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RESUMEN 

La biotecnología de algas en las últimas décadas ha crecido considerablemente, 

encaminándose en diferentes campos de la industria, con diversificadas aplicaciones tales 

como biorremediación, suplementos alimenticios, controladores biológicos, 

biocombustibles, entre otros. Las microalgas pueden proporcionar una gran cantidad de 

productos de valor agregado, como lípidos. Estos se usan en la producción de biodiesel, 

compuestos bioactivos para cosméticos, nutracéuticos, fármacos, remediación de aguas 

residuales y alimentos de biomasa para ganado. Sin embargo, estos no se encuentran en 

grandes cantidades; varios estudios han sugerido que la mayoría de las especies 

experimentan una mejora en la acumulación y transformación de lípidos en condiciones 

de estrés. La productividad de lípidos depende tanto del contenido de lípidos en la célula 

como del número de células en el medio, es por esto por lo que se debe elegir un medio 

de cultivo adecuado para un óptimo crecimiento. En el presente trabajo de investigación 

se evaluó la influencia de la concentración de nitrógeno y el fotoperíodo en el crecimiento 

y producción de lípidos en Chlamydomona agloeformis. Las concentraciones de 

nitrógeno usadas fueron 1.53 g/L N total (MS modificado), fertilizante 0.092 g/L N total 

(T1), fertilizante + NH4NO3 0.138 g/L N total (T2), fertilizante + NH4NO3 0.184 g/L N 

total (T3). Además, se evaluaron varios métodos de cosecha los cuales fueron 

centrifugación, floculación y sedimentación por gravedad, esto para obtener una mayor 

concentración de biomasa, finalmente se sometió a la célula a diferentes fotoperíodos para 

incrementar el contenido lipídico. La concentración de nitrógeno óptima para el 

crecimiento celular de Chlamydomona agloeformis fue de 1.53 g/L N total para el medio 

MS con un µ=0.34 ±0.02 d -1, una absorbancia de 0.93 y una concentración celular de 

14.1x106 células mL−1.Además, se determinó una correlación entre densidad óptica y 

concentración celular, variables analizadas en la cinética de crecimiento. El método de 

cosecha con una mayor eficiencia fue centrifugación con un valor del 99± 1 %. En cuanto 

al contenido de lípidos en Chlamydomona agloeformis, el fotoperíodo que produjo mayor 

concentración fue 24:00h luz/oscuridad con 6.01%, mientras que el fotoperíodo con 

mayor diversidad de lípidos fue 12:12 h luz/oscuridad, con diferentes ácidos grasos tales 

como: ácido palmítico (C16), ácido esteárico (C18), ácido linoléico (C18:2n6 cis ω6), 

ácido Cis 10-Heptadecanoico (C17:1), ácido erúcico (C22:1n9 ω9). 

Palabras claves:  Microalgas, fotobiorreactor, lípidos, nitrógeno, fotoperíodos.  
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ABSTRACT 

Algae biotechnology in the last decades has grown considerably, moving into different 

fields of industry, with diversified applications such as bioremediation, food supplements, 

biological controllers, biofuels. Microalgae can provide a large number of value-added 

products, such as lipids. They are used in the production of biodiesel, bioactive 

compounds for cosmetics, nutraceuticals, pharmaceuticals, wastewater remediation and 

biomass feed for livestock. Microalgae can provide a large number of value-added 

products, such as lipids. However, these are not found in large quantities; several studies 

have suggested that most species experience an improvement in lipid accumulation and 

transformation under stressful conditions. Lipid productivity depends on both the lipid 

content in the cell and the number of cells in the medium, which is why a suitable culture 

medium must be chosen for optimal growth. In the present research work, the influence 

of nitrogen concentration and photoperiod on growth and lipid production in 

Chlamydomona agloeformis was evaluated. The nitrogen concentrations used were (1.53 

g/L N total) MS modified, (fertilizer 0.092 g/L N total) T1, (fertilizer + NH4NO3 0.138 

g/L N total) T2, (fertilizer + NH4NO3 0.184 g/L N total) T3. In addition, several 

harvesting methods were evaluated which were centrifugation, flocculation and gravity 

sedimentation, this to obtain a higher concentration of biomass, finally subjected the cell 

to different photoperiods to increase the lipid content. The optimal nitrogen concentration 

for cell growth of Chlamydomona agloeformis was 1.53 g/L N total for the MS medium 

with a µ=0.34 ±0.02 d-1, and an absorbance of 0.93 and a cell concentration of 14.1x106 

células mL−1. In addition, a correlation between optical density and cell concentration 

was determined, variables analyzed in the growth kinetics. The harvesting method with 

the highest efficiency was centrifugation with a value of 99 ± 1%. Regarding the lipid 

content in Chlamydomona agloeformis, the photoperiod with the highest concentration 

was 24:00h light/dark with 6.01%, while the photoperiod with the highest lipid diversity 

was 12:12 h light/dark, with different fatty acids such as: palmitic acid (C16), stearic acid 

(C18), linoleic acid (C18:2n6 cis ω6), Cis 10-Heptadecanoic acid (C17:1), erucic acid 

(C22:1n9 ω9). 

