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Resumen
Se cultivó Tetraselmis suecica para estudiar la cinética de crecimiento en medios limitados por nitrógeno, lo cual permitió
establecer los parámetros básicos de cinética microbiológica de los cultivos para la producción lipı́dica y biomasa residual.
En este trabajo se propone una modificación al método tradicional de extracción de aceite por medio del uso de ultrasonido
y solventes; este método incluye la metodologı́a de la separación de clorofila de la fase oleosa. Se evaluaron los perfiles
de ácidos grasos por medio de cromatografı́a de gases-masa (MS-CG) a partir del perfil de los metil ésteres de ácidos
grasos (FAME) obtenidos por sonotransesterificación, la composición de ácidos grasos observada fue: palmı́tico, 28.86;
esteárico, 28.33; oleico, 16.79; linoleico, 11.71 y linolénico, 14.31%; composición que no se modificó por el efecto del
estrés por nitrógeno. Finalmente, se utilizó la metodologı́a de superficie de respuesta (RSM) para encontrar las mejores
condiciones del proceso de extracción en función de la cantidad de solvente utilizado (X1), tiempo de sonicación (X2) y
potencia acústica (X3), utilizando sonicación con pulsos y sin pulsos. Las mejores condiciones para el proceso fueron: X1
= 5 mL g−1, X2 = 6 h y X3 = 160 W, y un proceso sin pulsos; dichas condiciones aseguran una eficiencia de extracción de
94.98%.

Palabras clave: microalgas, biodiesel, ultrasonido, Tetraselmis suecica, perfil lipı́dico.

Abstract
The growth kinetics of Tetraselmis suecica cultured in nitrogen-limited media was evaluated; this allowed establishing
the microbiological basic kinetic parameters of cultures to lipid and residual biomass production. This paper proposes
a methodology to modify the traditional oil solvent-extraction by using high efficient ultrasound; this method includes
separation process of chlorophyll from oil phase. Mass spectroscopy coupled to gas chromatography (MS-GC) was used
to determine the fatty acid profile (FAP) from the final composition of the fatty acid methyl esters (FAME) obtained from
oil sonotransesterification. FAP was not altered by the effect of nitrogen stress, and it was observed that oil composition
of Tetraselmis suecica was: palmitic acid, 28.86; stearic acid, 28.33; oleic acid, 16.79; linoleic acid, 11.71, and linolenic
acid, 14.31 wt.%. Finally, the response surface methodology (RSM) was used to find the best operational conditions of
the extraction process in terms of the quantity of solvent used (X1), sonication time (X2) and ultrasonic power (X3), with
pulses and without pulses of sonication. The best extraction process conditions with continuous sonication occurred at X1
= 5 mL g−1, X2 = 6 h and X3 = 160 W, ensuring an extraction efficiency of 94.98%.

Keywords: microalgae, biodiesel, ultrasonic, Tetraselmis suecica.
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1 Introducción

La producción de biocombustibles de tercera
generación provenientes, principalmente de cultivos
intensivos de microalgas marinas (MIM), es uno de los
principales retos que recientemente ha impulsado la
eminente crisis global de energéticos. El uso de MIM
tiene diversas ventajas: debido a su alta eficiencia
fotosintética y tasas de producción de biomasa hace
que no se requieran grandes extensiones de tierra
usada para la agricultura, comparados con otros
cultivos como Jatropha curcas, Palma africana, etc.;
y por consecuencia no compiten con la producción
de alimentos. Las microalgas han colonizado una
gran variedad de ambientes, que van desde los climas
con aguas calientes, hasta las aguas frı́as; algunas
muestran resistencia a condiciones de desecación, alta
salinidad y baja intensidad luminosa. Su metabolismo
tan versátil les permite adaptarse a estos ambientes
tan hostiles, por ejemplo, ante una situación de
baja disponibilidad de nitrógeno, necesario para la
sı́ntesis de proteı́nas para el crecimiento y la división
celular, el metabolismo de las microalgas se dirige
a la sı́ntesis de carbohidratos o de lı́pidos (Anzueto,
2008). En general, el crecimiento de las microalgas
requiere de un suministro suficiente de fuente de
carbono y radiación solar o lumı́nica (Yoo y col.,
2010). Por eso, es de fundamental importancia
establecer las condiciones fisicoquı́micas óptimas
para el cultivo de las microalgas con el propósito
de maximizar la producción de biomasa. En este
sentido, la temperatura y composición del medio de
cultivo tienen un impacto significativo en la tasa de
crecimiento (Montagnes y col., 2003), tamaño de
la célula (Atkinson y col., 2003), y su composición
bioquı́mica (Thompson y col., 1992). Es importante
resaltar que el contenido lipı́dico de las microalgas
puede variar en un amplio rango dependiendo de la
especie. La composición quı́mica del aceite depende
entre otros factores del tipo de microalga utilizada,
composición del sustrato y condiciones ambientales
del cultivo (Gong y Jiang, 2011), es bien sabido que el
perfil lipı́dico de muchas MIM constituyen una fuente
alterna de lı́pidos para la producción de biodiesel
(Minowa y col., 1995).

