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Resumen 

Las microalgas son consideradas como una fuente ideal para la 
producción sostenible de compuestos fisiológicamente activos 
tales como lípidos, proteínas y polisacáridos. Su gran capacidad 
para soportar condiciones ambientales adversas y su alta efi-
ciencia fotosintética, conducen a una elevada productividad de 
biomasa bajo cortos periodos de tiempo. Adicionalmente, me-
diante la modificación de las condiciones de cultivo o a través 
de la ingeniería metabólica, es posible incrementar su biomasa 
y los metabolitos de interés. Las proteínas y los polisacáridos de 
la biomasa microalgal, pueden utilizarse de forma sostenible en 
la industria alimentaria para satisfacer las necesidades dietéticas 
tanto de humanos como de animales. Asimismo, el alto contenido 
de ácidos grasos saturados, monoinsaturados y poliinsaturados 



428

ALGUNAS APLICACIONES BIOTECNOLÓGICAS EN PLANTAS Y MICROALGAS

en algunas microalgas, se puede aprovechar en la industria nutracéutica para fa-
cilitar la prevención o el tratamiento de una enfermedad y, en la industria de los 
biocombustibles, para la elaboración de biodiésel. En este capítulo, se presenta 
una visión general del efecto producido en las microalgas, por la modificación 
de las condiciones de cultivo tales como temperatura, pH, intensidad de luz, 
nutrientes, y uso de reguladores de crecimiento. Además, se describen algunas 
aplicaciones comerciales de los lípidos producidos por las microalgas.

Introducción

Hoy en día el 80% de la energía primaria proviene del petróleo, carbón y gas natural 
dejando en menor proporción a las energías renovables; definidas como fuentes 
prácticamente inagotables con respecto al tiempo de vida de un ser humano y 
cuyo aprovechamiento es técnicamente viable. Dentro de estos tipos de energías 
se encuentran: la solar, eólica, hidráulica, geotérmica y la biomasa; esta última se 
refiere al conjunto de productos energéticos y materias primas originadas a partir 
de la materia orgánica renovable que puede ser procesada para proveer formas 
bioenergéticas más elaboradas y adecuadas para el consumo final, de la que se 
pueden obtener biocombustibles líquidos como el biodiésel y bioetanol.

Existen 3 generaciones de biocombustibles que se pueden obtener a partir 
de lípidos provenientes de diferentes materias primas. En la primera gene-
ración los lípidos son producidos principalmente por cultivos alimenticios y 
semillas oleaginosas, por ejemplo, palma, colza, soya, girasol, coco, cacahuate, 
entre otros. El uso de aceites vegetales comestibles requiere del uso de enor-
mes extensiones de tierra fértil y esto conlleva a la falta de alimentos para la 
población, la deforestación y la escasez de agua. En la segunda generación de 
biocombustibles, los lípidos se obtienen de plantas lignocelulósicas y desper-
dicios de cultivos, también con inconvenientes tales como los largos períodos 
de producción, el rendimiento lipídico restringido (menor al 5% del peso seco 
total) y la dependencia por las condiciones climáticas.

La sustentabilidad de la industria del biodiésel requiere de materias primas 
alternas que permitan operar continuamente y superar las limitaciones se-
ñaladas, apareciendo en respuesta a esta necesidad la tercera generación de 
biocombustibles. La tercera generación esta conformados por microorganis-
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mos oleaginosos entre las que se encuentran las microalgas, las cuales son un 
conjunto heterogéneo de microorganismos fotosintéticos unicelulares proca-
riontes y eucariontes que se localizan en hábitats diversos tales como aguas 
marinas, dulces, residuales o en el suelo, bajo un amplio rango de temperatu-
ras, pH y disponibilidad de nutrientes (Fig. 15.1).

Figura 15.1. Esquema del proceso de producción de biodiésel a partir de microalgas.  

Desafortunadamente se ha visto que es poco factible la producción de bio-
diésel a partir de microalgas, en base a los rendimientos actuales y a modelos 
económicos de las instalaciones de producción. Además, no todos los lípidos 
microalgales son satisfactorios para la producción de biodiésel, los apropiados 
son aquellos ácidos grasos (cadena larga saturados o monoinsaturados) libres y 
unidos covalentemente a un glicerol, llamados triacilglicéridos (TAGs). 

Debido a lo anterior se han buscado estrategias que aumenten el porcentaje 
de lípidos de reserva. Algunas de estas estrategias consisten en exponer al orga-
nismo a diferentes condiciones de estrés fisiológico o químico como pueden ser: 
Limitación de nutrientes, cambios de pH, modificación en la longitud de onda 
irradiante, aumento o disminución de temperatura, uso de reguladores de 
crecimiento, etc. Otras estrategias están basadas en la ingeniería genética; produ-
ciendo cepas transgénicas que sobreexpresan enzimas clave en la biosíntesis de 
lípidos. En este capítulo se describe la biosíntesis de lípidos en microalgas y el fun-
damento de algunas estrategias utilizadas para incrementar la cantidad de lípidos.  
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Biosíntesis de lípidos en microalgas

Los lípidos en las microalgas están compuestos de lípidos polares y lípidos neu-
tros. Los lípidos neutros se componen de TAGs formados por tres moléculas 
de ácidos grasos acopladas a una molécula de glicerol. La producción y acu-
mulación de lípidos en las microalgas depende principalmente de la especie y 
de su constitución genética, pero también es afectada por diversas condiciones 
físicas y químicas del cultivo, como lo son la disponibilidad de nutrientes, sa-
linidad, períodos e intensidad de luz, temperatura, pH, entre otros.

Se ha reportado que la composición de ácidos grasos de las microalgas 
comúnmente incluye moléculas lineales de 12 a 22 átomos de carbono en nú-
mero par, saturadas e insaturadas, donde la posición y el número de enlaces 
dobles (1 a 6) es variable, siendo por lo general cis la configuración de éstos. 
Los ácidos grasos de 16C (carbonos) a 18C son los más frecuentes, no obstante, 
moléculas de cadena media (10C, 12C, 14C) o demasiado larga (> 20C) pre-
dominan en algunas especies. Por lo general, en las microalgas dulceacuícolas 
prevalecen los ácidos grasos saturados y monoinsaturados, observándose en 
menor proporción compuestos poliinsaturados (PUFAs, por sus siglas en in-
glés Polyunsaturated Fatty Acids). Estos últimos, ocasionalmente constituyen 
la mayor fracción de ácidos grasos en especies marinas. La variación del perfil 
de ácidos grasos entre los diversos grupos algales es considerable, variabilidad 
que igualmente se exhibe bajo distintas condiciones de cultivo. 

El metabolismo lipídico de las algas es similar al de plantas superiores, 
particularmente en la biosíntesis de ácidos grasos y triacilglicéridos, como 
consecuencia de la homología entre secuencias y la similitud de características 
bioquímicas observadas entre ciertos genes y enzimas de origen vegetal y algal 
involucrados en la producción de lípidos. En el cloroplasto ocurre la síntesis de 
novo de ácidos grasos, cuyo paso inicial consiste en la carboxilación de acetil-
CoA dependiente de ATP para su conversión en malonil-CoA. Esta reacción 
es catalizada por la acetil-CoA carboxilasa y es considerada el paso limitante 
del proceso, ya que compromete el flujo de acetil-CoA hacia la biosíntesis de 
lípidos, donde las unidades de acetil-CoA probablemente derivan del piru-
vato proveniente de la glucólisis. La reacción anterior es seguida por ciclos 
de adición descarboxilativa de malonil-CoA a unidades acilo y β-reducción, 
catalizados por el sistema ácido graso sintetasa, hasta producir moléculas de 
16C y 18C saturadas (Fig. 15. 2).
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Figura 15. 2. Síntesis de lípidos por microalgas (Adaptado de (Garibay Hernández et al., 
2009). *Reacción 1: El Acetil-CoA entra al ciclo como sustrato para la enzima ACCasa y se 
obtiene el Malonil-CoA. Reacción 2: es catalizada la conversión de Malonil-CoA a Malonil-

ACP por la Malonil-CoA: ACP tranferasa (el Malonil-CoA es la molécula donadora de 
carbón en las siguientes reacciones de elongación). Reacción 3: descarboxilación del Malonil-
CoA y la condensación con el Acetil-CoA. Reacción 4: reducción del 3-Cetobutiril-ACP por 
la 3-cetoacil-ACP reductasa. Reacción 5: deshidratación para la obtención de una instaura-

ción en el carbono α por la enzima 3-hidroxiacil-ACP deshidratasa. Reacción 6: reducción de 
la doble ligadura por la enoil-ACP reductasa. Reacción 7: ciclo de elongación (repetición del 

paso 3 al 6) hasta la obtención de ácidos grasos saturados de 16C o 18C o ambos.

El ácido palmítico (C16:0) y el ácido oleico (C18:1ω9) son los precursores 
de los ácidos grasos poliinsaturados, a su vez producidas mediante mecanis-
mos de desaturación aerobia y elongación (Fig. 15. 3). Por su parte, se sugiere 
que la biosíntesis de triacilglicéridos en microalgas ocurre en el citosol y en el 
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retículo endoplásmico, esencialmente a través de la catálisis por acil-transfe-
rasas que realizan el traslado secuencial de ácidos grasos a las posiciones 1, 2 
y 3 del glicerol-3-fosfato, donde antes de la última transferencia, se requiere 
de la desfosforilación del ácido fosfatídico previamente formado, lo cual se ve 
representado en la Figura 15.4.

