas) supone un mayor costo para 

el proceso y a que en los resultados se evidenció que los hongos tuvieron la capacidad 
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hidrolítica para crecer sobre el bagazo sin tratar. De esta forma, se encontró un mayor 

crecimiento fúngico medido como proteína total sobre el bagazo sin lavar (18.70 ± 0.91 

mg/mg), en comparación con el crecimiento sobre el bagazo lavado (14.83 ± 2.74 mg/mg).  

 

Tabla XV. Crecimiento fúngico sobre bagazo de Gelidium robustum con diferentes pre-tratamientos. 

 

 

 

 

 

 

A partir de los resultados de este ensayo preliminar, se concluyó que un rápido 

crecimiento fúngico sobre el bagazo estuvo condicionado a la forma de inoculación, donde 

el micelio colonizó el sustrato en un lapso menor a 3 días. Ambas cepas de Penicillium spp. 

fueron capaces de crecer sobre bagazo algal sin requerir pre-tratamientos que liberarán los 

azúcares disponibles y el desarrollo fúngico fue mayor al utilizar bagazo sin lavar. A partir 

de esto, se realizó una caracterización de la producción de lípidos para establecer el día de 

cosecha, en el cual las cepas presentaron un máximo de producción.  

La Figura 17 presenta el comportamiento de la producción de lípidos a partir de 

bagazo algal con P. chrysogenum y P. toxicarium durante 10. Al día 0, se observó que 

ambas cepas tuvieron una cantidad de lípidos acumulada del pre-cultivo (7 días de 

incubación/21°C en PDC sin agitación). La cantidad de lípidos inicial fue similar para 

ambas cepas. 

 

Experimento Pre-tratamiento  Tipo de inoculación Crecimiento 

1 Sin lavar pH 4.9 Esporas (1.8*10
6
/g) No 

2 Sin lavar  pH 7.8 Esporas ( 1*10
7
/g) No 

3 Lavado  pH 5.08 Micelio (0.2  mg/g) Si 

4 Sin lavar  pH 5.12 Micelio (0.2  mg/g) Si 

5 Enzimático  pH 5.12 Micelio (0.2  mg/g) Si 

6 Químico  pH 5.12 Micelio (0.2  mg/g) No 
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Figura 17. Comportamiento dela producción de lípidos llevada a cabo por las cepas de Penicillium 

chrysogenum y P. toxicarium a partir de bagazo algal. 

 

La producción de lípidos fue semejante en ambas cepas. Para P. chrysogenum, en 

los días 1 y 3 se encontraron valores muy similares de producción, iguales a 3.8 y 4.2 mg 

lip/gsc, respectivamente. Al segundo día de incubación sobre el bagazo algal, se encontró el 

máximo de producción igual a 6.4 mg lip/gsc, éste incremento puede ser atribuido totalmente 

a la síntesis de lípidos por parte del microorganismo. Sin embargo, la cantidad de lípidos en 

el día posterior, fue similar a la encontrada al inicio de la cinética, seguido de una 

disminución gradual hasta alcanzar valores cercanos a cero. Es importante hacer notar, que 

el máximo encontrado sólo fue observado por un periodo de 24 h, ya que posterior a este 

punto, los niveles de lípidos fueron similares a los encontrados al inicio de la cinética. Esto 

hace suponer que el hongo, consumió los lípidos acumulados de forma inmediata.  

Por otro lado, P. toxicarium mostró una cinética de producción de lípidos con un 

máximo en los días 3 y 4 (6.4 mglip/gsc). Es decir, aparentemente esta cepa tuvo la 

capacidad de acumular los lípidos acumulados por un periodo de tiempo mayor (48 h) que  

P. chrysogenum. Después de este máximo, hubo una disminución gradual de lípidos hasta 

llegar a cero en el décimo día de incubación. 
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En general, el comportamiento de producción de lípidos a partir de bagazo algal fue 

similar para ambas cepas; al inicio ambos hongos presentaron acumulación lípidica 

intracelular, después se observó una disminución al cambiar de medio, de PDC a bagazo 

algal. Esta disminución de lípidos puede deberse a su consumo, como resultado del cambio 

de sustrato en el cual la cepa requiere de la obtención de energía para sintetizar las enzimas 

necesarias para hidrolizar y consumir la nueva matriz. De esta forma, se presume que los 

lípidos almacenados en PDC, fueron los contribuidores de energía para el crecimiento en el 

nuevo sustrato durante las primeras etapas. El incremento de lípidos intracelulares 

observado alrededor del tercer día de incubación, puede deberse a que parte del sustrato fue 

consumido y la fuente de nitrógeno se convirtió en un nutriente limitante, obligando al 

hongo a la acumulación de lípidos como material de reserva (Koike et al, 2001; Zhu, 2002). 

Después de observar un máximo, los lípidos fueron nuevamente consumidos para ser 

utilizados posiblemente como fuente de energía para el manteniemiento, en donde el 

microorganismo lleva a cabo funciones esenciales tales como la respiración. La 

disminución de lípidos en las últimas etapas puede deberse también a que el bagazo ya no 

contenía una cantidad suficiente de carbono y nitrógeno aprovechable por el hongo, lo que 

condujo a la generación de esporas (Murray, 2007). 

Aunque ambas cepas mostraron un aumento en la cantidad de lípidos sintetizados, 

P. toxicarium presentó un máximo de producción durante un periodo de tiempo mayor, lo 

que permite tener un mayor umbral en el tiempo de cosecha. Por lo tanto P. toxicarium fue 

seleccionada para llevar a cabo en ensayo de FSS. 

V1.4.2. Fermentación en sustrato sólido 

Muchos sustratos sólidos compuestos de biopolímeros actúan como fuente de 

carbono, nitrógeno, minerales, agua y otros nutrientes, los cuales son propicios para el 

desarrollo de microorganismos dando como resultado el aprovechamiento de 

agromateriales o bioproductos de la industria agro-alimentaria. La mayoría de los estudios 

encaminados a la revaloración de desechos industriales se han realizado con Mucorales, 

principalmente los géneros Mortierella sp., Mucor sp. y Cunnighamella sp., mismos que 

tienen la capacidad de producir ácidos grasos poliinsaturados (PUFAS) durante su 



62 

 

 

crecimiento (Certík y Adamechova, 2009). Algunos cereales como el salvado de arroz, 

salvado de trigo, ojuelas de avena y cáscara de cebada son materia prima utilizable para 

producir lípidos, los cuales tienen una relación de nutrientes carbono/nitrógeno (C/N) que 

oscila entre los 20 a 60, siendo adecuado para el crecimiento fúngico. Estos sustratos son 

generalmente suplementados con aceites precusores de PUFAS. El uso de estos PUFAS ha 

aumentado su cosecha y en otros casos, son las grasas contenidas en los sustratos 

empleados, lo cual aumenta la cantidad de lípidos de manera importante probablemente 

porque su incorporación es directa a los lípidos intracelulares (Certik y Adamechova, 2009; 

Tauk-Tornisielo et al., 2007; Tauk-Tornisielo et al., 2009). 