Por otro lado, el proceso general para la obtención
de aceite de las microalgas consiste, básicamente
en tres etapas: cultivo, cosecha y extracción de
aceite; cuando la cantidad de biomasa alcanza el valor
máximo posible en el fotobioreactor, se lleva a cabo
su separación y/o concentración a través de algún
método o combinación de métodos que incluyen de

manera convencional la sedimentación, floculación,
centrifugación y/o filtración, y finalmente se lleva a
cabo la lisis celular y la extracción de aceite. El
proceso de extracción de aceite de la biomasa de
microalgas, ya sea seca o húmeda, y su eficiencia,
representa un paso clave muy importante en el proceso
de la producción de biodiesel. Por lo tanto, es esencial
encontrar una metodologı́a de extracción eficaz para
aumentar el rendimiento de extracción de lı́pidos (Lee
y col, 2010; De la Guardia y Armenta, 2011). En la
literatura existen varios métodos quı́micos reportados
para este propósito (Ranjan y col., 2010), asistidos la
mayorı́a de ellos con solvente, tales como extracción
Soxhlet con n-hexano (Halim y col., 2011), extracción
con fluido supercrı́tico con CO2 (Andrich y col., 2005)
o metanol (Patil y col., 2011) y el método de Bligh y
Dyer con una mezcla solvente de cloroformo/metanol
(Bligh y Dyer, 1959). También se tienen metodologı́as
libres de solventes que utilizan molinos bola y
prensado expeler (Richmond, 2004), enzimas (Sander
y Murthy, 2009), extracción por pirólisis asistida por
microondas (Du y col., 2011), extracción asistida por
ultrasonido y microondas, campo eléctrico pulsante y
licuefacción hidrotérmica (Brown y col., 2010). En
la mayorı́a de los casos, la extracción se realiza a
escala de laboratorio, y por lo tanto el desafı́o es
escalar el proceso sin perder rendimiento, calidad
en la recuperación del aceite y la rentabilidad. Por
ello, el objetivo de este estudio fue encontrar las
mejores condiciones para la extracción de aceite de
Tetraselmis suecica usando el método de Bligh y
Dyer (1959) modificado con irradiación ultrasónica,
utilizando microalgas frescas.

2 Materiales y métodos

2.1 Microorganismos

La cepa de la microalga a evaluar Tetraselmis
suecica se obtuvo de la colección de microalgas
del Departamento de Acuacultura del Centro de
Investigación Cientı́fica y de Educación Superior de
Ensenada (CICESE), la cual se seleccionó de acuerdo
a su alto contenido de ácidos grasos reportado en la
literatura (Chisti, 2007).

2.2 Cultivo

2.2.1 Cinética de crecimiento y análisis proximal

Se utilizó agua de mar de la bahı́a de Mazatlán la
cual fue pasada a través de tres filtros de cartucho
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colocados de manera sucesiva con capacidad de
retención de 10, 5 y 1 µm, y a través de un filtro de
cartucho de carbón activado. Después de la filtración
el agua fue desinfectada con hipoclorito de sodio
comercial al 5% a razón de 1 mLL−1. Previo a
la utilización del agua se eliminó el contenido de
cloro residual adicionando 56 mg de tiosulfato de
sodio por cada mL de hipoclorito de sodio agregado
(Hemerick, 1973); para la aceleración del proceso se
proporcionó abundante aireación durante 20 minutos;
posteriormente, la ausencia de cloro residual se
determinó mediante el método colorimétrico basado
en el indicador ortotoluidina. Durante todo el
proceso experimental la concentración de sal del
agua de mar fue manejada a condiciones naturales
de la bahı́a de Mazatlán que se encuentra a una
concentración aproximada de 35%. Como fuente
de nutrientes se utilizó el medio F reportado por
Guillard y Ryther (Guillard y Ryther, 1962) con la
metodologı́a propuesta por Voltolina y col. (1989),
quienes sugieren un contenido de 150 gL−1 de NaNO3.
La concentración original de NaNO3 del medio F
(150 gL−1) se manejó como control. Se evaluó el
efecto de la deficiencia de nitrógeno estudiando cinco
niveles de concentración de NaNO3 disminuyendo
el medio F en un factor de dos, es decir, F/2, F/4
y F/8, conteniendo un 50, 25 y 12.5% de NaNO3
respectivamente, y un tratamiento en ausencia de
este compuesto. En consecuencia, las cantidades
de NaNO3 fueron de 0, 18.5, 37.5, 75 y 150 g
L−1 para los medios sin nitrógeno, F/8, F/4, F/2
y F, respectivamente. Se agregaron los nutrientes
a una tasa volumétrica de 1 mL L−1 de agua de
mar para cada tratamiento. Los inóculos de los
cultivos de microalgas se efectuaron con la técnica
de transferencias sucesivas, se desarrollaron cuatro
réplicas de cada tratamiento, los cuales se cultivaron
en fotobioreactores de 3 L. El aire se suministró al
cultivo de forma continua con un soplador de 2.5
hp de potencia, previamente filtrado con un cartucho
de 1 µm, la intensidad de luz fue de 6000-6500
luxes (120-130 µmol·m−2·s−1). La temperatura del
bioreactor se mantuvo constante a 25°C ± 1. La
concentración celular se determinó mediante conteo,
empleando un microscopio compuesto equipado con
hematocitómetro de 0.1 mm de profundidad y cámara
de Neubauer. La composición proximal de las
microalgas fue estimada con las técnicas analı́ticas
convencionales, usando muestras filtradas en filtros
Whatman GF/C de 25mm. La determinación de
proteı́nas se realizó por el método de Lowry y col.
(Lowry y col., 1951), previa extracción en calor

durante 15 minutos con hidróxido de sodio 0.1N.
La extracción y determinación de los carbohidratos
se realizó con ácido sulfúrico de acuerdo a Dubois
y col. (1956). Y finalmente, la extracción de los
lı́pidos totales se realizó de acuerdo a la metodologı́a
propuesta por Bligh y Dyer (1959) y cuantificación
con el método de Pande y col. (1963).