Figura 15.3. Biosíntesis de ácidos grasos poliinsaturados en algas eucariotas (Adaptado de 
Harwood y Guschina, 2009).
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Figura 15.4. Biosíntesis de lípidos. En términos generales, en el sistema fotosintético a partir 
de la energía proporcionada por los fotones presentes en el flujo luminoso, se lleva a cabo la 
oxidación catalítica del agua con la consecuente formación de protones, electrones y O2, los 

cuales a su vez posibilitan la obtención de los productos fotosintéticos: ATP y NADPH. Estos 
productos fotosintéticos son el sustrato del Ciclo de Calvin en el cual el CO2 es fijado en mo-
léculas de 3 átomos de Carbono (3C), las cuales a su vez son asimiladas como carbohidratos, 
lípidos y proteínas. En el caso particular de los lípidos de microalgas, las moléculas de 3C son 
transformadas a piruvato y acetil-CoA en el cloroplasto, donde las moléculas de acetil-CoA 
son carboxiladas y sometidas a numerosos ciclos de adición descarboxilativa y β-reducción 
para la síntesis de novo de ácidos grasos (grupos acilo: Acil-ACP). El mecanismo de trans-
porte de ácidos grasos al exterior del citoplasma se desconoce. Posteriormente,  los ácidos 

grasos son secuencialmente transferidos a las posiciones 1, 2 y 3 del glicerol-3-fosfato, donde 
algunos intermediarios son desviados hacia la síntesis de lípidos de membrana (Tomado de 

Garibay Hernández et al., 2009).
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Condiciones para estimular la producción de lípidos 

Se han llevado a cabo distintas estrategias para que las microalgas produz-
can una mayor cantidad de lípidos, de las cuales la limitación de nitrógeno es 
considerada como la más eficiente para incrementar el contenido de lípidos 
neutros en las microalgas, en particular la de TAGs conformados por ácidos 
grasos con un elevado grado de saturación. 

La adaptación de las microalgas a la limitación de nutrientes se caracte-
riza por la manifestación de respuestas específicas para el elemento limitado 
(inducción de sistemas de transporte de alta afinidad y de la síntesis de enzi-
mas hidrolíticas para la liberación intra- o extracelular del nutriente), además 
de respuestas generales tales como cambios morfológicos, cese de la división 
celular, alteraciones en la permeabilidad de las membranas, acumulación 
de lípidos y/o polisacáridos, reducción de la actividad fotosintética y modi-
ficación de procesos metabólicos. Respuestas similares son inducidas por la 
deficiencia de fósforo, azufre y silicio, siendo el efecto de este último especí-
fico para las diatomeas. Asimismo, la disponibilidad de hierro influye en el 
contenido oleaginoso, aunque el mecanismo aún se desconoce. Sin embargo, 
el comportamiento de las microalgas ante la limitación de nutrientes es con-
siderablemente variable y, por tanto, no es posible establecer una tendencia 
generalizada entre las especies de microalgas.

La acumulación de lípidos en especies oleaginosas, a pesar de la ate-
nuación de la división celular, es consecuencia de la asimilación continua de 
carbono y su reorientación metabólica hacia la síntesis activa de ácidos grasos. 
Los lípidos bajo tales circunstancias fungen como una reserva de carbono y 
energía, además de proteger al organismo contra el estrés fotooxidativo. 

El pH y la salinidad son otros factores que modifican la síntesis de lípidos 
de diversas microalgas. Sin embargo, el tipo y cantidad de lípidos producidos 
también dependen de la especie y de la magnitud del cambio de estas varia-
bles. La intensidad luminosa es otra condición que modifica sustancialmente 
la acumulación de TAGs en las microalgas. Altas intensidades, inducen la pro-
ducción de ácidos grasos con un elevado perfil de saturación, mientras que 
intensidades bajas, promueven la síntesis de lípidos polares altamente insatu-
rados. A continuación, se detallan las estrategias mencionadas.
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Limitación de nutrientes

Las microalgas son capaces de subsistir en condiciones ambientales extremas 
ya que son capaces de alterar su patrón metabólico para adaptarse a diversos 
entornos. Macronutrientes como nitrógeno (N), fósforo (P) y azufre (S) son 
componentes esenciales para un correcto funcionamiento del mecanismo ce-
lular. Por ejemplo, el nitrógeno (N) es esencial en la producción de lípidos y 
forma parte de catalizadores e intermediarios del metabolismo primario de las 
microalgas; se encuentra en aminoácidos, en nucleótidos (incluyendo ADP/
ATP y NADP+/NADPH), en vitaminas, clorofilas y ficobilinas cromóforas, así 
como en compuestos involucrados en la remoción de especies oxígeno-reac-
tivas como el glutation. El fósforo (P) desempeña un papel determinante en el 
crecimiento y eco-fisiología de las microalgas, es el suministro de energía en 
reacciones de señalización y es un elemento base para la construcción de ácidos 
nucleicos y de membranas lipídicas. La presencia de azufre (S) en microalgas 
es fundamental en compuestos estructurales (cisteína, metionina y sulfolípi-
dos) y funcionales (glutation, vitaminas y cofactores). Micronutrientes como 
hierro (Fe), manganeso (Mn), cobre (Cu), zinc (Zn), níquel (Ni), magnesio 
(Mg), calcio (Ca) y potasio (K) son importantes en reacciones redox, ácido-
base y en la transmisión y almacenamiento de información y energía dentro 
de la célula. 

La producción de lípidos en microalgas es afectada significativamente por 
la disponibilidad de nutrientes, cuando se someten a condiciones limitadas de 
éstos, la división celular decrece, pero la actividad biosintética de lípidos se 
mantiene e inclusive aumenta en algunas especies. Conforme el crecimiento 
celular de las microalgas disminuye, la síntesis de compuestos de membrana 
ya no es requerida y se promueve la conversión de ácidos grasos a TAGs como 
productos de almacenamiento de carbono y energía, en respuesta a las condi-
ciones de estrés. 

Déficit de nitrógeno 

La limitación de N conduce a una acumulación de lípidos en diferentes es-
pecies de microalgas (Tabla 15.1). Al disminuir la proporción celular, en la 
membrana del tilacoide, se activa la acil hidrolasa y se estimula la hidrólisis 
de fosfolípidos; lo cual, en conjunto, aumenta la fracción intracelular de áci-
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dos grasos de acil-CoA. Esta deficiencia de N también activa la diacilglicerol 
aciltransferasa (DGAT), que cataliza la conversión de la acil-CoA a TAG como 
mecanismo de defensa a las condiciones de estrés. 

Diversos estudios han evaluado el efecto de diferentes condiciones de 
cultivo en microalgas con el propósito de inducir mayores productividades li-
pídicas. Se ha reportado que la temperatura (variando entre 20 y 30° C) y la 
concentración de N (entre 7 y 70 mg L-1) afectan la productividad de lípidos y la 
composición de ácidos grasos en tres cepas de Chlorella. En general, se reporta 
la mayor productividad en cultivos con 3% de N y con temperaturas elevadas.  

Tabla 15.1. Producción de lípidos en microalgas por estrés bajo deficiencia de N (N-).

Microalga
Cepa/especie Lípidos obtenidos *N+ Lípidos obtenidos **N- Referencia

S. rotundus 29.2 ± 1.65 % 41.46 ± 1.94 % (Dixit et al., 2020)
S. abundans 31.4 % 48.12 % (Rai y Gupta, 2017)
N. salina 33.0 % 56.1 % (Fakhry y El Maghraby, 2015)
N. oculata 22-29 % 49.7 % (Millán-Oropeza et al., 2015)
D. salina 6-25 % 54.15 ± 2.71 % (Gao et al., 2013)
C. vulgaris 18-20 % 53 % (Mujtaba et al., 2012)
C. zofingiensis 27.3 % 54.5 % (Feng et al., 2011)

* N+: cultivos de microalgas sin deficiencia de N. 
**N-: cultivos de microalgas con deficiencia de N

Después del hidrógeno (H), C y oxígeno (O), el N es uno de los compo-
nentes más abundantes en las células fotosintéticas. Las formas más comunes 
de N inorgánico utilizadas por las microalgas son nitrato (NO3

-), amonio 
(NH4

+) y ocasionalmente nitrito (NO2
-), aunque es el NO3

- la forma preferida 
como fuente de N para la mayoría de las microalgas. Estudios en Scenedesmus 
rotundus MG910488 indican que una concentración de 3.5 mM induce el ma-
yor porcentaje de lípidos, alcanzando hasta un 41%, mientras que la menor 
acumulación de lípidos (29%) se registró con la concentración de17.6 mM de 
NaNO3, mostrando que el estrés por deficiencia de N es una estrategia efectiva 
para aumentar la producción de lípidos en microalgas.
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Déficit de fósforo 

El fósforo es un nutriente crucial para todas las formas de vida, su rol princi-
pal lo encontramos en los ácidos nucleicos haciendo del fósforo esencial en 
la expresión y almacenamiento de la información genética. Generalmente, las 
concentraciones de fosfatos orgánicos en el agua exceden las de los fosfatos in-
orgánicos, no obstante, el dihidrógeno fosfato (H2PO4

-) y el hidrógeno fosfato 
(HPO4

-2) son las formas de fósforo que las microalgas absorben más fácilmente. 
La limitación de fósforo en microalgas provoca daños en el crecimien-

to y división celular. La ausencia de fósforo también reduce drásticamente la 
síntesis de fosfolípidos, lo que promueve la producción de sulfolípidos, lípi-
dos de betaína y glucolípidos sin fósforo, además de la síntesis de TAG. Se ha 
reportado una acumulación mejorada de lípidos bajo limitación de fósforo 
en diferentes especies de microalgas (Tabla 15.2). En cultivos de Chorella sp. 
sometidos a bajas concentraciones de fósforo (32 µM), se ha observado un 
incremento en la productividad y el contenido de lípidos totales.