En el presente estudio se propuso la revaloración de bagazo algal mediante su 

fermentación en sustrato sólido utilizando un hongo acumulador de lípidos aislado de una 

fuente marina de la región de Baja California.  

Fueron cuatro los factores a estudiar para evaluar su efecto sobre la producción 

lipídica, cada uno se examinó a dos niveles: temperatura a 21 y 26 °C, humedad al 50 y 80 

%, relación C/N a 52.21 y 79.13 y, con o sin oxígeno. El diseño empleado para evaluar el 

efecto de éstos factores fue un diseño factorial; éste es utilizado como herramienta para 

estudiar simultáneamente el efecto de varios factores sobre una o varias respuestas (como 

producción de lípidos), así como sus interacciones. De esta manera, será posible identificar 

qué factores influyen en el proceso. 

 En base al ensayo preliminar (sección V1.4.1.) se determinó que el cambio en las 

condiciones de cultivo para estudiar el efecto de estos factores, se realizaría al cuarto día de 

incubación, ya que fue en este tiempo cuando la cepa P. toxicarium inicio la acumulación 

lipídica. Esta estrategia, también tuvo como fin asegurar el consumo del sustrato algal por 

parte del hongo filamentoso. Cabe mecionar que cada tratamiento fue inoculado con 

micelio proveniente de un precultivo en PDC, al igual que en la cinética de producción de 

lípidos. Así, a partir del cuarto día, las condiciones de incubación fueron cambiadas según 

lo fijado por el diseño experimental e incubando por un periodo de 6 días. La Tabla XVI 
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muestra los resultados promedio y su desviación estándar de la producción lipídica en cada 

tratamiento. El contenido de ácidos grasos fluctuó entre 9.0 y 38.7 mg/g de biomasa seca. 
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Tabla XVI. Producción de lípidos durante la Fermentacion en Sustrato Sólido de bagazo algal con P. 

toxicarium. 

Exp. 

FACTORES 
Producción 

de lípidos 

(mglip/gsc) 

Desviación 

estándar 

A 

C/N 

B 

Oxígeno 

C 

Humedad 

(%) 

D 

Temperatura 

(°C) 

1-2 52 con 50 21 22.3 1.56 

3-4 79 con 50 21 20.5 2.40 

5-6 52 sin 50 21 16.6 4.53 

7-8 79 sin 50 21 21.6 3.11 

 9-10 52 con 80 21 16.9 3.25 

 11-12 79 con 80 21 10.3 0.71 

 13-14 52 sin 80 21 12.2 4.81 

 15-16 79 sin 80 21 11.5 0.99 

 17-18 52 con 50 26 31.4 0.57 

 19-20 79 con 50 26 29.3 6.08 

 21-22 52 sin 50 26 38.7 0.42 

 23-24 79 sin 50 26 24.1 9.76 

 25-26 52 con 80 26 17.0 3.82 

 27-28 79 con 80 26 11.5 1.27 

 29-30 52 sin 80 26 13.9 0.99 

 31-32 79 sin 80 26 9.0 0.85 

mglip/gsc: miligramos de lípidos por gramo de sustrato seco. 
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Los resultados obtenidos fueron analizados para calcular el efecto principal
2
 de cada 

factor, el cual indica la variación promedio de la respuesta cuando cambia este factor. Los 

efectos principales calculados fueron colocados en una gráfica de probabilidad normal
3
 

(Figura A 4 del Anexo), la cual indicó que los efectos de los factores C y D fueron 

importantes (Walpole, 1999). Para verificar la significancia del efecto de estos factores, los 

datos de producción de lípidos fueron sujetos de un análisis de varianza según la práctica 

común para un diseño factorial 2^4 con dos réplicas (Tabla AIII del Anexo). Esto permitió 

comprobar que la variación observada en la respuesta (producción de lípidos) fue debida al 

efecto de los factores, y no del error experimental. 

Del ANOVA, se encontró que el factor humedad tuvo un efecto altamente 

significativo sobre la producción de lípidos (p<0.01), mientras que la temperatura tuvo un 

efecto significativo (p<0.05). Por el contrario, la relación C/N y oxígeno no presentaron un 

efecto significativo sobre la producción lipídica (p>0.05). Estos resultados fueron 

representados en gráficas de efectos principales
4
 para identificar con facilidad la diferencia 

entre los niveles de los factores (Figuras 18a-d). 

                                                           

 

2
 Se calcula como la respuesta cuando el factor A esta en el nivel máximo (+) y la respuesta media cuando el 

factor A esta en el nivel inferior (-). 

 

3
 Gráfica bidimensional de los valores de datos observados sobre el eje vertical con sus valores cuantiles 

correspondientes de una distribución normal estandarizasa sobre el eje horizontal. Si los puntos parecen 

quedar sobre o cerca de la recta de una línea imaginaria  que va de la esquina izquierda inferior de la gráfica a 

la esquina derecha superior se tendría evivencias para creer que el grupo de datos obtenidos (al  menos 

aproximadamente) normalmente distribuido (Berenson y Levine, 1999). 

 
4
 Las gráficas de efectos principales se construyen al tomar el promedio de la producción de los tratamientos 

bajo el factor tanto a nivel alto como a nivel bajo. 
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Figura 18.Gráficas de efectos principales de (a) relación C/N (p>0.05), (b) oxígeno (p>0.05), (c) 

humedad (p<0.01), (d) temperatura (p<0.05) sobre la producción de lípidos por la FSS de bagazo algal 

con P. toxicarium. 

  

0

8

16

24

32

40

52.21 79.13

L
íp

id
o

s 

(m
g

 /
g

 p
s)

Relación C/N

a

con sin

Oxígeno

b

0

8

16

24

32

40

50 80

L
íp

id
o

s 

(m
g

 /
g

 s
c)

Humedad (%)

c

21 26

Temperatura (°C)

d



67 

 

 

En la Figura 18a, se muestra la gráfica de efectos principales para el factor de 

relación C/N. Se observó que en promedio la producción a una relación C/N de 52.21 fue 

mayor en comparación con la relación C/N de 79.13 (cosecha de 20.8 vs.                       