2.2.2. Producción de biomasa para extracción de
aceite

Se utilizó el mejor tratamiento en términos de la
mı́nima concentración de nitrógeno necesaria para
mantener la mayor producción de biomasa y aceite.
El cultivo se desarrolló en 17 foto-bioreactores de 19
L cada uno. Para cosechar la microalga se realizó
un proceso de floculación-sedimentación utilizando
una solución de Cl2(OH)Al (1 mL L−1) seguida de
centrifugación, para obtener una pasta concentrada de
MIM.

2.3 Proceso de extracción y purificación de
aceite

2.3.1 Extracción

Se realizaron modificaciones al proceso convencional
propuesto por Bligh y Dyer (1959). Para ello, se
utilizó una mezcla de cloroformo/metanol (2:1) para
suspender 10 gramos de microalga húmeda. La
suspensión fue sometida a irradiación ultrasónica
por medio de un procesador ultrasónico de alta
eficiencia modelo UP200S, Hielscher Ultrasonics,
con potencia de salida nominal de 200 W y cuyas
vibraciones mecánicas se generan por medio de
excitación electrónica a una frecuencia de 24 kHz.
Para transmitir la potencia acústica al medio se utilizó
un sonotrodo modelo S14, variándose la amplitud
(relacionada directamente con la densidad y potencia
acústica). Posteriormente, previo a separación de
biomasa y fase lı́quida por centrifugación, se ajustó
la proporción cloroformo/metanol/agua (2:1:0.8). Ası́,
la fase lı́quida obtenida fue sometida a un ajuste final
en la proporción cloroformo/metanol/agua (2:2:1.8) y
transferida a un embudo de separación para recuperar
la fase no acuosa después de 12 horas. A la fase sólida
obtenida (pasta residual) se le determinó el contenido
de lı́pidos utilizando un sistema de extracción Soxhlet
empleando hexano como disolvente (AOAC, 1990).

www.rmiq.org 725



Soto-León y col./ Revista Mexicana de Ingenierı́a Quı́mica Vol. 13, No. 3 (2014) 723-737

2.3.2. Purificación y concentración de aceite

La fase no acuosa fue transferida a una columna de
carbón activado, se eluyó con cloroformo para separar
la clorofila. El exceso de solvente se removió en un
evaporador rotatorio al vacı́o, Yamato, modelo RE300,
a una temperatura de 40°C.

2.4 Perfil de ácidos grasos

Para la caracterización del perfil lipı́dico se llevó
a cabo la sonotransesterificación del aceite extraı́do
para cada tratamiento. Esta reacción se desarrolló
utilizando una relación molar metanol/aceite (60:1)
y 0.85% en peso de KOH como catalizador, en
un procesador ultrasónico modelo UP200S Hielscher
Ultrasonics por un tiempo de 60 segundos, de acuerdo
a la metodologı́a propuesta por Soto-León y col.
(2013). El glicerol se separó por evaporación rotatoria
al vacı́o y finalmente, la fase oleosa se filtró usando
filtros Whatman de 0.22 µm. El análisis cualitativo de
la composición de los FAME (se utilizó un estándar
de referencia de 37 componentes marca Supelco) se
realizó en un equipo de cromatografı́a de gases Agilent
6890N con espectrómetro de masas Agilent 5973,
columna Omega Wax 250, Helio como gas acarreador
e inyector automático serie 7683. Las condiciones de
operación fueron: volumen de inyección, 1 µL; flujo,
1 mL min−1; temperatura de columna, 50°C a 270°C
(10 min) con una tasa de calentamiento de 5°C min−1.

2.5 Diseño experimental y análisis
estadı́stico

Para encontrar las mejores condiciones de extracción
de aceite, se utilizó la metodologı́a de superficie
respuesta, donde las variables de entrada fueron
la cantidad de solvente (cloroformo-metanol 2:1)
utilizado por unidad de masa de microalga (X1),
estudiada de 1- 5 mL g−1; tiempo de sonicación (X2),
en intervalos de 1- 6 h; y potencia acústica (con
pulsos y sin pulsos) (X3), en el rango de 80 a 160

W; la Tabla 1 muestra los niveles correspondientes
de estos factores y tratamientos experimentales. La
variable de respuesta fue el rendimiento de aceite
extraı́do, utilizando por un lado pulsos ultrasónicos
(YCP), y por otro, suministrando potencia continua
(sin pulsos) (YS P). Se utilizó el software Design-
Expert 9.0.1 con un diseño central de 3 factores y
5 niveles, resultando ası́ un total de 20 tratamientos
diferentes para cada condición de suministro de
potencia ultrasónica (Montgomery, 1991; Gutiérrez-
Pulido y Vara-Salazar, 2005). Para encontrar la
relación entre las variables de proceso y de respuesta
se utilizó un modelo polinomial (de tercer orden
reducido para la sonicación con pulsos y de segundo
orden para la sonicación sin pulsos) descrito por la
siguiente ecuación:

Yk = βko +ΣβkiXi +ΣβkiiX2i +ΣΣβki jXiX j + ε (1)