Los ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs) son ácidos grasos esen-
ciales para el desarrollo de organismos marinos y muy apreciados por su 
efecto biológico en la salud humana, en esta categoría se encuentran los áci-
dos eicosapentaenoico (EPA, 20:5 ω3), docosahexaenoico (DHA, 22:6 ω3) y 
araquidónico (AA, 20:4 ω6) que han sido utilizados para el tratamiento de 
enfermedades del corazón, cáncer, artritis, degeneración muscular, etc. La li-
mitación de fósforo es una estrategia que puede ser utilizada para producir 
PUFAs a escala industrial; esto se ha demostrado en el alga roja Porphyridium 
purpureum, en donde se ha reportado un aumento significativo en la produc-
ción de ácidos grasos, aminoácidos y EPA a bajas concentraciones de fósforo.

Tabla 15.2. Producción de lípidos en microalgas por estrés bajo deficiencia de P.

Microalga
Cepa/especie Ausencia/Limitación de P Lípidos obtenidos Referencia

Monodus subterraneus Ausencia 39.3 % de TAGs (Khozin-Goldberg 
y Cohen, 2006)

Scenedesmus sp. Ausencia 53 % de lípidos totales (Xin et al., 2010)
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Si bien, la limitación de fósforo en cultivos de diversas cepas de microalgas 
genera una mayor acumulación de lípidos, también es cierto que en algunas 
otras cepas el comportamiento es opuesto, un ejemplo de lo anterior se obser-
vó en las microalgas Nannochloris atomus (Chlorophyceae) y Tetraselmis sp. 
(Prasinophyceae) que disminuyeron su producción de lípidos al someterse a 
bajas concentraciones de P.

Déficit de azufre

El azufre es uno de los elementos principales de las microalgas, frecuente-
mente es absorbido y asimilado como sulfato (SO4

-2) que es la forma más 
abundante de S inorgánico en la naturaleza, aunque también puede asimilarse 
a partir de fuentes orgánicas en forma de sulfuro (S-2). Desempeña un papel 
muy importante en la cadena transportadora de electrones, en la biosíntesis de 
proteínas y en el metabolismo de lípidos. 

Se ha demostrado que la deficiencia nutritiva de S afecta el volumen y 
crecimiento celular en microalgas, sin embargo, la respuesta a esta condición 
es un aumento en la síntesis de ácidos grasos, pigmentos y carbohidratos. Es-
tudios con cultivos de C. vulgaris crecida en medio con S limitado y a pH 
distintos (5.0-8.0) indican que las variaciones en el pH no afectan significati-
vamente la composición de ácidos grasos, sin embargo, en la deficiencia de S 
a pH = 7.5, se produce una mayor acumulación de lípidos totales (53%). En 
cultivos de Dunalliela salina privados de S se reportó un incremento en la pro-
ducción de β-caroteno en más del doble (de 6.7 mg L1 a 15 mg L-1), comparado 
con los cultivos en medios suplementados con azufre.

El efecto del aumento en la síntesis de lípidos por limitación o ausencia 
de azufre puede explicarse, al menos en Chlamydomonas reinhardtii por una 
represión en la síntesis de proteínas y un efecto simultáneo de sobre-expresión 
de genes involucrados en la síntesis de lípidos y una desviación del flujo meta-
bólico de C hacia la síntesis de TAGs.

Otros ejemplos de la deficiencia o privación de S en cultivos de microal-
gas con relación a la producción de lípidos se muestran en la Tabla 15.3. Se 
puede observar que el comportamiento en diversas cepas y especies bajo la 
deficiencia/ausencia de S es similar en el aspecto de que existe un aumento 
general en la síntesis de lípidos totales. Esta estrategia, también ha mostrado 
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ser eficiente, si se pretende obtener una mayor síntesis de carbohidratos im-
portantes para la generación de bioetanol.

Tabla 15.3. Producción de lípidos en microalgas por estrés bajo deficiencia de S.

Microalga
Cepa/especie

Ausencia/Limitación 
de P Lípidos obtenidos Referencia

P. kessleri Ausencia Incremento 
en lípidos totales (Yamazaki et al., 2018)

C. vulgaris Limitación 53.43 ± 3.93 % (Sakarika y Kornaros, 2017)
C. reinhardtii Limitación 36.98 % (Morowvat y Ghasemi, 2016)
Coccomyxa sp. Limitación 13.0 % (Ruiz-Domínguez et al., 2015)

C. vulgaris, C. 
sorokiniana, C. 
lobophora, y P. 
kessleri

Limitación

En C. vulgaris, C. sorokiniana 
y C. lobophora los lípidos 
aumentaron entre 1.5 a 2.4 veces 
su producción. En P. kessleri el 
aumento fue de 24.3 a 59.7.

(Mizuno et al., 2013)

Cambio de temperatura

La temperatura es un factor de estrés que influye en la tasa de crecimiento, la 
productividad neta de lípidos y los perfiles de ácidos grasos (FA, por sus siglas 
en inglés, Fatty Acids) en una amplia gama de especies de microalgas. Se ha re-
portado que se han utilizado temperaturas bajas o altas para modificar el perfil 
lipídico dependiendo de la especie, de manera general se ha observado que los 
niveles de insaturación en los FA aumentan a bajas temperaturas, mientras que 
los FA saturados totales aumentan a altas temperaturas. El nivel de insaturación 
es alto a bajas temperaturas principalmente debido a la mayor concentración de 
oxígeno disuelto (OD), que permite que las enzimas dependientes del oxígeno, 
conocidas como desaturasas ω-3, funcionen apropiadamente.

Se ha reportado que un aumento en la temperatura tiene un efecto po-
sitivo en la fotosíntesis y la división celular. Esta tendencia se explica por la 
mejora de las actividades enzimáticas relacionadas con el ciclo de Calvin. 
Debido al estrés térmico se pueden ver afectadas las funcionalidades de las 
enzimas (inactivación o desnaturalización) o modificar las proteínas que es-
tán involucradas en los procesos fotosintéticos. Las altas temperaturas pueden 
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causar condiciones de estrés que modifiquen el equilibrio de energía y aumen-
te la producción de radicales libres en exceso. Con el fin de contrarrestar el 
efecto de estos compuestos dañinos y asegurar el crecimiento, las microalgas 
son capaces de generar moléculas adicionales con propiedades antioxidantes. 
Los pigmentos como el β-caroteno, son capaces de contrarrestar la sobrepro-
ducción de los radicales libres. 

En Chlorella vulgaris, una disminución de temperatura de 30 a 25 °C au-
menta el contenido de lípidos en 2.5 veces sin afectar la tasa de crecimiento. Una 
tendencia similar se ha observado en Scenedesmus sp, donde una disminución 
de la temperatura de 25 a 20 °C aumenta el contenido de lípidos en 1.7 veces con 
un ligero efecto sobre la tasa de crecimiento, mientras que en Nannochloropsis 
oculata, la productividad de lípidos parece no depender de la temperatura. 

En las microalgas Scenedesmus acutus, Nannochloropsis oculata y Chlorella 
vulgaris también se ha evaluado el efecto de la temperatura en la acumula-
ción de lípidos. Se ha reportado que S. acutus acumula una mayor cantidad de 
lípidos (22%) a una de temperatura de 38 °C, mientras que en la misma tem-
peratura N. oculata acumula un 15.7 % de lípidos, por otra parte C. vulgaris a 
una temperatura de 30 °C acumula hasta un 11% de lípidos.

En la Tabla 15.4 se describen algunas especies de microalgas en las que se 
evaluó el efecto del cambio de temperatura en la composición lipídica, lo que 
demuestra el interés por conocer la factibilidad de utilizar microalgas para la 
obtención de lípidos destinados a la producción de biodiésel.

Tabla 15.4. Inducción de lípidos en microalgas utilizando diferentes temperaturas 
(Modificado de Sharma et al. (2012).

Microalga Condición de estrés
por temperatura Contenido de lípidos

Rhodomonas sp.
Cryptomonas sp.
Isochrysis sp.

Rango de 27 °C a 30 °C Aumento de un 15.5, 12.7 y 21.7 % 
respectivamente en lípidos totales.

Nannochloropsis oculata Aumento de 20 °C a 25 °C Aumento de un 14.92 % de lípidos totales.
Chlorella ellipsoidea Disminución de temperatura Incremento de ácidos grasos insaturados.
Nannochloropsis salina Aumento de temperatura Aumento de los lípidos totales.
Dunaliella salina Cambio de 30 °C a 12 °C Aumento de los lípidos insaturados.
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Microalga Condición de estrés
por temperatura Contenido de lípidos

Ochromonas danica Aumento de 15 °C a 30 °C Aumento de los lípidos totales.
Selenastrum capricornutum Cambio de 25 °C a 10 °C Aumento en la cantidad de ácido oleico

Phaeodactylum tricornutum Cambio de 25 °C a 10 °C 
durante 12 h

Rendimientos más altos de ácidos grasos 
poliinsaturados y ácido eicosapentaenoico

Spirulina platensis, Chlorella
vulgaris, Botryococcus
braunii

Aumento de temperatura Ácidos grasos saturados aumentados

Intensidad de luz y longitud de onda irradiante  

Se ha reportado que el crecimiento de las microalgas bajo diferentes inten-
sidades de luz y longitudes de onda ha dado como resultado cambios en el 
metabolismo de éstas alterando los perfiles lipídicos. A bajas intensidades 
de luz se induce a la formación de lípidos anfipáticos particularmente lípi-
dos de membrana asociados con el cloroplasto (fosfolípidos y glucolípidos), 
sin embargo, el crecimiento es limitado; mientras que a altas intensidades de 
luz decrece el contenido de estos lípidos anfipáticos con un simultáneo incre-
mento en la cantidad de lípidos neutrales de almacenamiento, principalmente 
triglicéridos (TAGs), no obstante, esto puede provocar foto-oxidación y foto-
inhibición. Para evitar esto, es necesario optimizar la cantidad de luz emitida 
al cultivo para obtener un crecimiento adecuado y al mismo tiempo provocar 
la formación de TAGs.