17.2g glip/kg sc, respectivamente), sin embargo, no fue estadísticamente significativo. Esto 

fue confirmado con la producción obtenida en los cultivos control, los cuales no tuvieron 

carbono adicional (relación C/N 14.4), y cuya producción estuvo en el mismo orden.  

A partir de estos resultados, se puede decir que el hongo almacenó una cantidad 

ligeramente mayor de lípidos a una menor relación C/N. Una tendencia similar fue 

documentada para especies del género Penicillium específicamente Penicillium 

funiculosum y P. oxysporum quienes disminuyeron su produccion lípídica un 91 y 86%, 

respectivamente cuando se aumentó la relación C/N de 22.9 a 100. Contrario a esto, se sabe 

que para especies pertenecientes al grupo de los Zygomycotas
5
, la acumulación lipídica es 

proporcional al carbono disponible, hasta alcanzar un máximo en el carbono asimilado 

(Baqir et al., 1997). 

Si la adición de carbono hubiese sido al inicio del ensayo, puede ser que el 

microorganismo pudiera haber asimilado una mayor cantidad y por ende generar una mayor 

cantidad de lípidos. 

Sin embargo, el hecho que el microorganismo no haya asimilado una mayor 

cantidad de carbono para la producción lipídica, pudiera deberse a que P. toxicarium no es 

oleaginosa. Los microorganismos oleaginosos llevan a cabo una síntesis excesiva de 

lípidos, debido a que su enzima málica (EM) genera cantidades importantes de NADPH el 

cual es utilizado en la generación de compuesto lipídicos. Por lo tanto, la expresión de EM 

en nuestra cepa no es suficiente para sintetizar lípidos. Otra enzima importante en la 

generación de ácidos grasos es la ATP-citrato liasa, la cual tiene que estar presente en 

cantidades suficientes para llevar cabo la síntesis de ácidos grasos. Esta enzima es regulada 

                                                           

 

5
 La gran parte de los estudios enfocados en la producción de lípidos de origen fúngico se llevan a 

cabo con especies pertenecientes a este grupo. 
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tanto por la cantidad de triglicéridos/ésteres de ácidos grasos, así como por la cantidad de 

ATP/ADP (Atkinson, 1977; Boulton y Ratledge, 1983). Ambas enzimas están implicadas 

en la lipogénesis, por lo que en la condiciones de nuestro ensayo pudieron verse inhibidas 

y/o no ser expresadas en los niveles que presentan los microorganismos oleaginosos 

(Boulton y Ratledge, 1981). 

La hipótesis de trabajo suguiere que habrá una mayor producción de ácidos grasos, 

cuando la limitación de nitrógeno sea mayor y a su vez, haya suficiente carbono disponible 

para ser asimilado y convertido en triglicéridos. Los resultados obtenidos con la 

caracterización de la  producción de lípidos nos permitieron observar una producción 

mayor de lípidos conforme el sustrato fue consumido. Al considerar este hecho, la hipótesis 

pudiera ser validada, sin embargo, es necesario diseñar un experimento que lo connfirme.  

Por otra parte, se encontró que el oxígeno no fue un factor que repercutiera 

significativamente sobre la producción de grasas (Figura 18b). Sin embargo, se esperaba 

que este factor tuviera relevancia sobre el perfil lipídico, lo que será discutido más adelante.   
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En la Figura 18c, se ilustra el efecto principal del factor de humedad; se observó que 

en promedio, el nivel bajo de humedad tuvo un efecto positivo sobre la acumulación 

lipídica lo que produjo en promedio 25.6 mglip/gsc vs. 12.5 mglip/gsc generados en el nivel 

alto. Es decir, la cantidad de grasas almacenadas por el hongo fue mayor en los 

tratamientos con menor humedad. Probablemente la cantidad de agua presente fue 

absorbida por la matriz, por lo que el hongo colonizó, hidrolizó y consumió los nutrientes 

eficientemente. De esta manera, la cantidad de nutrientes disminuyó a tal punto que accionó 

la acumulación lipídica. Por el contrario, al 80% de humedad  el hongo creció sobre la fase 

líquida formada. Esta fase permitió una mejor solubilidad de los nutrientes y permeabilidad 

de éstos al interior de la célula, por lo tanto un mayor crecimiento y menor acumulación. Se 

sabe que la acumulación de ácidos grasos esta relacionada en gran medida con la 

disminución de nitrógeno en el medio, y no necesariamente su ausencia. Bajo estas 

condiciones, la célula cambia su metabolismo de consumo de ácidos grasos, a su síntesis 

(Aggelis y Sourdis 1997; Certik et al., 2006; Lekha y Lonsane, 1994; Zandrazil y Brunert, 

1981).  

Por otro lado, se sabe que la cantidad de agua disponible esta asociada directamente 

con la actividad de agua. Esta a su vez, repercute en la velocidad de crecimiento y 

cantidadde biomasa. Se sabe que una menor actividad de agua disminuye el crecimiento 

celular (Raimbault, 1998), bajo estas condiciones se podría suponer que la célula comienza 

la síntesis de metabolitos secundarios, como son los lípidos. 

La hipótesis del trabajo postuló la posibilidad de obtener una mayor cantidad de 

ácidos grasos bajo condiciones de estrés hídrico, es decir, la condición menos favorable 

para el microorganismo. Los resultados mostraron que a una menor humedad se encontró la 

mayor producción de lípidos, 25.6 mglip/gsc a 50% de humedad vs. 12.5 mglip/gsc a 80 % de 

humedad. Por lo tanto, la hipótesis es aceptada para la condición de estrés hidrico. 

En la Figura 18d, se muestra la gráfica de efectos principales para el factor de 

temperatura. Se observó que en promedio, el nivel alto tuvo un efecto positivo y 
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significativo sobre la acumulación lipídica produciendo 21.5 mglip/gsc vs. 16.5 mglip/gsc 

generados al nivel bajo. 

El aumento o la disminución de la temperatura, respecto a la óptima de crecimiento 

repercute directamente en su crecimiento (Gunstone et al., 1994; Shimp y Kinsela 1977). 