En donde X1, X2, X3 son las variables de proceso o
entrada; Y1, Y2 las variables de respuesta o salida,
y, βko, βki, βkii, βki j los parámetros estimados
correspondientes a los términos independiente,
lineal, cuadrático y de interacción, respectivamente,
generados por regresión lineal. Se realizó análisis de
modelo y coeficientes de correlación para medir la
adecuación del modelo. Los términos que resultaron
no significativos (p >0.05) fueron excluidos del
modelo inicial y los datos experimentales fueron
nuevamente introducidos solamente al nivel de
parámetros significativos (p <0.5) para obtener el
modelo final reducido. Algunas variables fueron
incluidas en el modelo final aun cuando presentaron
un nivel de significancia de p >0.5 debido a que los
términos cuadráticos o de interacción que contenı́an
a esta variable fueron significativos (p <0.5).
Finalmente, se detectaron las mejores condiciones
de extracción de aceite y mediante la utilización
del mejor modelo de predicción, se procedió a
establecer la eficiencia máxima de extracción.

Tabla 1. Factores y niveles en el diseño experimental

Niveles X1, Cantidad de X2, Tiempo de X3, Potencia
solvente (mL/g) sonicación (h) acústica (W)

−α 1.00 1.00 80.00
-1 1.81 2.01 96.21
0 3.00 3.50 120.00

+1 4.19 4.99 143.79
+α 5.00 6.00 160.00

726 www.rmiq.org



Soto-León y col./ Revista Mexicana de Ingenierı́a Quı́mica Vol. 13, No. 3 (2014) 723-737

Particularmente para este trabajo se consideró X1
= cantidad de solvente (cloroformo-metanol 2:1)
utilizado por unidad de masa de microalga, X2 =

tiempo de sonicación, X3 = potencia acústica (con
pulsos y sin pulsos), y Y = rendimiento de aceite
extraı́do (YCP , YS P).

3 Resultados y discusión

3.1 Cinética de crecimiento en función del
medio limitante de nitrógeno

La Fig. 1 muestra el comportamiento cinético de
Tetraselmis suecica bajo las distintas condiciones del
medio de cultivo. Todos los medios nutritivos se
inocularon inicialmente con una concentración celular
de 50,000 cel mL−1 y se asumió que la fase de latencia
(adaptación del microorganismo al medio) duró un
dı́a; en consecuencia, a partir de este tiempo inicia
la fase de crecimiento exponencial terminando en el
tercer dı́a, en donde a su vez inicia la fase estacionaria
que se caracteriza por la disminución del crecimiento
celular debido a que decae la concentración de
nutrientes; finalmente, cuando los nutrientes son muy
escasos, se presenta la fase de muerte microbiológica.
En esta figura se incluye la fase de crecimiento (en
forma linealizada) para los cuatro medios nutritivos;
para esto, las gráficas logarı́tmicas inician en tiempo
cero al término de la fase de latencia. El medio F/2
mostró la constante especı́fica de crecimiento más alta,
de tal forma que en estas condiciones el tiempo de
duplicación de la concentración de microorganismos
es de 0.7351 dı́as (Tabla 2); asumiendo el modelo
cinético para este medio presentado en la Tabla 3,
es posible deducir que para F/2, aun cuando tiene
un valor de intercepto en la ordenada menor que
los otros medios nutritivos, el cultivo requerirı́a de
sólo 2.31 dı́as para que la concentración celular se
iguale a la del medio control F, 1.47 dı́as al del
medio F/4 y solamente 0.77 dı́as respecto al medio
F/8. Asimismo, aun cuando la densidad celular del
medio F/2 fue elevada, esta se mantuvo ligeramente
por debajo de la correspondiente al medio F; aunque
la biomasa base seca resultó notablemente mayor para
F/2, en comparación con los medios restantes, esto
debido a un mayor contenido de biomasa orgánica. El
medio F resultó con un mayor contenido de lı́pidos
seguido por el medio F/2 con un valor de 18.52%
base seca; estos resultados se encuentran dentro del
rango reportado (15 a 23%) en la bibliografı́a para
esta especie (Chisti, 2007). La productividad lipı́dica
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Fig. 1. Cinética de crecimiento microbiológico de
Tetraselmis Suecica.
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Tabla 2. Parámetros cinéticos y composición bioquı́mica en función del medio de
cultivo

Medio de cultivo F F/2 F/4 F/8

Constante especı́fica de crecimiento, µ (d−1) 0.9067 0.9431 0.8099 0.6451
Tiempo de duplicación, td (d) 0.7646 0.7351 0.8559 1.0747

Densidad celular1 (×106 cel/mL) 2.850 2.558 2.031 1.218
Biomasa seca1 (µg/mL) 246.51 298.55 263.54 207.06

Biomasa orgánica1 (µg/mL) 187.57 230.85 219.30 149.55
Lı́pidos totales1 (µg/mL) 62.77 55.30 42.98 19.02

Lı́pidos totales2 (%) - 0.93 - -
Proteinas1 (µg/mL) 166.15 108.86 61.91 50.72

Carbohidratos1 (µg/mL) 59.42 145.29 166.60 113.13
1Datos obtenidos de biomasa cosechada en la estapa estacionarioa a 4 dı́as del tiempo
de cultivo
2Datos obtenidos de la pasta residual después de extraerle el aceite en base a la
metodologı́a descrita

Tabla 3. Productividad de lı́pidos para los distintos medios de cultivo

F F/2 F/4 F/8

Modelo ln X = 12.7791 ln X = 12.6948 ln X = 12.7975 ln X = 13.1331
+0.9067t +0.9431t +0.8099t +0.6451t

Lı́pidos 25.46 18.52 16.31 9.19
(% base seca)

Productividad promedio 15.69 13.82 10.75 4.76
de lı́pidos (µg/mL/d)

mantuvo este mismo comportamiento observándose
que el medio F/2 resultó con un valor relativamente
similar al obtenido con el medio F (Tabla 3), lo cual
presenta grandes ventajas desde el punto de vista de
su escalamiento, pues se pudiera ahorrar la mitad de
la fuente de nitrógeno en el medio de cultivo; los
resultados observados son comparables con los datos
reportados por Mata y col., (2010) para un grupo de 14
especies de microalgas marinas y por Sánchez-Garcı́a
y col., (2013) para Tetraselmis suecica.