Bajo estrés por alta intensidad de luz, el exceso de electrones de la cadena 
de transporte fotosintética puede inducir un exceso de producción de especies 
reactivas de oxígeno, esto puede causar la inhibición de la fotosíntesis y daño 
a la membrana. La formación de ácidos grasos de cadena larga como el C18 
puede consumir aproximadamente 24 NADPH de la cadena de transporte de 
electrones, que es el doble requerido para la síntesis de carbohidratos y pro-
teínas, y por lo tanto relaja la cadena de transporte de electrones bajo estas 
condiciones. Por lo anterior se puede concluir que la producción de TAGs 
bajo condiciones de alta intensidad de luz se puede deber a un mecanismo de 
protección para la célula. Los aceptores de electrones utilizados por el proceso 
de fotosíntesis podrían agotarse y esto llevaría a sintetizar ácidos grasos que 
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a su vez, se almacenan como TAGs, lo cual potencialmente ayuda a la célula 
para generar aceptores de electrones. Además, se sabe que la síntesis de TAGs 
está coordinada junto con la producción de carotenoides en algas. Las mo-
léculas de la vía de los carotenoides como β carotenos, luteína y astaxantina 
están esterificados con los TAGs y secuestrados dentro de los cuerpos lipídi-
cos. La distribución periférica de los cuerpos lipídicos ricos en carotenoides 
sirve como protectores para prevenir o reducir un exceso de luz que incide 
sobre el cloroplasto bajo estrés.

Por otro lado, las microalgas no aprovechan en su totalidad la radiación 
solar durante la fotosíntesis, sólo es útil el espectro comprendido entre los 
400 y 700 nm de longitud de onda denominada “radiación fotosintéticamente 
activa”, región que representa el 42.3% del total de radiación recibida (Fig. 15. 
5). La energía promedio de los fotones comprendidos en este rango es de 218 
kJ calculando una eficiencia fotosintética máxima para microalgas de 7.6% 
respecto a la radiación solar total, valor que es superior al de las plantas C3 
(2.4-4.3%) y C4 (1.3-3.7%).

Figura 15. 5. Espectro electromagnético y radiación fotosintéticamente activa 
para las microalgas.

Se han estudiado diversos tipos de microalgas crecidas bajo diferentes 
longitudes de onda, entre los que destacan la luz roja (600-700 nm) y azul 
(400-500 nm), demostrando que la velocidad de crecimiento, el crecimiento 
celular y el contenido lipídico aumentan; en Botryococcus braunii la luz roja 
a 660 nm muestra una mejor eficiencia en el crecimiento, en la fijación del 
CO2 y en la producción de hidrocarbonos; bajo estrés por la luz azul (475 nm) 
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Chlorella vulgaris aumenta su velocidad de crecimiento y la productividad de 
biomasa en 14 días mientras que la luz roja (650 nm) y verde (510 nm) no 
fueron favorables. Bajo el crecimiento en luz azul (457 nm) usando lámparas 
LEDs, las microalgas marinas Nannochloropsis sp. y Tetraselmis sp. aumenta-
ron su velocidad de crecimiento y su producción de ácidos grasos saturados 
comparados con el estrés de luz roja (660 nm), roja-azul y luz blanca. 

Chlamydomonas reinhardtii contiene clorofila a y b asociadas a pigmentos, 
las cuales absorben principalmente en las regiones azul y rojo del espectro. Se 
conoce la existencia de un receptor de luz azul en C. reinhardtii que controla 
la producción de algunas enzimas esenciales que desencadenan varias etapas 
en la reproducción y en la formación de gametos. Esto ha sugerido que tam-
bién existe un receptor de luz roja pero no se ha encontrado aún, a pesar de eso 
se ha encontrado que la luz roja está ligada a genes de regulación y desarrollo, 
mientras que tiene un papel menor en la formación de gametos. En esta misma 
microalga se han realizado estudios para conocer el efecto que tienen la luz roja 
y azul en el crecimiento, usando un sistema con láser individual y combinado a 
655 nm (rojo), 680 nm (rojo), 655 nm + 474 nm (rojo-azul) y 680 nm + 474 nm 
(rojo-azul); se ha demostrado que el crecimiento y la división celular no son fa-
vorecidas bajo estas longitudes de onda específicas y solo se logró un incremento 
en la velocidad de crecimiento y de división celular bajo una combinación de luz 
roja y azul. De la misma manera, se ha estudiado el potencial de C. reinhardtii 
para acumular lípidos bajo luz blanca (400-700 nm), roja (650 nm) y verde (550 
nm), encontrándose que la luz roja muestra un efecto positivo en el crecimiento 
de la microalga, el contenido de clorofila y en la cantidad de lípidos en compara-
ción con los cultivos crecidos bajo luz blanca y verde.

Algunos procesos implicados en el crecimiento de la microalga son afec-
tados por la intensidad de luz como la fotoadaptación y fotoaclimatación los 
cuales conducen a cambios en las propiedades celulares de acuerdo con la dis-
ponibilidad de la luz y al aumento en la eficiencia fotosintética. La adaptación 
puede ocurrir a través de múltiples mecanismos como cambios en los tipos y 
cantidades de pigmentos, tasa de crecimiento, tasa de respiración oscura o la 
disponibilidad de ácidos grasos esenciales. La fotoaclimatación morfológica 
está acompañada por cambios en el número y volumen celular, así como en 
la densidad de las membranas tilacoideas. Estos resultados evidencian que no 
todas las especies de microalgas presentan el mismo comportamiento, ya que 
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además de la intensidad y longitud de onda, existen otros factores que pueden 
afectar los resultados.

Cambio de pH

Durante el crecimiento de microalgas, el pH del medio juega un papel impor-
tante ya que puede cambiar no solo la distribución de las especies de dióxido 
de carbono (Fig. 15. 6), sino también la disponibilidad de los metales traza y 
nutrientes esenciales para su crecimiento, así como la producción de clorofila. 
Se ha reportado que C. reinhardtii requiere un pH citosólico entre 7 y 7.5 para 
que sus orgánulos y otros procesos internos funcionen apropiadamente. Para 
mantener este pH citosólico, las proteínas de membrana utilizan ATP para 
evitar que en el entorno externo se genere un gradiente de H+ y este pueda ser 
internalizado a la célula. Bajo condiciones ácidas externas se consume ATP 
adicional para mantener el pH citosólico de 7; por lo tanto, C. reinhardtii es 
energéticamente menos eficiente en ambientes ácidos. A medida que se agota 
el ATP, hay menos energía para el crecimiento y la reproducción celular. 

Figura 15. 6. Distribución del carbono por efecto del pH en Chlamydomonas reinhardtii. AC: 
Anhidrasa carbónica. 
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Se ha reportado que la acumulación de lípidos se maximiza cuando las 
células de C. reinhardtii están estresadas por cambios de pH, aunque su creci-
miento es más lento, el almacenamiento de energía en forma de TAGs es mayor. 
En C. reinhardtii se ha evaluado el contenido de clorofila y de lípidos totales 
bajo pH diferentes (7, 7.8 y 8.5). A pH de 7.8 se ha observado un incremento en 
el crecimiento celular y una acumulación significativa de clorofila respecto al 
cultivo crecido a pH de 7.0 (control), mientras que a pH de 8.5 se registró una 
fuerte disminución en ambos parámetros en comparación con los otros valores 
de pH analizados. Con relación a los lípidos, el contenido aumento 3 y 2.3 veces 
más a pH 7.8 y 8.5, respectivamente, en comparación con el cultivo a pH 7. Los 
resultados sugieren que para C. reinhardtii, un pH de 7.8 podría ser el óptimo 
para maximizar el crecimiento y la acumulación de lípidos.

Resultados similares se han observado utilizando otras microalgas, por 
ejemplo, en Nannochloropsis salina también se ha estudiado la influencia del 
pH en el crecimiento celular y la acumulación de lípidos. De los valores de pH 
analizados (5, 6, 7, 8, 9 y 10) fue a pH 8 en donde se encontró una acumulación 
máxima de lípidos. Por otro lado, se ha reportado que la relación entre la con-
centración de nitrógeno y pH influye en la producción de biomasa y lípidos en 
los cultivos de Chlorella sp. y Dunaliella salina. En este estudio se reportó que 
Chlorella sp. crece mejor a pH 7.5 con una concentración inicial de nitrógeno 
de 0.1 mg L-1, mientras que Dunaliella salina presentó mayor crecimiento a pH 
8.5 sin afectar la concentración de nitrógeno utilizada. 

De la misma manera, Chlorella vulgaris se ha crecido en cultivos bajo 
limitación de azufre a diferentes pH (3.0, 4.0, 5.0, 6.0, 6.5, 7.0, 7.5, 8.0, 9.5 y 
11.0), los resultados indicaron que esta microalga es capaz de crecer a pH de 
5.0, 6.0, 6.5, 7.0, 7.5 y 8.0 alcanzando la máxima productividad de biomasa a 
pH superior a 7; sin embargo, el cultivo a pH 7.5 alcanzó la mayor acumula-
ción de lípidos (53%) mientras que a pH 8.0 el contenido de lípidos se redujo 
a 33%, se ha indicado también que la composición de ácidos grasos no está 
relacionada con el pH.

De la misma manera, la microalga Scenedesmus abundans fue crecida a 5 
pH diferentes (5, 6, 7, 8 y 9) y 4 concentraciones iniciales de fosfato. A pH 8 se 
registró la mayor productividad de biomasa y de lípidos (26%), mientras que 
a pH 5 se redujo el contenido a 12%. Aunque el fosfato no mostró un efecto 
significativo en el crecimiento de la microalga, si causó una alteración en el 
perfil de FA. Estos estudios permiten comprender que incluso cuando se mo-
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difican los mismos parámetros de crecimiento en un cultivo de microalgas, no 
se puede predecir un comportamiento general.