Para la cepa utilizada en el ensayo de FSS, la temperatura óptima de crecimiento al pH 

fijado (4.5) fue alrededor de 21°C, mientras que la incubación a 26°C tuvo un menor 

crecimiento fúngico (Figura 13b). Si el hongo filamentoso esta bajo condiciones óptimas de 

crecimiento, los lípidos producidos serán utilizados para la formación de la membrana 

plasmática, hormonas, vitaminas, fuente de energía y carbono entre otros (Devlin, 2004). 

Sin embargo, cuando su desarrollo se llevó a cabo bajo condiciones no óptimas, es decir a 

26°C, la acumulación de grasas fue mayor posiblemente porque el metabolismo dirigido al 

crecimiento celular disminuyó.  

Al relacionar este hecho con la hipótesis, la cual planteaba una mayor acumulación 

lipídica bajo condiciones de estrés, es posible decir que la temperatura también fue un 

factor de estrés que favoreció la producción de lípidos.   
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Además, de encontrar efectos significativos por parte de los factores estudiados, se 

encontraron interacciones interesantes de analizar, ya que la interacción entre los factores, 

puede repercutir de manera positiva o negativa sobre la producción. El análisis de varianza 

demostró que la interacción entre temperatura y humedad tuvo un efecto significativo sobre 

la acumulación lipídica (p<0.05). Esto quiere decir que, la combinación entre el nivel alto 

de temperatura con el nivel bajo de humedad (26 °C y 50 % de humedad) dieron como 

resultado una producción promedio de 30.9 mglip/gsc, la cual fue significativamente mayor 

que la producción obtenida a una baja de temperatura y alta humedad (21 °C, 80 % de 

humedad, Figura 19a). 

Por otro lado, se observó una tendencia interesante entre los factores relación C/N y 

temperatura (Figura 19b): el nivel bajo de C/N, junto con el nivel alto de temperatura 

resultó en una producción superior, en comparación con la combinación contraria (24.60 

mglip/gsc vs. 16 mglip/gsc, p>0.05).  

Sólo estas dos interacciones mostraron una tendencia que pueden ser una base 

importante en la producción de ácidos grasos. Si consideramos la combinación del nivel 

alto de temperatura, una baja humedad y una baja relación C/N, como aquella que 

incrementó la acumulación lipídica de manera significativa e independiente, se puede 

suponer que bajo estas condiciones obtendremos los mayores rendimientos, donde la cepa 

es capaz de crecer bajo condiciones de estrés. Esto permite validar en lo general, la 

hipótesis de trabajo.   
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Figura 19. Producción de lípidos bajo la interacción de dos factores de crecimiento sobre sustrato seco 

(sc) de G. robustum  a 10 días de incubación. (a) Interacción entre la temperatura y la humedad 

(p<0.05), (b) Interacción entre la temperatura y relación C/N (p>0.05).  

  

0.0

8.0

16.0

24.0

32.0

40.0

50 80

L
íp

id
o

s 
(m

g
/g

 s
c)

Humedad (%)

T(-)

T(+)

a

52.21 79.13

Relación C/N

T(-)

T(+)

b



73 

 

 

V1.4.3. Comparación con otros estudios 

La mayor producción de lípidos al final de la FSS fue de 38.7 g lip/kg sc (equivalente 

a 19.01 g lip/kg C, que se refiere a los lípidos cosechados por kg de carbono alimentado). 

Estos lípidos fueron cosechados del tratamiento incubado a 26°C, sin oxígeno, humedad del 

50% y una relación C/N de 52.21. Al comparar esta cosecha, con la obtenida con el 

tratamiento control el cual no tuvo una dosis extra de carbono (21°C, sin oxígeno, 50% 

humedad), se observó un incremento del 50% en la producción de ácidos grasos. Esto 

demostró que la producción de lípidos pudo ser incrementada al controlar las condiciones 

durante la FSS.  

En la figura VXII se puede observar que la producción lipídica alcanzada en este 

trabajo, fue mayor que aquella reportada por Tauk-Tornisielo y colaboradores (2007, 2009). 

En un primer estudio, utilizaron Mucor hiemalis incubado por 72 h a 25 °C dando como 

resultado una producción de 1.5g lip/kg C al emplear xilosa como fuente de carbono. En un 

segundo estudio, se empleó un cultivo sumergido que contuvo de 1 a 4 % de aceite y 1 % 

de extracto de levadura a 150 rpm y 25 °C, con un cambio de temperatura a 12 °C después 

de las 72 h de incubacón; al final, se lograron cosechar 1.48g lip/kg C al utilizar una cepa de 

Rhizopus sp. (fuente de carbono aceite de canola) y 2.1 g lip/kg C (fuente de carbono aceite 

de palma). Bajo las mismas condiciones Mucor circinelloides produjo 1.85 g lip/kg C (fuente 

de carbono aceite de ajonjoli). Otro estudio realizado con Zygomicetos, se obtuvo un 

rendimiento de 1.19 lip/kg C al utilizar a Mortierella sarnyensis Mo 064 en una incubación 

de 11 días en bagazo de cebada con el 80 % de humedad (Jacobs et al., 2009). 

Un valor mucho menor fue el obtenido por Papanikolau y colaboradores en el 2004 

quienes sólo recuperaron 0.45 g lip/kg C al cultivar a Mortierella isabellina en un medio con 

una relación C/N de 340 por 250 h. Por su parte, Pythium irregulari mostró una mayor 

acumulación (4.60g lip/kg C) al ser incubado a 25 °C por 6 días bajo una fermentación 

sumergida de salvado de arroz cuya relación C/N fue de 10 (Zhu, 2002). García (2008) 

llevo a cabo una fermentación de bagazo de remolacha con el hongo Umbelopsis isabellina 

para la generación de  biodiesel. El máximo acumulativo lo obtuvo al realizar un 

tratamiento de sacarificación y fermentación simultánea obteniendo 0.16 g lip/kg C 
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Tabla XVII. Producción de ácidos grasos con hongos filametosos bajo diferentes condiciones de cultivo. 

Microorganismo Condiciones Rendimiento 

(g lip/kg C) 

Ref. 