Al tiempo de muestreo (4 dı́as) el medio F
mantuvo el valor más elevado de densidad celular
(hay que observar que a este tiempo todos los medios
se encontraban ingresando a la fase estacionaria, es
decir, que la concentración de los nutrientes habrı́a
decaı́do más allá de cierto valor de tal forma que el
modelo cinético deja de ser válido debido a que se
encuentra fuera de la fase exponencial de crecimiento).
Si en el medio F/2 se mantuviera la concentración de
nutrientes en un rango tal que el cultivo se pudiera

mantener en la fase exponencial -muy próxima a la
fase estacionaria- podrı́amos prever que a un tiempo
equivalente de muestreo, la densidad celular alcanzarı́a
un valor de 5.5 ×106 cel mL−1 lo que equivaldrı́a a
una productividad lipı́dica de alrededor de 29.75 µg
mL−1 d−1, lo cual está en concordancia con resultados
obtenidos con otras especies de microalgas (De la Hoz
y col., 2012).

Un resultado importante es que el contenido total
de lı́pidos disminuyó en la medida en que los distintos
medios de cultivo contenı́an menos nitrógeno,
aunque es evidente que este comportamiento no es
directamente proporcional; por ejemplo, del medio
F al F/2 se disminuyó a la mitad el contenido
de nitrógeno pero el contenido de lı́pidos no se
redujo a la mitad (la reducción fue de alrededor
de una quinta parte). Algo similar se observó
en los subsecuentes tratamientos; en contraste, se
observó un incremento en la concentración de
carbohidratos y una disminución en la contenido
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de proteı́nas (Tabla 2), de hecho, esta es la razón
principal del por qué se eligió esta especie ya que
tiene una producción importante de lı́pidos y un
alta producción de carbohidratos susceptibles para
la producción de bioetanol. Estos resultados son
consistentes con los reportes de Bondioli y col.
(2012) quienes trabajaron con Tetraselmis suecica y
Nannochloropsis sp. Otros autores coinciden en que
una condición de estrés por limitación de nitrógeno
provoca una respuesta de adaptación metabólica por
parte del microorganismo (Alonso y col., 2012),
dirigiéndose hacia la producción de mayores reservas
energéticas (Azma y col., 2011; Converti y col.,
2009; Wong y Franz, 2013). El decremento
en el contenido proteı́nico es consecuencia de la
respuesta fisiológica del microorganismo al nutriente
limitante (N); la insuficiencia de nitrógeno bajo la
condición de suministro constante de energı́a luminosa
conduce a la microalga a inhibir el anabolismo,
redirigiendo, en consecuencia, el exceso energético
hacia la sı́ntesis de compuestos carentes del nutriente

limitante (triacilglicéridos, o en su defecto, hacia
carbohidratos); es decir, que la proporción de lı́pidos
no polares se incrementa cuanto mayor es la limitación
de nitrógeno. El resto de energı́a incidente es disipada
por el microorganismo (Klok y col., 2013).

3.2 Efecto de la cantidad de solvente,
tiempo de sonicación y potencia de
acústica sobre el nivel de extracción de
aceite

La Tabla 4 muestra el total de combinaciones
entre cantidad de solvente (cloroformo-metanol 2:1)
utilizado por unidad de masa de microalga, tiempo
de sonicación y potencia acústica (con pulsos y
sin pulsos) correspondientes al modelo experimental
de extracción de aceite de Tetraselmis suecica.
Asimismo, también se muestran los resultados
obtenidos en rendimiento de aceite extraı́do para cada
tratamiento.

Tabla 4. Diseño experimentala para la extracción de aceite en Tetraselmis
suecica que incluye los valores de las variablesb de entrada y de salida

Tratamiento Variables de entrada Aceite extraı́do, (base seca)
X1 (mLg−1) X2 (h) X3 (W) YCP (%) YS P (%)

1 3.00 3.50 120.00 4.43 6.13
2 4.19 4.99 143.79 7.55 11.16
3 1.00 3.50 120.00 2.97 5.09
4 5.00 3.50 120.00 6.38 10.09
5 3.00 6.00 120.00 5.66 8.73
6 3.00 3.50 120.00 5.35 8.59
7 3.00 3.50 120.00 5.20 8.71
8 4.19 4.99 96.21 6.15 10.01
9 3.00 3.50 120.00 4.89 6.05