Uso de reguladores de crecimiento

Tradicionalmente, las hormonas vegetales y los reguladores sintéticos del 
crecimiento de las plantas se han considerado herramientas valiosas para 
dilucidar las respuestas fisiológicas de las plantas a los cambios ambientales. 
Además, su uso puede extenderse al campo de la producción de algas o mi-
croalgas para mejorar la viabilidad potencial de las aplicaciones comerciales 
de la producción de biomasa renovable. Puede ser posible reducir los costos 
de producción por tonelada de biomasa producida, aumentando así la ren-
tabilidad de las industrias que producen algas para biocombustibles. Varios 
reguladores del crecimiento vegetal (RCs) tales como el ácido salicílico (SA), 
ácido 1-naftalenacetico (NAA), giberelina A3 (GA3), el ácido jasmónico (JA), 
entre otros, han sido investigados por sus efectos sobre el crecimiento de las 
microalgas en la última década.

Las auxinas desempeñan un papel versátil en el crecimiento y en el meta-
bolismo de las microalgas; incluso concentraciones muy pequeñas de auxinas 
pueden estimular el crecimiento, la producción de biomasa y la biosíntesis 
de biomoléculas. Se han identificado diversas concentraciones de ácido in-
dolacético (AIA) o sus derivados en extractos de microalgas y sobrenadantes, 
que presentan efectos estimulantes e inhibidores sobre el crecimiento y el me-
tabolismo de microalgas. Se plantea la hipótesis de que las auxinas pueden 
promover el crecimiento al estimular la actividad fotosintética al incrementar 
el contenido de clorofila y activar los sistemas redox celulares.

Las citoquininas (CK) son derivados de adenina y adenosina, descubiertos 
a mediados del siglo XX. El tipo cis-zeatina es la citoquinina predominante en 
las microalgas. También se ha descubierto que las CK desempeñan un papel 
clave en los procesos biológicos de las microalgas, incluida la inducción de la di-
visión celular, la estimulación de los procesos de crecimiento y el aumento de la 
actividad fotosintética. En condiciones adversas, las CK de microalgas tienen un 
efecto protector sobre las actividades fisiológicas, especialmente la fotosíntesis.

El ácido acetilsalicílico fue sintetizado a partir del ácido salicílico; el ácido 
salicílico (SA) es un miembro de una clase de pequeñas moléculas fenólicas en 
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plantas que se definieron como un anillo aromático sustituido con un grupo 
hidroxilo o sus derivados. Se ha especulado que algunos ácidos fenólicos fun-
cionan como reguladores del crecimiento cuando se aplican a las microalgas.

En C. vulgaris FACHB-9 se ha evaluado el efecto de diferentes concen-
traciones de ocho reguladores de crecimiento (RCs): (SA, NAA, GA3, 6-bencil 
aminopurina (6-BA), 2,4 epibrasinólido (EBR), ácido abscísico (ABA), etefón 
(ETH) y espermidina (SPD) en la acumulación de lípidos, ácidos grasos po-
liinsaturados, proteínas y carotenoides en la microalga, también se evaluó la 
expresión transcripcional de algunos genes implicados en la síntesis de FA con 
la finalidad de comprender el mecanismo molecular de la bioacumulación de 
lípidos. Los resultados indicaron que los RCs son útiles para inducir la acumu-
lación de lípidos en esta microalga, además de proteínas solubles, carotenoides 
y PUFAs. Se encontró también que ABA es el RC más efectivo para aumentar 
el contenido total de lípidos y la productividad de estos hasta en 3 y 2 veces 
más respectivamente, en comparación con los controles. Los tratamientos con 
6-BA, NAA, ABA y ETH provocaron que las células de C. vulgaris acumula-
ran PUFAs, especialmente Ácido Linoleico (LNA), Ácido docosahexaenoico 
(DHA), Ácido araquidónico (ARA) y Ácido eicosapentaenoico (EPA). Similar 
a los lípidos, la acumulación de carotenoides también se indujo en las células 
de C. vulgaris con todos los RCs utilizados, excepto el ABA. Por el contrario, 
solo el SA fue efectiva para inducir la acumulación de proteínas.

En la Tabla 15.5 se resumen los efectos de los reguladores en el crecimien-
to y los bioproductos que se obtienen de las distintas microalgas evaluadas.
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Tabla 15.5. Efectos de los reguladores de crecimiento en microalgas 
(Modificado de Han et al., 2018)

Regulador de 
crecimiento Microalga Efecto

Ácido Indolacético Scenedesmus 
quadricauda

Aumento en el crecimiento celular, producción de 
biomasa, biosíntesis de pigmentos (clorofila a y 
carotenoides totales) y en la biosíntesis de ácidos grasos.

Ácido Indolacético Scenedesmus
obliquus

Aumento el crecimiento 1.9 veces respecto al control, 
aumento de ácidos grasos (ácidos palmítico, oleico, 
linoleico y α-linolénico).

Ácido Abscísico Chlorella
saccharophila Aumento de lípidos, principalmente de triacilgicéridos.

Bencil- aminopurina 
y Kinetina

Chlorella
protothecoides

Aumento en la producción de biomasa y la síntesis de 
lípidos (particularmente ácido α-Linoleico).

Ácido Giberélico 
(GA3)

Chlorella 
pyrenoldosa

Aumento en el crecimiento celular, aumento en el 
contenido y la productividad lipídica.

Chlorella 
ellipsoidea

Mejora en la productividad lipídica de hasta 7 veces 
más respecto al control.

Etefón Chlorella 
vulgaris

Incremento en la acumulación de ácidos grasos 
saturados, α-tocoferol, ácido g-aminobutírico, 
asparagina, prolina

Sobreexpresión de genes y factores de transcripción involucrados 
en la biosíntesis de lípidos  

Las estrategias basadas en ingeniería genética proponen la sobreexpresión de 
genes que codifican para enzimas clave en la síntesis de ácidos grasos y TAGs; 
como por ejemplo la sobreexpresión de la enzima acetil-CoA carboxilasa 
(ACCasa) que cataliza la primera reacción limitante en la biosíntesis de ácidos 
grasos al transformar el acetil-CoA en malonil-CoA (Fig. 15. 7). Sin embargo, 
este enfoque no ha tenido mucho éxito en el aumento de las reservas de lípi-
dos ya que el aumento o disminución de la expresión de estas enzimas parece 
provocar “cuellos de botella” en otros pasos de la ruta. Esta estrategia aún se 
encuentra en estudio a fin de lograr identificar las enzimas clave para aumen-
tar estas reservas de energía, descifrando los transcriptomas de las cepas ante 
distintas condiciones de estrés. Sin embargo, existen reportes en los cuales se 
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ha demostrado que la sobreexpresión de las isoformas de la enzima diacilgli-
cerol aciltransferasa (DGAT) tipo 2 inducen un aumento en la cantidad de 
acidos grasos formando gotas lipídicas en el citoplasma cuando la microalga 
se somete a estrés. La  DGAT forma parte de la familia de aciltranferasas y 
juega un papel importante en el metabolismo de los glicerolípidos al participar 
en la fase final de la síntesis de triglicéridos (Fig. 15. 7). 

Figura 15. 7. Biosíntesis de lípidos en microalgas. ACCasa: acetil-CoA carboxilasa; DGAT: 
diacilglicerol aciltransferasa.  

La microalga C. reinhardtti se ha transformado via nuclear sobreexpresan-
do dos isoformas de la enzima DGAT2; de acuerdo a los resultados, las cepas 
transgénicas obtenidas acumulan una mayor cantidad de lípidos, de manera 
particular, la cepa sobreexpresante de la isoforma 3 duplicó la cantidad de lípi-
dos respecto a la cepa sin transformar. Resultado similar se ha reportado para 
la misma microalga, pero transformada con el gen DGAT de Brassica napus, al 
igual que el caso anterior, las cepas transgénicas presentaron un aumento del 
doble en los lípidos neutros totales comparados con la cepa no modificada.
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Sin embargo, se ha sugerido en los últimos años que la regulación de las 
vías metabólicas debe estudiarse en el contexto de toda la célula y no en un 
solo paso de la ruta metabólica. En este sentido, los factores de transcripción 
(TFs) pueden regular la expresión o la actividad de varias enzimas relacionadas 
con los productos deseados. Estos pueden actuar reconociendo y uniéndose a 
secuencias concretas de ADN, reclutando a otros factores o uniéndose directa-
mente a la ARN polimerasa. Este enfoque es más prometedor ya que no solo se 
afecta a una de las proteínas o enzimas, sino a todo el conjunto de proteínas de 
la ruta metabólica evitando así los “cuellos de botella”. Las investigaciones más 
recientes se enfocan en la búsqueda de TFs que regulan la biosíntesis de lípidos 
en microalgas. En años anteriores se han descubierto en plantas los factores de 
transcripción tipo-Dof (DNA-binding-with-one-finger), los cuales están im-
plicados en la ruta de biosíntesis de lípidos en semillas de soya. De manera 
particular, los genes GmDof4 y GmDof11 aumentan la cantidad de lípidos to-
tales en semillas de Arabidopsis transgénicas y aumentan la expresión de genes 
que están asociados con la biosíntesis de ácidos grasos. Este factor de transcrip-
ción también se ha encontrado en otros organismos incluyendo C. reinhardtii. 