P. toxicarium - Sin oxígeno a 21°C por 10 días 

- Bagazo algal + glucosa como 

fuente de carbono 

19.01  Este trabajo 

Penicillium roquefori 

MUCL29151 

Penicillium camemberti 

MUCL31575 

Penicillium roqueforti Sociéte 

-Con agitación a 28°C por 9 días 

-Glucosa como fuente de carbono 

2.41 

7.16 

8.9 

Lomascolo et al., 

1994 

Mortierella sarnyensis Mo 064 -23 °C/ 3 días y 16°C/ 8 días 

-Bagazo de cebada como fuente 

de carbono 

1.19 Jacobs, et al., 

2009 

Mucor hiemalis -72 h a 25°C 

-Xilosa como fuente de carbono 

1.5 Tauk-Tornisielo 

et al., 2007 

Rhizopus sp. y Mucor 

circinelloides 

-150 rpm, 25°C/3 días a 12°C/ 2 

días 

- 4 % de aceite como fuente de 

carbono 

1.48 

1.85 

Tauk-Tornisielo 

et al., 2009 

Pythium irregulari -25°C por 6 días 

-Salvado de arroz como fuente de 

carbono 

4.61 Zhu, 2002 

Mortierella isabellina - Con agitación a 28°C/250h 

-Glucosa como fuente de carbono 

0.45 Papanikolau et al., 

2004 

Umbelopsis isabellina -25 °C por 160 h 

-Bagazo de remolacha 

enqiquecido 

0.16 García, 2008 

Producción referida a la cantidad de carbono suministrado en el medio de cultivo. 
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Otras especies de Penicillium spp. han sido aprovechadas para la obtención de 

ácidos grasos, ejemplo de ello fue la producción de 2.41g lip/kg C al utilizar un medio 

Czapek con 30 g/L de glucosa después de incubar a Penicillium roquefori MUCL 29151 a 

28 °C por 9 días. No obstante, al incubar bajo estas mismas condiciones a Penicillium 

camemberti MUCL 31575 y Penicillium roqueforti "Sociéte" produjeron cantidades de 

7.16 y 8.9 g lip/kg C, respectivamente (Lomascolo et al., 1994).   

Se puede concluir que este estudio, ha logrado obtener una producción de lípidos 

por arriba de la reportada por diversos autores. Es necesario aclarar que la mayoría de los 

estudios han utilizado altas concentraciones de carbono, y aunque, la producción en la 

mayoría de los casos fue similar a la máxima acumulada en este trabajo (38 glip/kgsc), al 

relacionar la cosecha de lípidos con la cantidad de carbono adicionado, el rendimiento 

obtenido en este estudio fue muy superior. 

Además, los sustratos que han sido empleados son fuentes de carbono de alto valor, 

como glucosa, xilosa y aceites vegetales. Por lo que este estudio, resulta interesante al 

aprovechar como materia prima un residuo orgánico industrial suplementado con sacarosa, 

la cual pudiera ser fácilmente sustituida por un residuo con alto contenido de azúcares, con 

el fin de reducir costos de producción. 

Utilizar la Fermentación en Sustrato Sólido, en lugar de una fermentación 

sumergida como vía para obtener un metabolito de interés comercial permitió alcanzar un 

mayor rendimiento del producto deseado (g/kgc). Este proceso, no sólo permitió el 

aprovechamiento de un material con poco valor comercial, sino también, obtener altos 

rendimientos. 

La importancia del análisis del diseño factorial, permitió puntualizar qué factores 

repercuten sobre la acumulación lipídica. El hecho de identificar, tanto el factor como el 

nivel que aumenta la cantidad de lípidos, posibilita tener las bases para tener un 

conocimiento más profundo sobre el proceso y llegar a su optimización para la producción 

de lípidos. 
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V1.4.4. Perfil de los metilésteres de ácidos grasos generados 

Los lípidos obtenidos de la FSS a partir de bagazo algal fueron analizados para 

identificar y cuantificar los ácidos grasos producidos. Se lograron identificar 9 ácidos 

grasos con una longitud que varió entre los 14 y 22 carbonos, con una o dos insaturaciones 

(Tabla XVIII). En todos los tratamientos los ácidos grasos predominantes fueron el ácido 

palmítico, linoléico, oléico y esteárico con un 75.5, 23.5, 23.0 y 22.3% del total de los 

ácidos grasos producidos, respectivamente. 

Este perfil de ácidos grasos concuerda con lo reportado por varios autores como 

Van Etten y Gottlieb (1965), quienes encontraron que Penicillium atrovenetum produce 

mayoritariamente los ácidos palmítico (19.65 %), esteárico (12.73 %), oléico (31.26 %) y 

linoléico (32.21 %) al crecerlo en un medio sintético con glucosa y asparagina (10 y 2 g/L 

respectivamente). Datos similares fueron reportados para Mucor sp. RRL001, el cual 

presentó una composición máxima de ácido oléico, seguido de palmítico y linoléico en una 

fermentación de un medio compuesto a 30°C, 200 rpm por 7 días (Ahmed et al., 2006). 

Asímismo, la composición de ácidos grasos de levaduras carotenogénicas (Rhodotorula 

mucilaginosa, Sporidiobolus longinousculus, Sporobilomyces patagonicus, Rhodoturula 

minuta, Cystofilobasidium lacus-mascardii y Dioszegia sp.) revelaron la presencia de una 

mayor cantidad de ácido linoléico (~40%), oléico (~34%) y palmítico (~13%) al cultivarlas 

en un medio semisintético (Libkind et al., 2008). 

En menor proporción se encontraron ácido mirístico, behénico, palmitoléico, 

araquídico y miristoléico, cuyo porcentaje no rebazó el 6.2%. 
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Tabla XVIII. Perfil lipídico de los ácidos grasos generados bajo los 16 tratamientos en la FSS. 

 

  

Perfil lipídico (%) 

Tratamiento Mirístico 

 (14:0) 

Miristoléico  

(14:1) 

Palmítico 

 (C16:0) 

Palmitoléico  

(C16:1) 

Esteárico 

 (C18:0) 

Oléico  

(C18:1) 

Linoléico 

 (C18:2) 

Araquídico  

(20:0) 

Behénic

o 

 (22:0) 