10 3.00 3.50 120.00 5.05 6.36
11 3.00 3.50 80.00 4.86 5.53
12 1.81 2.01 143.79 3.73 3.91
13 4.19 2.01 143.79 6.18 8.33
14 4.19 2.01 96.21 4.83 9.17
15 3.00 3.50 120.00 5.50 8.10
16 1.81 4.99 143.79 3.62 6.82
17 1.81 4.99 96.21 4.37 7.17
18 3.00 1.00 120.00 3.29 4.48
19 1.81 2.01 96.21 2.26 3.67
20 3.00 3.50 160.00 4.39 7.93

a Central con tres factores, cinco niveles. b X1 = cantidad de solvente, X2 = tiempo
de sonicación, X3 = potencia acústica, YCP = aceite extraı́do utilizando sonicación con
pulsos, YS P = aceite extraı́do utilizando sonicación sin pulsos
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Tabla 5. Análisis de varianza de los datos experimentales obtenidos con sonicación con pulsos
(modelo cúbico reducido)

Fuente Suma de cuadrados Grados de libertad Cuadrados medios Fv p-value

X1 19.82 1 19.82 88.61 0.0001
X2 5.52 1 5.52 24.66 0.0008
X3 0.11 1 0.11 0.50 0.4965
X2

1 0.099 1 0.099 0.44 0.5220
X2

2 0.34 1 0.34 1.51 0.2498
X2

3 0.14 1 0.14 0.63 0.4463
X1X2 0.059 1 0.059 0.26 0.6194
X1X3 0.52 1 0.52 2.31 0.1628
X2X3 0.58 1 0.58 2.60 0.1415
X2

1 X3 1.09 1 1.09 4.89 0.0542
Error total 0.72 5 0.14
Error corr. 30.61 19

3.2.1. Modelos de predicción

Para obtener los modelos predictivos, se estudió
estadı́sticamente el efecto de las variables de entrada
sobre el nivel de aceite extraı́do.

3.2.1.1. Extracción de aceite utilizando sonicación
con pulsos (YCP)

Los valores experimentales de YCP variaron de 2.26
a 7.55 obteniéndose un modelo de regresión para la
extracción de aceite (Ec. 2). La Tabla 5 muestra el
análisis de varianza correspondiente al tratamiento de
los datos, aplicando un modelo polinomial de tercer
orden reducido. Se observa que existe diferencia
significativa (p <0.05) en dos términos lineales (X1,
X2) y en uno de interacción (X2

1 X3); los términos
restantes fueron no significativos (p >0.05).

YCP =− 20.567 + 12.415X1 + 1.681X2 + 0.190X3

+ 0.049X1X2 − 0.094X1X3 − 0.008X2X3 (2)

− 2.108X2
1 − 0.069X2

2 − 0.0002X2
3 + 0.017X2

1 X3

Al excluir los términos no significativos y procediendo
nuevamente con la estimación del modelo, se obtuvo
la siguiente ecuación:

YCP = −17.747 + 12.489X1 + 1.342X2 + 0.148X3

− 0.094X1X3 − 0.008X2X3 − 2.092X2
1 + 0.017X2

1 X3
(3)

Con un valor R2 = 0.9179 y donde X1, X2, X
2

1X3
son términos significativos. Los términos restantes
a pesar de ser no significativos, fueron incluidos en
el modelo final debido a que se manifiestan como
factores en una interacción que sı́ es significativa
(X

2

1X3). Es importante notar que la potencia acústica
(X3) no tiene por sı́ misma un efecto significativo
en la extracción de aceite. Sin embargo, se observa
que la cantidad de solvente (cloroformo-metanol 2:1)
utilizada por unidad de masa de microalga (X1) tiene
una gran influencia en el nivel de extracción; la
interacción cuadrática-lineal entre X1 y X3 hace que
el nivel de extracción sea más elevado cuanto mayor
sea la cantidad de solvente y la potencia acústica;
mientras que la extracción pierde fuerza a valores
bajos de potencia aunque la cantidad de solvente se
mantenga relativamente elevada; es decir, la potencia
de las ondas acústicas vibracionales influyen en mayor
medida cuanto mayor es la cantidad de solvente
utilizado (Fig. 2). Por otra parte, aun cuando
la interacción X2X3 resultó ser no significativa, es
posible apreciar que la máxima interacción (negativa)
se presenta a tiempo elevado y potencia acústica de
baja intensidad (Fig. 3). En conclusión, cuando
el proceso de extracción asistido por ultrasonido y
solventes se realizó a través de pulsos, el nivel máximo
de extracción de aceite se logró cuando los valores
de cantidad de solvente, tiempo de sonicación y
potencia acústica fueron de 5 mL g−1, 160 W y 6 h.
Sustituyendo estas condiciones en la Ec. 3 se obtiene
un nivel de extracción de aceite de 9.25%.
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Fig. 2. Efecto de la cantidad de solvente y potencia acústica sobre la cantidad de aceite 
extraído, utilizando sonicación con pulsos. 
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Fig. 2. Efecto de la cantidad de solvente y potencia acústica sobre la cantidad de aceite extraı́do, utilizando
sonicación con pulsos.Fig.	
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Fig. 3. Efecto de la potencia acústica y tiempo de sonicación sobre la cantidad de aceite 
extraído, utilizando sonicación con pulsos 
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Fig. 3. Efecto de la potencia acústica y tiempo de sonicación sobre la cantidad de aceite extraı́do, utilizando
sonicación con pulsos.

3.2.1.2. Extracción de aceite utilizando sonicación sin
pulsos (YS P)

Los valores experimentales de YS P variaron de 3.67
a 11.16 obteniéndose un modelo de regresión para la

extracción de aceite (Ec. 4). La Tabla 6 muestra el
análisis de varianza correspondiente al tratamiento de
los datos, aplicando un modelo polinomial de segundo
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orden. Se observa que existe diferencia significativa
(p <0.05) en dos términos lineales (X1, X2); los
términos restantes fueron no significativos (p >0.05).