La cepa de C. reinhardtii ha sido modificada para sobreexpresar el gen 
GmDof11 que codifica para el factor de transcripción tipo Dof. Los resultados 
indicaron una mayor cantidad de lípidos en las cepas recombinantes respecto 
a la cepa no transformada. También se reportó que la sobreexpresión del TF 
Dof incrementó la expresión de varios genes implicados en la biosíntesis de 
ácidos grasos y glicerolípidos. Estas mismas transformantes se sometieron a 
estrés por inanición de nitrógeno y azufre, ya que se ha reportado que una 
combinación de estrategias (por ejemplo, ingeniería genética y déficit de nu-
trientes) podría incrementar aún más el contenido lipídico. Los resultados 
demostraron que las cepas sobreexpresantes del TF Dof bajo privación de azu-
fre y nitrógeno acumulan 2.6 y 2.7 veces, respectivamente, en relación a la cepa 
sin transformar sometida al mismo tipo de estrés nutricional. Es relevante el 
hecho de que las rutas metabólicas no solo se ven afectadas por el nivel de 
expresión de los factores de transcripción, sino también por las condiciones 
de estrés nutricional. Una estrategia basada en cultivar microalgas sobreex-
presantes de TFs en un medio con concentraciones optimizadas de nutrientes 
podría aumentar el rendimiento de la obtención de lípidos. 

El método de TFs es una tecnología muy prometedora y es probable que 
pueda proporcionar el avance necesario que permita la producción rentable 
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de lípidos de microalgas. Sin embargo, ésta todavía se encuentra en fase inicial 
y el primer paso importante sería identificar varios TFs que regulan la biosín-
tesis de lípidos en microalgas. Otra estrategia que puede ser prometedora es 
la sobreexpresión de más de una enzima clave en la producción de TAGs para 
mejorar la biosíntesis de lípidos.

Aplicaciones de los lípidos producidos en microalgas

Hoy en día es imperativo que, al satisfacer nuestras necesidades de alimentos, 
de transporte y de cuidado de la salud, preservemos nuestro medio ambien-
te, pues es la única manera de vivir saludablemente y garantizar el desarrollo 
de futuras generaciones. Mitigar la contaminación ambiental y tratar de so-
lucionar el problema de la demanda energética mundial, puede lograrse con 
el desarrollo y uso de nuevas fuentes renovables de combustibles que sean 
eficientes y compatibles con la infraestructura actual. Enormes esfuerzos se 
han dedicado a la búsqueda de combustibles alternativos que suplan en menor 
o mayor grado el consumo de combustibles fósiles, en este sentido, los meta-
bolitos de las microalgas, y en particular los lípidos, pueden desplazar parcial 
e incluso totalmente, nuestra dependencia a los combustibles fósiles ya que 
pueden ser convertidos fácilmente en biodiésel por un proceso de transesteri-
ficación. La transesterificación es un proceso catalítico de intercambio de un 
grupo alcoxi de un éster por un alcohol (aceptor de acilo), esto convierte a los 
triglicéridos en ésteres alquílicos de ácidos grasos y glicerol (Fig. 15.8). Este 
proceso también se le conoce también como alcohólisis ya que utiliza alcoho-
les de cadena corta como el etanol y metanol como aceptores de acilo, siendo 
este último el más utilizado comercialmente debido a su bajo costo.

Figura 15.8. Proceso de transesterificación de un aceite (triglicéridos) a biodiésel.
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El aceite de microalgas parece ser el único con el potencial para desplazar 
al diésel convencional. A diferencia de otros cultivos oleaginosos, las microal-
gas crecen extremadamente rápido y algunas son ricas en aceite (Tabla 15. 6). 
Una gran cantidad de microalgas duplican su biomasa en tan sólo 24 h y su 
contenido de aceite puede llegar hasta un 80% en peso de biomasa seca. 

Tabla 15.6. Comparación del rendimiento de aceite microalgal con otras materias primas. 
(Basada en datos publicados por Mata et al. (2010).

Microalga
Cepa/especie

% aceite en peso 
de biomasa

Rendimiento de aceite 
(L / ha /año)

Maíz (Zea mays L.) 44 172

Cáñamo (Cannabis sativa L.) 33 363

Soya (Glycine max L.) 18 636
Jatropa (Jatropha curcas L.) 28 741
Camelina (Camelina sativa L.) 42 915
Canola (Brassica napus L.) 41 974
Girasol (Helianthus annuus L.) 40 1070
Higuerilla (ricinus communis L.) 48 1307
Palma (Elaeis guineensis) 36 5366
Microalgas (contenido bajo de aceite) 30 58,700
Microalgas (contenido medio de aceite) 50 97,800
Microalgas (contenido alto de aceite) 70 136,900

Otra ventaja del diésel obtenido del aceite de microalgas es que es renova-
ble, no tóxico y ecológico; presenta un punto de inflamación más alto, mayor 
biodegradabilidad, mejor número de cetano y emite menos gases de efecto 
invernadero respecto al diésel proveniente de fuentes fósiles. Se han investiga-
do nuevas estrategias para disminuir costos de producción y comercialización 
de este biocombustible, desafortunadamente, el precio de su manufactura por 
técnicas convencionales sigue siendo muy alto como para desplazar por com-
pleto al diésel convencional. 

Además del aceite extraído de microalgas que puede ser útil para elaborar 
el biodiésel, es posible obtener otros bioproductos de interés industrial. Se han 
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reportado numerosos componentes en las microalgas como son: proteínas, 
antioxidantes, clorofilas, carotenoides, ácido fólico, polisacáridos, PUFAs, tri-
glicéridos y vitaminas, que se utilizan comercialmente en diferentes sectores 
industriales (por ejemplo, en alimentos funcionales, nutracéuticos, produc-
tos farmacéuticos, cosméticos, acuicultura, etc.). Los PUFAs de las microalgas 
tienen un mercado biotecnológico muy prometedor, ya que poseen un olor 
mucho menos desagradable que el aceite de pescado y tienen un menor riesgo 
de contaminación por metales, esto se aprovecha para darle un valor agregado 
a la leche y mejorar la nutrición en niños pequeños. 

Se ha publicado que algunas aves de corral han sido alimentadas con mi-
croalgas como Nannochloropsis oceánica para aumentar sus niveles de PUFAs 
en carne y huevos. También se ha reportado la adición de ácido EPA y DHA 
a partir Crypthecodinium cohnii y Schizochytrium en las fórmulas infantiles y 
en el mercado de alimentos saludables. Otro ejemplo, es el de Nutrinova®, una 
empresa alemana que invita a las personas vegetarianas a consumir suplemen-
tos con DHA, debido a que los índices en sangre en personas que lo obtienen 
a través de las plantas es insuficiente. Se ha propuesto que el aceite obtenido a 
partir de microalgas satisface las necesidades básicas de DHA en vegetarianos. 
Martek Biosciences Corporation es una empresa que también ha apostado por 
el aceite de microalgas; a través de una cepa mejorada de Schizochytrium ob-
tienen un aceite (rico en DHA y EPA) con un perfil de ácidos grasos que es 
muy parecido al obtenido por otras fuentes. La empresa Martek® ha solicitado 
la aprobación para su uso en galletas y aceites de cocina (Martek Biosciences 
Corporation 2011). Thrive® es otra empresa que actualmente vende aceite co-
mestible de microalga con un bajo contenido en grasas saturadas (“Thrive® 
culinary oil” 2020).

Con relación a los cosméticos (cremas o lociones), los ácidos grasos 
cumplen una función importante en la piel, intervienen en la pérdida de agua 
trans-epidérmica y en la restauración de la barrera de permeabilidad. Se ha 
reportado también que la astaxantina proveniente de microalgas presenta la 
propiedad de renovar la piel y es capaz de disminuir las arrugas (patas de gallo), 
así mismo disminuye el tamaño de manchas por la edad, mejora la elasticidad y 
textura de la piel y el contenido de humedad de la capa de corneocitos. 

Existen también los llamados marinosomas® (liposomas basados en 
extractos de lípidos de microalgas y otros organismos marinos con altas can-
tidades de PUFAs), éstos están adquiriendo importancia comercial debido a 
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que proporcionan efectos nutritivos y protectores para la piel. Actualmente, se 
siguen investigando otras clases de compuestos derivados de microalgas para 
su aplicación en cosméticos (Tabla 15.7).

Tabla 15.7. Uso potencial de derivados microalgales en cosméticos 
(Basada en datos de Mourelle et al., 2017).

Molécula
bioactiva Microalga/cianobacteria Uso potencial

en cosméticos Referencia

β-carotenos Dunaliella salina Antioxidantes (Hamed, 2016)

Asthaxantina Haematococcus pluvialis Antioxidantes y 
protector solar

(Hamed, 2016; Koller et al., 
2014)

Licopeno Anabaena vaginicola
Antioxidante
Anti-envejecimiento
Pantalla solar

(Hashtroudi et al., 2013; 
Singh et al., 2012)

Escitonemina Cianobacterias marinas Pantalla solar (Takamatsu et al., 2003)
Vitamina E
(α-tocoferol)

Dunaliella tertiolecta, 
Tetraselmis suecica Antioxidante (Carballo-Cárdenas et al., 

2003)

Extractos de 
microalgas

Chlorella vulgaris Reparador de colágeno (Koller et al., 2014)
Scenedesmus vacuolatus, 
Phaeodactylum
Tricornutum y Chlorella 
kessleri

Antioxidantes (Morelli y Scarano, 2004; 
Sabatini et al., 2009)

En la industria alimentaria, los carotenoides de microalgas también tienen 
potenciales aplicaciones. Los carotenoides como el α- y β-caroteno, licopeno, 
β-criptoxantina, zeaxantina y luteína tienen usos comerciales como colorantes 
naturales para alimentos. El β-caroteno reúne dos propiedades importantes: 
es un poderoso antioxidante y a la vez su coloración, que varía desde el rojo 
hasta el amarillo, por lo cual proporciona color natural a la margarina, queso, 
pescado, yema de huevo, zanahorias, jitomates, espinacas melones, peras, etc., 
es por esto que se usa como colorante en frituras, mantequilla para palomitas 
de maíz, en imitaciones de lácteos, gelatinas, dulces, etc. Una de las principales 
ventajas del uso de carotenoides en la industria alimentaria es que tienen un 
impacto positivo en la salud humana, sin embargo, el potencial de las microal-
gas como fuente de colorante para alimentos sigue siendo limitado debido a 



Capítulo 15. Producción de lípidos en microalgas

455

la termo- y foto-inestabilidad de los pigmentos. Aun así, Dunaliella salina, se 
cultiva como fuente de β-caroteno para utilizarlo como precursor de vitamina 
A, como colorante naranja y como suplemento de vitamina C; la astaxantina 
obtenida a partir de Haematococcus es útil en acuicultura para pigmentar la 
carne de peces, y para la piel de pollo se han utilizado la luteína, zeaxantina y 
cantaxantina. 