C:N=52, con O2,50% H, 21°C 6.2 1.3 43.5 0.8 6.1 18.9 20.3 2.2 0.6 

C:N=79, con O2,50% H, 21°C 3.5 0.0 51.6 1.2 8.1 19.8 15.2 0.5 0.1 

C:N=52, sin O2,50% H, 21°C 2.5 0.0 48.6 0.8 7.4 20.2 20.0 0.3 0.1 

C:N=79, sin O2,50% H, 21°C 0.7 0.2 43.0 1.4 12.0 22.4 19.2 0.6 0.5 

C:N=52, con O2, 80% H, 21°C 2.4 0.2 50.7 1.1 5.4 16.4 23.5 0.1 0.2 

C:N=79, con O2,80% H, 21°C 2.4 0.2 62.6 0.8 7.1 15.1 10.0 1.1 0.6 

C:N=52, sin O2,80% H, 21°C 2.6 0.0 41.4 1.3 10.9 23.0 19.9 0.4 0.5 

C:N=79, sin O2,80% H, 21°C 2.2 0.3 53.4 0.9 8.3 18.2 14.9 0.9 0.9 

C:N=52, con O2,50% H, 26°C 1.1 0.0 44.7 0.3 15.8 20.3 16.7 0.5 0.6 

C:N=79, con O2,50% H, 26°C 2.4 0.0 60.7 0.2 19.9 8.4 6.6 0.8 1.0 

C:N=52, sin O2,50% H, 26°C 1.0 0.1 62.2 0.0 22.3 7.0 5.3 0.6 1.5 

C:N=79, sin O2,50% H, 26°C 2.9 0.0 45.2 0.8 8.4 20.2 21.8 0.5 0.2 

C:N=52, con O2,80% H, 26°C 1.7 0.3 52.8 0.9 6.5 18.9 15.3 0.6 3.1 

C:N=79, con O2,80% H, 26°C 1.7 0.1 75.5 0.1 20.9 0.1 0.3 0.1 1.1 

C:N=52, sin O2,80% H, 26°C 0.8 0.7 64.9 1.0 13.5 11.6 6.4 0.6 0.6 

C:N=79, sin O2,80% H, 26°C 3.4 0.0 60.3 1.1 4.5 14.2 12.2 0.4 4.0 
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Generalmente, los factores que influyen en el perfil lipídico son la temperatura y el 

oxígeno (Sukanya et al., 2006; Lomascolo et al., 1994; Sumner, 1969). En este trabajo, se 

analizaron los perfiles lípidos obtenidos bajo los diferentes tratamientos para conocer si el 

factor temperatura u oxígeno influyeron sobre el perfil.  

La Figura 20 muestra el porcentaje de ácidos grasos saturados e insaturados 

respecto a la temperatura de incubación. Se observó una proporción ligeramente mayor de 

ácidos grasos saturados a una temperatura mayor (26 °C). 

La producción de ácidos grasos saturados esta relacionada directamentamente con el 

incremento en la temperatura. Estos ácidos grasos se producen en mayor cantidad como una 

respuesta del incremento en la temperatura, esto se debe principalmente a que de esta 

manera las células mantienen la fluidez de la membrana; constituida principalmente por 

ácido palmítico y esteárico. Por otra parte, los acidos grasos insaturados, se sintetizan 

mayormente cuando la temperatura disminuye, lo que mantiene la fluidez de la membrana. 

Posiblemente, este comportamiento ocurre a 21°C por el hecho de que los ácidos grasos 

insaturados son líquidos a temperatura ambiente (Devem y Manocha, 1976; Devlin, 2004; 

Fangrui et al., 1999; Hiruta et al., 1996). Esta tendencia concuerda con la reportada  para el 

orden de los Mucorales, así como para el género Penicillium spp. y especies como 

Entomophthora exilialis (Kendrick y Ratledge, 1992; Lomascolo et al., 1994; Sumner et 

al., 1969).  
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Figura 20. Relación de ácidos grasos saturados e insaturados producidos por P. toxicarium durante la 

FSS bajo una tempetatura de 21 y 26°C. 

 

Al igual que la temperatura, el oxígeno es un factor que influye el grado de 

insaturación de los ácidos grasos pues actúa como un cofactor de la enzima desaturasa, que 

junto la acetil coenzima A realizan la conversión de grasas saturadas a insaturadas 

(Kendrick y Ratledge, 1992). La Figura 21 muestra la proporción de ácidos grasos 

saturados e insaturados de los 16 tratamientos dados, agrupados por la adición o no, de 

oxígeno; en este caso,  no observó una tendencia en el perfil lipídico.  

Esto podría deberse a una mala aireación en el sustrato sólido, puesto que sólo los 

microorganismos que crecieron sobre el sustrato fueron los que probablemente tuvieron 

acceso al oxígeno suministrado. De esta forma, las células que crecieron en el seno del 

sustrato sólido, no tuvieron acceso al oxígeno, y por tanto éste no tuvo un efecto sobre el 

perfil lipídico como era esperado. Para que el efecto sea evaluado de manera efectiva, será 

necesario emplear un biorreactor que asegure una buena distribución del oxígeno a través 

del sustrato sólido, como un biorreactor tipo tambor horizontal o de columna-charola, 

ambos con alta transferencia de oxígeno (Ruiz et al., 2007). 
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Figura 21. Relación ácidos grasos saturados e insaturados producidos por P. toxicarium durante la FSS 

con y sin aireación.  
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V1.4.5. Uso de ácidos grasos para la producción de biodiesel. 

Aunque aún no se ha definido la relación de ácidos grasos saturados:insaturados 

más adecuada para la generación de biodiesel, es importante tener en cuenta que los 

metilésteres que conformen el biodiesel influirán en características como calor de 

combustión, estabilidad oxidativa, viscosidad, lubricidad y en las emisiones generadas 

(Fangrui y Milford, 1999). 

La Tabla XIX muestra el perfil lipídico reportado para especies vegetales y grasas 

que han sido estudiadas como posibles insumos para la producción de biodiesel. Se puede 

observar, que en la mayoría de los casos se presenta una mayor cantidad  ácido palmítico y 

linoléico. Sin embargo, son pocos los estudios que proponen el uso de determinados ácidos 

grasos para la obtención de biodiesel. Por ejemplo, Knothe (2005)  concluyó que 

posiblemente el metilésterer que presenta la combinación de propiedades más adecuada es 

el ácido oléico, un metiléster monoinsaturado. Este aceite se encuentra en la semilla de 

colza, esto pudiera fundamentar el hecho de que la semilla de colza ha sido la mayor fuente 

a nivel mundial para la generación de biodiesel, seguida del aceite de soya y palma 

(International Grains Council, 2008). 

 Sin embargo, autores como Canaki y Sanli (2008) dan a conocer que es 

recomendable que el 50% de los ácidos grasos correspondan a saturados, por su alta 

temperatura de fusión y alta viscosidad; por lo que aceites como los encontrados en la 

manteca de cerdo y el sebo serían apropiados. 
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Tabla XIX. Composición lipídica relativa de varias especies oleaginosas. 