YS P =− 2.844 + 1.116X1 + 1.261X2 + 0.027X3

− 0.194X1X2 + 0.002X1X3 + 0.005X2X3

+ 0.152X2
1 − 0.060X2

2 − 0.0002X2
3 (4)

Nuevamente se procede a estimar el modelo
eliminando los términos no significativos, para obtener
un modelo final:

YS P =− 3.975 + 2.248X1 + 1.429X2 + 0.013X3

− 0.194X1X2 (5)

Con una R2 = 0.8326 y donde X1, X2, son términos
significativos. Los términos X3 y X1X2, a pesar
de que forman parte del conjunto de términos no
significativos son los que más se aproximan a un valor
de significancia y se incluyen con el propósito de
observar su contribución.

La Fig. 4 ilustra como la potencia acústica sigue
sin tener efecto significativo en la cantidad de aceite
extraı́do aun cuando el proceso se realice sin pulsos.
El bajo efecto de la sonicación puede deberse a la
alta polaridad de la mezcla cloroformo/metanol, de
tal forma que ésta debilita fácilmente la interacción
de los lı́pidos con la estructura celular produciendo
rápidamente la solución (Mcnichol y col., 2012; Rı́os
y col., 2013). Por otra parte, se observa que la cantidad
de aceite extraı́do está controlado predominantemente
por la cantidad de solvente (cloroformo-metanol 2:1)

utilizada por unidad de masa de microalga y en
segunda instancia por el tiempo de sonicación. Bajo
estas condiciones, el nivel máximo de aceite extraı́do
está determinado por los valores 5 mL/g, 6 h y
160W. Sustituyendo estas condiciones en la Ec. 5
se obtiene un nivel de extracción de aceite de 12.1%.
Existen trabajos que demuestran la elevada eficiencia
de extracción del método clásico de Bligh y Dyer
combinado con la aplicación de ultrasonido (Araujo
y col., 2013; Ranjan y col., 2010), sin embargo,
estos trabajos se limitan a evaluar varios métodos de
estudios a determinadas condiciones y no se hace
un análisis para encontrar las mejores condiciones
de cada proceso. La sonicación sin pulsos permite
exponer a la muestra a un proceso continuo de
sonicación por lo que el tiempo efectivo es mayor que
en la sonicación con pulsos, aun cuando el tiempo
neto de extracción sea el mismo. Es por ello que
bajo esta condición continua se observa un proceso
mas eficiente de extracción. Estos resultados son
consistentes con los obtenidos en otros trabajos en
donde la viscosidad de la muestra constituye el factor
más significativo o de mayor influencia en la variable
de respuesta (Adam y col., 2012). A mayor contenido
de agua en la muestra (baja viscosidad) se obtiene
mayor cantidad de aceite. Por otro lado, la membrana
celular se ve irradiada por ondas acústicas de gran
intensidad, que a su vez, son generadas debido al
fenómeno de cavitación acústica (producción de gran
cantidad de energı́a por el colapso de microburbujas
formadas al seno del solvente).

Tabla 6. Análisis de varianza de los datos experimentales obtenidos con sonicación sin pulsos
(modelo de segundo orden)

Fuente Suma de cuadrados Grados de libertad Cuadrados medios Fv p-value

X1 47.67 1 47.67 36.70 0.0001
X2 21.72 1 21.72 16.72 0.0022
X3 1.31 1 1.31 1.01 0.3383
X2

1 0.67 1 0.67 0.51 0.4898
X2

2 0.26 1 0.26 0.20 0.6663
X2

3 0.11 1 0.11 0.085 0.7768
X1X2 0.94 1 0.94 0.72 0.4158
X1X3 0.021 1 0.021 0.016 0.9006
X2X3 0.24 1 0.24 0.19 0.6752

Error total 8.11 5 1.62
Error corr. 86.04 19
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Fig. 5. Cromatograma que muestra los compuestos presentes en la reacción de 
transesterificación de aceite extraído de {\it Tetraselmis suecica}. (1) Ácido palmítico metil 
éster (2) Ácido esteárico metil éster (3) Ácido oleico metil éster (4) Ácido linoleico metil 
éster (5) Ácido linolénico metil éster	
  
	
   	
  

Design-Expert® Software
Factor Coding: Actual
Aceite extraído SP (%)

Design points above predicted value
Design points below predicted value
11.16

3.67

X1 = A: Cantidad de solvente
X2 = B: Tiempo

Actual Factor
C: Potencia = 120.00

  2.01
  2.51

  3.00
  3.50

  4.00
  4.49

  4.99

1.81  2.21  2.60  3.00  3.40  3.79  4.19  

2.00  

4.00  

6.00  

8.00  

10.00  

12.00  

A
ce

ite
 e

xt
ra

íd
o

 (
%

)

Cantidad de solvente (mL/g)

Tiempo (h)

Fig. 4. Efecto de la cantidad de solvente y tiempo de sonicación sobre la cantidad de aceite extraı́do, utilizando
sonicación sin pulsos.

Esta energı́a es suficientemente alta para llevar a cabo
la lisis celular, provocando que el contenido lipı́dico
del citoplasma como de la propia membrana queden
expuestas para la acción del solvente facilitándose con
esto la extracción (Mason y col., 1996); es decir, aun
con valores relativamente bajos de potencia acústica es
posible incrementar la proporción de células rotas ası́
como los coeficientes de transferencia de masa en el
lavado de estas por el solvente (Ruiz y col., 2011), no
observándose, al final, efectos significativos respecto
a la potencia acústica utilizada.