Las microalgas tienen numerosos compuestos lipoides que están pre-
sentes actualmente en nutracéuticos, por ejemplo, vtaminas: A (Retinol), D, 
y E (Tocoferol). Sin olvidar también a los ácidos grasos AA (ω6), DHA  (ω3) 
y el EPA. Microalgas como Spirulina, Chlorella, D. salina y Aphanizomenon 
flos-aquae son las cepas más utilizadas para comercializar sus productos. Los 
ácidos grasos de estas microalgas son excelentes para el cuidado de la salud, 
son anticancerígenos, tienen actividad antioxidante y propiedades antivirales 
y antibacterianas, participan en procesos de antiinflamación e inmunomodu-
lación; además, se han observado efectos positivos contra la hiperlipidemia, 
daño por radiación, diabetes, intoxicación por metales pesados y/o toxicidad 
inducida por químicos, en reacciones alérgicas y anemia.

El desarrollo de productos a partir de microalgas tiene un gran poten-
cial, su riqueza en metabolitos biológicamente activos es de vital importancia 
para diversos sectores de la industria y, a medida que la población humana 
continúe creciendo, estos microorganismos serán clave en la búsqueda desen-
frenada de satisfacer la necesidad global de alimentos, energías y nutrición, así 
como en la mejora y conservación del medio ambiente y de la salud.

Protocolo 

En esta sección de describe un protocolo para la cuantificación de lípidos tota-
les, lípidos neutros y saponificación de muestras de microalgas:

Cuantificación de lípidos totales

1. Cosechar la biomasa al final de la cinética de crecimiento mediante cen-
trifugación. 

2. Dejar secar las muestras por 1 día a 70 °C dentro de una estufa de secado 
y se registrar el peso
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3. Añadir 10 mL de metanol absoluto para extraer la clorofila de las mues-
tras y agitar vigorosamente.  

4. Centrifugar para remover el sobrenadante con la clorofila.  
5. Agregar 5 mL de agua destilada y homogenizar por vortex. 
6. Sonicar a una amplitud de 60% por 5 s y reposar por otros 5 s, repetir este 

paso 4 veces. 
7. Añadir 10 mL de una mezcla cloroformo-metanol (2:1, v:v), homogeni-

zar por vórtex y reposar por 24 h a -20 °C. 
8. Posterior a este tiempo, centrifugar a 4500 rpm por 20 min, transferir la 

fase orgánica a un nuevo tubo. 
9. Añadir 5 mL de NaCl 0.9% (w/v) para crear un sistema bifásico, del cual 

se recupera la fase inferior, la cual contiene los lípidos totales.
10. Centrifugar a 4500 rpm por 10 min para facilitar la separación de la fase 

superior. 
11. Para eliminar los residuos acuosos, incubar las muestras a 70 °C dentro 

de una estufa de secado hasta la evaporación completa y registrar los pe-
sos obtenidos. 

Saponificación 

Este protocolo describe la saponificación de las muestras para remover los 
restos de clorofila. 

1. Añadir 10 mL de una solución de NaOH al 1% a las muestras (lípidos 
extraídos)  e incubar a 70 °C durante 1 hora. 

2. Añadir 10 mL de la mezcla cloroformo:metanol (2:1, v/v), y homogenizar 
por vortex.

3. Añadir 3 mL de NaCl a 0.9% y agitar vigorosamente para generar 2 fases.
4. La fase superior contiene los productos derivados de la separación de la 

clorofila.
Este procedimiento permite realizar una saponificación en presencia de 

NaOH, lo que conlleva a la producción de clorofilina soluble en agua 
y fitol ( los cuales son solubles en fase acuosa y en la fase orgánica (fase 
inferior) se encuentran los lípidos totales. 

5. Retirar la fase acuosa y dejar en incubación la fase inferior a 70 °C para 
registrar finalmente el peso de los lípidos totales sin clorofila.
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Cuantificación de lípidos neutros

El Rojo de Nilo es un colorante fluorescente ampliamente utilizado para la 
cuantificación de lípidos neutros en microalgas. Usualmente, la intensidad de 
fluorescencia de las muestras teñidas se correlaciona con el contenido de lípi-
dos neutros utilizando una curva estándar y a partir de esta es posible deducir 
la concentración de lípidos neutros de las muestras desconocidas interpolando 
los valores de intensidad de fluorescencia en la curva. Este protocolo describe 
la cuantificación de lípidos neutros utilizando el colorante Rojo Nilo (método 
modificado de Bertozzini et al. (2011)). 

1. Centrifugar las muestras durante 20 minutos a 6000 rpm a temperatura 
ambiente.

2. El pellet conseguido se resuspende en 1 mL de medio Bold, para eliminar 
las impurezas presentes durante el crecimiento celular. 

3. Tomar 200 µL y depositarlos en un pocillo de una placa de 96 pozos de 
fondo oscuro (realizar en ensayo por triplicado).

4. Registrar la lectura de fluorescencia de las muestras utilizando una longi-
tud de onda de Excitación de 525nm y 580–640nm de Emisión. 

5. Después de la lectura, añadir 5 µL de Rojo de Nilo (2.5 µg/mL en isopro-
panol) y dejar reposar por 5 min.

6. Registrar la lectura de fluorescencia de las muestras utilizando una longi-
tud de onda de Excitación de 525nm y 580–640nm de Emisión. 

7. Restar el valor de fluorescencia obtenida después de añadir la solución de 
Rojo de Nilo al valor obtenido de fluorescencia que emiten las muestras 
de cultivo por sí mismas (paso 4) para determinar la fluorescencia de los 
TAGs presentes en las muestras. 

8. Haciendo uso de una curva estándar de trioleina, interpolar el resultado 
de fluorescencia obtenida para conocer la concentración de TAGs.

La trioleína es un triacilglicérido (TAG) monoácido. Son simples o mo-
noácidos si contienen solo un tipo de ácido graso, diácido si contienen dos 
tipos de ácidos grasos y triácido si son tres grupos acilos diferentes. Las lon-
gitudes de cadena de los ácidos grasos en los triacilglicéridos que se producen 
de forma natural pueden ser de diferentes longitudes y saturaciones, pero 16, 
18 y 20 carbonos son los más comunes (Bertozzini et al., 2011).
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Para la elaboración de la curva estándar de trioleína en medio basal 
bold se realizó lo siguiente: 

1. En todos los puntos de la curva se añadieron 180 mL de medio basal bold
2. Dado que la concentración final de trioleína es diferente en cada punto de 

la curva, los volúmenes de trioleína cambiaron en cada punto de acuerdo 
a lo descrito en la Tabla 8. 

Tabla 15.8. Reactivos y volúmenes utilizados para la generación 
de la curva estándar de trioleína

Concentración 
[mg/L]

Medio Bold 
[µL]

Isopropanol 
[µL]

Trioleína 
[µL]

0 180 20 0
1 180 19.8 0.2
2 180 19.6 0.4

3 180 19.4 0.6

4 180 19.2 0.8

5 180 19 1

6 180 18.8 1.2

7 180 18.6 1.4

8 180 18.4 1.6

9 180 18.2 1.8

10 180 18 2

15 180 17 3

20 180 16 4

3. Después de preparar la curva, registrar la lectura de fluorescencia de los 
estándares utilizando una longitud de onda de excitación de 525nm y 
580–640nm de emisión. 

4. Realizar una regresión lineal para después interpolar en esta curva los 
valores de fluorescencia de las muestras problema.
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Abreviaturas:

% Porciento
°C Grados Celcius
µL microlitro
6-BA  6-bencilaminopurina 
AA Ácido araquidónico
ABA  Ácido abscísico
AC Anhidrasa carbónica
ACCasa Acetil Co-A carboxilasa
ACDP palmitoil desaturasa
ACP proteína transportadora de acilo
ADN Ácido desoxirribonucleico
ADP  Adenosín difosfato
AIA  Ácido indolacético 
ARN  Ácido ribonucleico
ATP Adenosín trifosfato
CK  Citoquininas 
CO2 Dióxido de carbono
CoA Coenzima-A
DGAT  Diacilglicerol aciltransferasa
DHA  Docosahexaenoico
Dof DNA-binding-with-one-finger (por sus siglas en inglés)
EBR 2,4 epibrasinólido
EPA  Ácido eicosapentaenoico
ETH  Etefón
FA Ácidos grasos (por sus siglas en inglés, Fatty Acids)
FAD ácido graso desaturasa 
FAS ácido graso sintasa 
FATA ácido graso acil-ACP tioesterasa
GA3 Giberelina A3
GPAT glicerol-3-fosfato aciltransferasa
h horas
H+ Ion hidronio
H2PO4

-  Dihidrógeno fosfato
HPO4

-2  Hidrógeno fosfato
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JA  Ácido jasmónico
KAS cetoacil ACP sintasa 
LNA  Ácido Linoleico 
LPAAT ácido lisofosfatídico aciltransferasa
LPAT lisofosfatidil aciltransferasa
mg/L miligramos por litro
min  minutos
MT  malonil transferasa 
NAA  Ácido 1-naftalenacético 
NaCl  Cloruro de sodio 
NADP+  Nicotinamida-Adenina Dinucleótido fosfato oxidada
NADPH  Nicotinamida-Adenina Dinucleótido fosfato reducida
NaNO3  Nitrato de sodio
NaOH  Hidróxido de sodio
nm  nanómetro
p Potencial de hidrógeno
PT  palmitoil tiosterasa
PUFAs  Ácidos grasos poliinsaturados (por sus siglas en inglés, Polyunsatura-

ted Fatty Acids)
RCs  Reguladores del crecimiento vegetal
rpm  Revoluciones por minuto
s  segundos
SA  Ácido salicílico
SAD  estearoil ACP desaturasa 
SO4

-2  Sulfato
SPD  Espermidina 
ST  estearoil tioesterasa 
TAGs  Triacilglicéridos
TFs  Factores de transcripción
UV  Ultravioleta
v/v  Relación volumen: volumen
w/v  Relación peso: volumen
WT  línea no transformada
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Glosario

Ácido graso: Ácido orgánico que se combina con la glicerina para formar las 
grasas, y que cumple funciones fisiológicas importantes.