Fuente Palmítico 

 (C16:0) 

Esteárico  

(C18:0) 

Oléico 

 (C18:1) 

Linoléico 

 (C18:2) 

Referencia 

Penicilliumtoxicarium. 41.4 10.9 23.0 19.9 Este trabajo 

 

P. roqueforti MUCL 29151 12 2.6 8.2 58 Lomascolo et al., 1994 

P. roqueforti "Sociéte" 9.7 4 20 45 Lomascolo et al., 1994 

P. camemberti MUCL 31575 15 

 

12.2 46 Lomascolo et al., 1994 

P. spinulosum 18 11.9 

 

43.3 Shimi et al., 1959 

P. lilacinum 32.2 9.4 

 

38.6 Shimi et al., 1959 

A. nidulans 20.9 15.9 

 

40.3 Shimi et al., 1959 

T. longibrachiatum 20.5 10.4 13.5 38.2 Ruiz et al., 2007 

Sebo 28 22.5 40 

 

Lee et al., 1995 

Manteca de cerdo 29 15 27 10 Lee et al., 1995 

Aceite de palma 32.2 5.5 

 

52.4 Bank et al., 1935 

Aceite de soya 11 4 23 54 Fangrui y Milford, 1999 

Aceite de oliva 15.6 

  

64.6 Goering et al., 1982 

Aceite de cacahuate 8.8 4.5 

 

60.3 Crawford y Hilditch, 1950 

Semilla de colza 3.49 0.85 64.4 22.30 Gunde y Hilditch, 1940 

 

Se muestran solo los valores mayores o iguales al 3%. El perfil lipídico mostrado para este trabajo fue aquel que presentó la relación saturados:insaturados más 

cercana a 1:1, así com la mayor cantidad de ácido oléico. 
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Si suponemos que una relación saturados:insaturados 1:1 es recomendable para la 

obtención de biodiesel de buena calidad, se puede decir que los ácidos grasos producidos 

por nuestra cepa fúngica es una opción interesante. Ya que la temperatura fue un factor 

determinante en el perfil de los ácidos grasos cosechados (Figura 20), por lo que se 

recomienda la disminución de la temperatura de incubación hasta lograr la relación 

saturados:insaturados deseada. Es por ello, que se propone estudiar a una menor 

temperatura de incubación, con un rango entre los 10 a 20 °C.  

Aunque, una temperatura de incubación menor es preferible para aumentar la 

cantidad de ácidos grasos insaturados, se sugiere que el crecimiento fúngico sobre el 

bagazo en la primera fase de la producción, se realice a la temperatura óptima de 

crecimiento. Una vez que se alcance la mayor densidad fúngica, se disminuya el calor 

proporcionado con el fin de regular la proporción de ácidos grasos. 

Aunque en gran manera el escrutinio y evaluación del almacenamiento de nuevas 

cepas oleaginosas es de suma importancia, hay dos aspectos de igual importancia para la 

generación de éste biocombustible: el costo de producción de la materia prima y el costo de 

procesamiento.  

En el primer caso, se invierte entre el 60 al 80 % del costo total, y para disminuir 

este gasto es necesario el empleo de materias primas de bajo costo, como son los 

subproductos de la industria alimentaria, que son caracterizados por tener una alta carga de 

materia orgánica que puede ser utilizada para el crecimiento de microorganismos 

oleaginosos. Otros subproductos que pudieran ser empleados serían aquellos con una alta 

cantidad de grasas libres, ya que estas pudieran ser transformadas en aquellas últiles para la 

producción de biodiesel (Paulson y Ginder,  2007). 

En el segundo caso, en el costo del procesamiento, hay tres aspectos importantes: la 

extracción de triglicéridos a partir de la matriz hongo-lípido-sustrato, la transesterificación 

de los triglicéridos a biodiesel, y la recuperación de subproductos (Krawczyk, 1996). Es 

importante, que estas tres etapas se optimicen para incrementar la rentabilidad del proceso. 
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En conclusión, la materia prima a utilizar para la producción de biodiesel será 

aquella que se encuentre en mayor proporción, por lo que en Europa se utilizan 

mayormente la semilla de colza y el girasol, mientras que en países tropicales predomina el 

aceite de palma y soya, y las grasas animales son comúnmente empleadas en Estados 

Unidos (Dermibas, 2006).  

La importancia de este estudio radica en gran manera, en el aprovechamiento de un 

derivado de la industria de hidrocoloides que se encuentra disponible en grandes cantidades 

en la Región. El uso de estos materiales de desecho, como el bagazo algal es una opción 

interesante para la generación de ácidos grasos empleados en la produccion de biodiesel. 

Sin embargo, y aunque la investigación es creciente en el tema, aún no se ha podido 

reemplazar el petrodiesel por el biodiesel ya que, la demanda aún no ha sido cubierta por lo 

que es necesario examinar nuevas fuentes que permitan consolidar su uso al utilizar varias 

fuentes alternas. 

  



85 

 

 

Capítulo IV  

 

Conclusiones 

 

 Se aislaron 17 cepas tanto de fuentes marinas como terrestres, de las cuales 5 fueron 

positivas a la coloración de Negro Sudán B, lo que indicó la presencia de acumulaciones 

lipídicas intracelulares. Las cepas denominadas como M7 y M11 presentaron la mayor 

generación de lípidos, ambas aisladas de fuentes marinas. 

La temperatura y pH óptimos para el crecimiento de la cepa M7 fue de 26.5°C y 

5.95, mientras que para M11 fue de 21°C y 4.5.  

En base a las características morfológicas y al análisis molecular, las cepas M7 y 

M11 fueron identificadas como miembros de las especies Penicillium chrysogenum y 

Penicillium toxicarium, respectivamente. 

De la caracterización fisicoquímica del bagazo de Gelidium robustum generado de 

la extracción de agar, se evaluó una relación C/N igual a 14.39. Se observó que P. 

chrysogenum y P. toxicarium fueron capaces de colonizar e hidrolizar el bagazo algal, al 

ser inculadas en forma vegetativa. 