3.2.1.3. Eficiencia de extracción de aceite

Para determinar el máximo nivel de extracción de
aceite se utilizó el modelo sin pulsos debido a que
arrojó los mejores resultados. Tomando en cuenta
que el contenido de lı́pidos base seca de la pasta
residual obtenida después de realizarle la extracción
de aceite fue de 0.9253%, y en base a los resultados
experimentales mostrados en la Tabla 2, se realizan los
cálculos siguientes:

Contenido de lı́pidos, base seca en masa celular T.
Suecica = [lı́pidos totales/biomasa seca](100) = [55.30
µg/298.55 µg](100) = 18.52%

Lı́pidos totales extraı́dos, base seca = 18.52 -
0.9253 = 17.59%

Lı́pidos no polares (incluye TAG’s) = 12.10%
Lı́pidos polares = 17.59 - 12.10 = 5.49%

Eficiencia máxima de extracción de aceite =
[17.59/18.52]100 = 94.98%

En consecuencia, el aceite extraı́do está
constituido por un 31.21% de lı́pidos polares y 68.79%
de lı́pidos no polares los cuales pueden usarse para
la producción de biodiesel. Estos resultados no
difieren sustancialmente respecto a los obtenidos por
(Balasubramanian y col., 2013) quienes trabajaron
la extracción de aceite para Nannochloropsis sp. a
través de un sistema solvente cloroformo/metanol
auxiliado con ultrasonido donde obtuvieron una
distribución de 37 y 63% de lı́pidos polares y no
polares respectivamente. Asimismo, es importante
notar que los lı́pidos polares extraı́dos son solubles en
la fase metanol-agua, y por tanto, no son considerados
para su análisis de composición de la fase orgánica
(cloroformo).

3.3 Caracterización de los metilésteres de
ácidos grasos

La Figura 5 muestra un cromatograma obtenido del
aceite de Tetraselmis suecica; se presenta sólo un
cromatograma porque no se encontraron diferencias
significativas en los perfiles entre tratamientos. En
la Tabla 7 se presentan los resultados obtenidos para
cada uno de los metil ésteres identificados; como se
observa, Tetraselmis suecica está constituida por un
16.79% de ácidos grasos monoinsaturados, 26.02%
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Tabla 7. Composición de metil ésteres de ácidos grasos presentes en
los productos de reacción (Tetraselmis suecica)

Metil éster Estructura Composición (%)

Saturados totales 57.19
Palmı́tico C16H32O2 (C16:0) 28.86
Esteárico C18H36O2 (C18:0) 28.33
Monoinsaturados totales 16.79
Oléico C18H34O2 (C18:1) 16.79
Poliinsaturados totales 26.02
Linoleico C18H32O2 (C18:2) 11.71
Linolénico C18H30O2 (C18:3) 14.31
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de ácidos grasos poliinsaturados y un 57.19% de
saturados. El ácido palmı́tico metil éster (C16:0)
se encontró en mayor proporción con un 28.86%,
seguido por el ácido esteárico metil éster (C18:0) con
un 28.33%, ácido oleico metil éster (C18:1) con un
16.79%, ácido linolénico metil éster (C18:3) con un
14.31% y ácido linoleico metil éster (C18:2) con un
11.71%.

Los compuestos C16:0 y C18:0 pertenecen al
grupo de ácidos grasos que normalmente están
presentes en las microalgas, independientemente de
la especie y de las condiciones de cultivo, mientras
que la presencia de C18:1, C18:2 y C18:3 está en
función de la especie y condiciones de crecimiento
durante el cultivo (Thomas y col., 1983; Amaro

y col., 2011). Tanzi y col., (2013) trabajaron
con Nannochloropsis oculata y Dunaliella salina y
reportaron un perfil de ácidos grasos que coincide
cualitativamente con los resultados aquı́ presentados,
excepto que en sus trabajos sólo encontraron trazas
de C18:0. Por otra parte, Bondioli y col.,
(2012) obtuvieron un 18.94% de poliinsaturados
y un 46.98% en monoinsaturados en Tetraselmis
suecica; Comparativamente respecto a nuestros
resultados, existe una diferencia sustancial en el nivel
de monoinsaturados, aunque en poliinsaturados la
diferencia no es tan notable.

Conclusiones

En el presente trabajo se encontraron las
mejores condiciones del proceso de extracción
de lı́pidos asistido por ultrasonido de Tetraselmis
suecica, se encontró que los factores que afectan
significativamente al proceso son la cantidad de
solvente (cloroformo-metanol 2:1) utilizada por
unidad de masa de microalga y el tiempo de
sonicación, mientras que el efecto de la potencia
acústica de las ondas ultrasónicas no resultó
significativa en el rango de 80 a 160W, es decir existe
suficiente energı́a para llevar acabo el rompimiento
celular en el intervalo de potencia estudiado;
mostrando que las mejores condiciones de extracción
de aceite fueron: cantidad de solvente = 5 mL g−1,
tiempo de sonicación = 6 h y potencia acústica =

160W; parámetros que aseguran un proceso altamente
eficiente, por encima de 94%. Asimismo, se encontró
que la disminución de nitrógeno en el medio de cultivo
lleva a una ligera disminución en el contenido lipı́dico,
y a una acumulación de carbohidratos.
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