Acuacultura: Cultivo de especies acuáticas vegetales y animales.
Alimento funcional: Alimento que, además de su función nutritiva básica, 

aporta ventajas al organismo.
Aminoácido: Sustancia química orgánica en cuya composición molecular en-

tran un grupo amino y otro carboxilo. 
Anfipático: Dicho de una molécula o de una sustancia que tiene propiedades 

tanto hidrófilas como hidrófobas.
Anticancerígeno: Perteneciente o relacionado con la prevención o el retraso de 

la aparición del cáncer.
Antioxidante: Sustancia o producto que evita la oxidación.
Antiviral: Dicho de un medicamento, de una sustancia, de un procedimiento, 

etc., que se utiliza para combatir los virus.
Auxina: Hormona vegetal que ocasiona el crecimiento de las plantas por elon-

gación celular.
Biodegradable: Dicho de una sustancia que puede ser degradada por acción 

biológica.
Biomasa: Materia orgánica originada en un proceso biológico, espontáneo o 

provocado, utilizable como fuente de energía.
Bioproductos: Materiales, productos químicos y energía derivados de recursos 

biológicos renovables.
Biocombustibles: Combustibles producidos a partir de biomasa, esto es, dese-

chos de organismos vegetales disponibles en el medio ambiente.
Biosíntesis: Síntesis de compuestos orgánicos realizada por seres vivos o in 

vitro mediante enzimas.
Carbohidrato o polisacárido: Sustancia orgánica formada por carbono, hidró-

geno y oxígeno, en la que estos dos últimos elementos se encuentran en 
la proporción de dos a uno.

Caroteno: Pigmento de origen vegetal o animal, de color rojo, anaranjado o 
amarillo, que se encuentra en el tomate, la zanahoria, la yema de huevo, 
etc., y que, en los animales, se transforma en vitamina A.

Carotenoide: Semejante al caroteno en estructura y propiedades.
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Catalizador: Dicho de una sustancia que, en pequeña cantidad, incrementa la 
velocidad de una reacción química y se recupera sin cambios esenciales 
al final de la reacción.

Centrifugar, centrifugación: Aprovechar la fuerza centrífuga para secar ciertas 
sustancias o para separar los componentes de una masa o mezcla según 
sus distintas densidades.

Cepa: Grupo de organismos emparentados, como las bacterias, los hongos o 
los virus, cuya ascendencia común es conocida.

Citosol: Región celular comprendida entre la membrana plasmática y el nú-
cleo, con los órganos celulares que contiene.

Citoquinina o citoquina: Polipéptido responsable del crecimiento y la diferen-
ciación de distintos tipos de células.

Clorofila: Pigmento propio de las plantas verdes y de ciertas bacterias, que 
interviene activamente en el proceso de la fotosíntesis.

Clorofilina: Mezcla semisintética de sales de cobre y sodio derivada de la clorofila.
Cloroplasto: Orgánulo de las células vegetales en el que tiene lugar la fotosíntesis.
Cofactor: Pequeña molécula necesaria para la actividad de una enzima.
Configuración cis-trans o isomerismo cis-trans: Término utilizado en quí-

mica que se refiere a la disposición espacial de los átomos dentro de las 
moléculas. Los prefijos cis y trans provienen del latín: “del mismo lado” y 
“del lado opuesto”, respectivamente.

Cromóforo: Dicho de un agrupamiento químico que causa la coloración de 
una sustancia.

Diatomea: Alga unicelular, que vive en el mar, en el agua dulce o en la tierra 
húmeda, y que tiene un caparazón silíceo formado por dos valvas de ta-
maño desigual.

Estrés o factor estresante: Cualquier estímulo, externo o interno (físico, quí-
mico, acústico o somático) que, de manera directa o indirecta, propicia la 
desestabilización en el equilibrio dinámico del organismo.

Eucarionte o eucariota: Células que presentan un núcleo diferenciado, prote-
gido por una membrana y con citoplasma organizado.

Enzima: Proteína que cataliza específicamente una reacción bioquímica del 
metabolismo.

Especie: Cada uno de los grupos en que se dividen los géneros y que se com-
ponen de individuos que, además de los caracteres genéricos, tienen en 
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común otros caracteres por los cuales se asemejan entre sí y se distinguen 
de los de las demás especies.

Factor de transcripción: proteína que se une a secuencias específicas de ADN, 
controlando así la transcripción de la información genética de ADN a 
ARN mensajero.

Fotosíntesis: Proceso metabólico específico de ciertas células de los organismos 
autótrofos, como las plantas verdes, por el que se sintetizan sustancias 
orgánicas gracias a la clorofila a partir de dióxido de carbono y agua, uti-
lizando como fuente de energía la luz solar.

Fotón: Cada una de las partículas que, según la física cuántica, constituyen la 
luz y, en general, la radiación electromagnética.

Gameto: Cada una de las células sexuales, masculina y femenina, que al unirse 
forman el huevo de las plantas y de los animales.

Gen: Secuencia de ADN que constituye la unidad funcional para la transmi-
sión de los caracteres hereditarios

Hidrólisis: Desdoblamiento de una molécula por la acción del agua.
Hiperlipemia: Nivel de lípidos en la sangre superior al normal.
Ingeniería genética: Tecnología de la manipulación y transferencia del ADN 

de unos organismos a otros, que posibilita la creación de nuevas especies, 
la corrección de defectos génicos y la fabricación de numerosos com-
puestos útiles.

Isoforma: Distintas formas de una misma proteína.
Lípido: Cada uno de los compuestos orgánicos que resultan de la esterificación 

de alcoholes, como la glicerina y el colesterol, con ácidos grasos.
Longitud de onda: Distancia entre dos puntos correspondientes a una misma 

fase en dos ondas consecutivas.
Macronutriente: Sustancia esencial para el desarrollo de un organismo, que se 

debe ingerir en cantidades elevadas.
Metabolismo: Conjunto de reacciones químicas que efectúan las células de los 

seres vivos con el fin de sintetizar o degradar sustancias.
Metabolito: Producto del metabolismo.
Micronutriente: Sustancia que, en pequeñas cantidades, es esencial para el de-

sarrollo de un organismo.
Microorganismos fotosintéticos: Organismos microscópicos capaces de captu-

rar la energía solar y usarla para la producción de compuestos orgánicos.
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Número o índice de cetano: Tiempo que transcurre entre la inyección del car-
burante y el comienzo de su combustión.

Nutracéutico: Producto alimenticio que combina propiedades nutritivas y 
otras beneficiosas para la salud.

Oleaginoso: Aceitoso.
pH: Medida de acidez o alcalinidad que indica la cantidad de iones de hidró-

geno presentes en una solución o sustancia.
Procarionte o procariota: Organismos que no disponen de un núcleo celular. 

Su ADN, por lo tanto, se encuentra esparcido a lo largo del citoplasma.
Productividad: Relación entre lo producido y los medios empleados, tales 

como mano de obra, materiales, energía, etc.
Proteína: Sustancia constitutiva de la materia viva, formada por una o varias 

cadenas de aminoácidos.
Radicales libres: Átomos o conjuntos de ellos que disponen de un electrón sin 

aparejar, una condición que les confiere inestabilidad y reactividad
Redox: Dicho de una reacción química que se caracteriza por la oxidación de 

un reactante y la reducción del otro.
Regulador de crecimiento: Pequeñas sustancias químicas producidas natural-

mente por las plantas para regular su crecimiento y desarrollo.
Retículo endoplásmico: Conjunto laberíntico de conductos y espacios mem-

branosos del interior de la célula, con funciones de síntesis y transporte 
de sustancias.

Saponificar: Transformar en jabón una sustancia grasa combinándola con sosa.
Sobreexpresión: Expresar un determinado gen más de lo normal. Esto signifi-

ca que se producen más copias de ARNm, lo que generalmente conduce 
a un aumento en los productos proteicos que el gen codifica.

Sustentabilidad: Proceso que tiene por objetivo encontrar el equilibrio entre el 
medio ambiente y el uso de los recursos naturales.

Tilacoide: Sacos aplanados que son independientes de la membrana interna 
del cloroplasto. Sitio de las reacciones captadoras de luz de la fotosíntesis 
y de la fotofosforilación.

Transgénico: Dicho de un organismo vivo que ha sido modificado mediante la 
adición de genes exógenos para lograr nuevas propiedades. 

Vitamina: Cada una de las sustancias orgánicas que existen en los alimentos y 
que, en cantidades pequeñísimas, son necesarias para el perfecto equili-
brio de las diferentes funciones vitales.
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