En la fermentación en sustrato sólido (FSS) el porcentaje de humedad y temperatura 

tuvieron un efecto significativo sobre la producción de lípidos (p<0.05), mientras la 

relación C/N y el oxígeno no tuvieron un efecto sobre la producción (p>0.05). Se encontró 

que una menor temperatura tuvo un efecto positivo sobre la producción de lípidos. Por su 

parte, un nivel bajo de humedad incrementó la cosecha lipídica.   
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La mayor cosecha de lípidos se encontró a una relación C/N de 52.2, sin oxígeno e 

incubado a 26°C (38.7 g lip/kg sc), siendo considerablemente mayor que la cosechada en el 

tratamiento control el cual fue incubado sin la adición de carbono, sin oxígeno, a 21°C 

(21.1 g lip/kg sc). Esto permitió en lo general, aceptar la Hipótesis de trabajo. 

 

Los ácidos palmítico, linoléico, oléico y esteárico se encontraron en mayor 

porcentaje en las muestras procedentes del ensayo de FSS, alcanzado hasta un 75.5, 23.5, 

23.0 y 22.3%, respectivamente. En menor proporción se encontraron los ácidos mirístico, 

behénico, palmitoléico, araquídico y miristoléico, lo cuales no rebazaron el 6.2%. 

Se observó una ligera tendencia de los ácidos grasos en función de la temperatura; a 

26°C se observó una mayor proporción de ácidos grasos saturados, mientras que los ácidos 

insaturados fueron predominantes a 21°C. 

El oxígeno no tuvo un efecto significativo sobre la producción lipídica, de igual 

manera el perfil de ácidos grasos no mostró una tendencia respecto a este factor. Este hecho 

se pudo deber en gran medida, a una mala transferencia de oxígeno en la matriz sólida, por 

lo que el microorganismo no pudo asimilarlo y por ende tener un efecto sobre la producción 

lipídica.  

 

  



87 

 

 

Capítulo V  

 

Recomendaciones 

 

El escrutinio de nuevas cepas nativas de la región de Ensenada que muestren 

capacidad en la producción lipídica al crecer sobre matrices de bajo costo (preferentemente 

desechos). 

Realizar una cinética de crecimiento sobre el bagazo de Gelidium robustum 

utilizando al CO2 como parámetro a seguir, esto con el fin de determinar la fase 

etstacionaria que es considerada como una de las etapas de acumulación lipídica (Caltriver 

et al., 1962). 

Utilizar un Biorreactor de columna-charola el cual permite una mejor aireación de la 

matriz sólida. 

Aumentar la cantidad de micelio con el que se inocula el sustrato algal para 

aprovechar de manera más sustancial el bagazo (en este trabajo se empleo el 2% de micelio 

en relación con el peso del sustrato). 

Incubación del medio a fermentar por más de 10 días para observar si el 

almacenamiento lipídico resulta mayor. 

Examinar el rango de temperatura entre los 10 y 20°C, para evaluar su efecto sobre 

la producción de grasas insaturadas. 
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VII. ANEXOS 

VII.1 Caracterización del sustrato. 

  

 

Figura A 1Curva de calibración para la evaluación de Carbohidratos totales por el método Fenol. 

 

Figura A 2Curva de calibración para la evaluación de Azúcares reductores por el método del ácido 

dinitrosalisílico. 
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Figura A 3Curva de calibración para la evaluación de Proteínas por el método Bradford. 

 

VII.2. Determinación de condiciones óptimas de crecimiento 

 

Tabla A I. Análisis de Varianza para evaluar la temperatura y pH óptimos de crecimiento de la cepa 

M7. 

Fuente  Suma de 

cuadrados 

Grados de 

libertad 

Cuadrado 

medio 

F0 Valor P 

Modelo 120.21 5 24.04 72.12 0.0137 

A: Temperatura 14.74 1 14.74 44.22 0.0219 

B: pH   26.33 1  26.33  78.98  0.0124 

A2 9.04  1  9.04  27.13  0.0349 

B2 23.04 1 23.04 69.12 0.0142 

Interacción: AB 42.20 1 42.20 126.60 0.0078 

Pure Error 0.67 2    

Total 120.88 7    
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Tabla A II. Análisis de Varianza para evaluar la temperatura y pH óptimos de crecimiento de la cepa 

M11. 

Fuente Suma de 

cuadrados 

Grados de 

libertad 

Cuadrado 

medio  

F0 Valor P 

Modelo 70.21 5 14.04 42.13 0.023 

A:Temperatura 0.15 1 0.15 0.46 0.569 

B: pH 0.32 1 0.32 0.96 0.429 

A
2
 22.48 1 22.48 67.43 0.014 

B
2
 11.57 1 11.57 34.71 0.027 

Interacción: AB 39.68 1 39.68 119.0 0.008 

Error 0.67 2 0.33   

Total 70.88 7    

 

  



113 

 

 

VII.3. Fermentación en sustrato sólido. 

 

Tabla A III. Análisis de Varianza para evaluar el efecto de la temperatura, humedad, relación C/N y 

oxígeno sobre la producción de ácidos grasos. 

Fuente Suma de 

cuadrados 

DF Media 

cuadrática 

Valor de F Prob>F 

Modelo 0.056 15 3.77E-003 8.16 <0.0001 

A:C/N 4.63E-003 1 4.63E-003 10.01 0.006 

B:Oxígeno 3.78E-006 1 3.78E-006 8.17E-003 0.929 

C:Humedad 0.041 1 0.041 89.16 <0.0001 

D:Temperatura 2.86E-003 1 2.86E-003 6.200 0.024 

Interacción AB 4.43E-004 1 4.43E-004 0.960 0.343 

InteracciónAC 2.26E-004 1 2.26 E-004 0.490 0.495 

InteracciónAD 3.32 E-004 1 3.32 E-004 0.720 0.410 

InteracciónBC 6.04 E-004 1 6.04 E-004 1.300 0.270 

InteracciónBD 2.28 E-005 1 2.28 E-005 0.049 0.828 

InteracciónCD 3.76 E-003 1 3.76 E-003 8.13 0.012 

InteracciónABC 1.19 E-003 1 1.19 E-003 2.57 0.129 

InteracciónABD 9.35 E-004 1 9.35 E-004 2.02 0.174 

InteracciónACD 2,82 E-004 1 2,82 E-004 0.61 0.446 

InteracciónBCD 4.75 E-005 1 4.75 E-005 0.10 0.753 

InteracciónABCD 5.28 E-006 1 5.28 E-006 0.011 0.916 

Error 7.40 E-003 16 4.63 E-004   

Total 0.064 31    
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Figura A 4. Gráfgica de probabilidad Normal para los efectos principales en el essayo de FSS. A= 

relación C/N, B=Oxígeno, C=Humedad, D= Temperatura. 
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