Key words: Microalgae, photobioreactor, lipids, nitrogen, photoperiods. 
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CAPÍTULO I 

INTRODUCCIÓN 

1.1 Antecedentes 

Durante las últimas tres décadas, la biotecnología de algas ha crecido 

constantemente en una industria global, con un campo diversificado de aplicaciones tales 

como biorremediación, suplementos alimenticios, controladores biológicos, 

biocombustibles, etc. (Hallmann, 2007). Utilizando microalgas, se ofrecen soluciones 

innovadoras para satisfacer la creciente demanda de compuestos bioactivos, alimentos y 

materias primas con bajo consumo de recursos (Lakatos y Strieth, 2017). Estos 

microorganismos tienen un alto contenido de lípidos (20 a 50%), proteínas (35 a 60%), 

pigmentos (8 a 12%), hidratos de carbono (5 a 23%), y otros constituyentes bioactivos 

tales como pigmentos, biopolímeros, oligoelementos etc. (Banerjee et al., 2016; 

Bermudez, 2018; Koutra et al., 2018).Debido al contenido de estas biomoléculas en la 

célula microalgal, en los últimos años ha incrementado el interés de los investigadores 

por estudiar las microalgas (Kim et al. 2016).  

La mayoría de investigaciones se basan en la producción de biodiesel, compuestos 

bioactivos para cosméticos y nutracéuticos, remediación de aguas residuales y alimentos 

de biomasa para ganado (Odjadjare et al., 2015). La investigación de microalgas como 

fuente de materia prima para la fabricación de biodiesel ha tomado gran interés, debido a 

su mayor eficiencia fotosintética, producción de biomasa y velocidad de crecimiento en 

comparación con otros cultivos energéticos como canola, soja y palma africana (Mubarak 

et al., 2015). También pueden acumular hasta un 80% de contenido de lípidos donde 

existen principalmente triacilgliceroles (ATG), que se pueden usar como materia prima 

para la conversión de biodiesel (Ma et al., 2016). 

 Entre las microalgas más investigadas para la producción de biodiesel se 

encuentran Chlorella vulgaris y Nannochloropsis oculata, debido a su alto contenido de 

ATG (Dixon y Wilken, 2018). De igual forma, otras microalgas estudiadas son las 

pertenecientes al género Chlamydomona, ya que se ha demostrado que bajo condiciones 

mixotróficas de cultivo pueden acumular una cantidad significativa de ATG del mismo 

modo que otras microalgas oleaginosas (Takeuchi y Benning, 2019). Además de la 

producción de biodiesel existen otras formas de combustibles como el bioetanol y el 
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biometano (Tang et al., 2020). Estudios recientes han demostrado que al cultivar a 

Chlamydomona reinhardtii en biodigestores, se ha obtenido una óptima producción de 

bioetanol (Banerjee et al., 2021; Tasic et al., 2021). De la misma forma otras microalgas 

como Chlorella sp, Dunaliella sp, Scenedesmus sp, y Spirulina sp han sido consideradas 

candidatas para la producción de estas fuentes de energía (Dixon y Wilken, 2018).  

Además de los ATG, las microalgas tienen ácidos grasos libres que no se 

convierten en biodiesel, como son los esteroides y los pigmentos, es decir que, aunque 

algunas microalgas producen un alto contenido de lípidos, no siempre corresponden con 

una alta producción de biodiesel (Alessandro y Antoniosi, 2016). Existen diferentes tipos 

de ácidos grasos, entre los que se encuentran los ácidos grasos saturados, 

monoinsaturados y poliinsaturados (PUFA), estos últimos son sustancias bioactivas 

importantes, que consisten en dos familias principales: series ω-3 y ω-6 (Deacon et al., 

2017). Sobre la base de la composición de ácidos grasos, la biomasa de algas puede 

utilizarse también como aditivos para alimentos, piensos o en aplicaciones farmacéuticas 

(Vítová et al., 2015). 

Las principales especies utilizadas para la obtención de los PUFA son microalgas 

marinas tales como Schizochytrium sp y Nannochloropsis sp, sin embargo existen algunas 

especies de agua dulce que se utilizan para la producción de omega 3 (ω-3) y omega 6 

(ω-6) como lo son Scenedesmus sp, Chlorella sp y Chlorococcum sp (Ferreira et al., 

2019). Las especies de microalgas de agua dulce se usan para la obtención de PUFA 

debido a que, contienen algunos ácidos grasos como ácido mirístico (C14:0), acido 

palmítico C16:0,ácido oleico (C18:1), ácido linoleico (C18:2) y ácido linolénico (C18:3) 

en la composición de la biomasa (Tejeda et al., 2015). Entre las microalgas de agua dulce 

más estudiadas se encuentra el género Desmodesmus, debido al alto contenido de ácidos 

grasos, donde resaltan los ω-3 (Ferreira et al., 2019). 

En la actualidad para aumentar la concentración de lípidos en la célula se utilizan 

diferentes metodologías entre las que se encuentran la privación de nutrientes como 

nitrógeno y fósforo, cambios de temperatura, pH, intensidad de luz y fotoperíodos 

(Kumar et al., 2019). Del cual, el más efectivo es la privación de nitrógeno, esto se ha 

demostrado en diferentes estudios con distintas especies microalgales como Neochloris 

oleoabundans, Auxenochlorella pyrenoidosa, Dunaliella tertiolecta y Desmodesmus sp ( 

Minhas et al., 2016; Nagappan y Kumar, 2021).  
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1.2 Planteamiento del problema 

En Ecuador, hay más de 1500 especies de algas identificadas pertenecientes a las 

divisiones: Chlorophyta, Cyanophyta, Euglenophyta, Bacillariophyta, Ochrophyta y 

Dinophyta (Guamán y González, 2016). De estas, 106 están presentes en áreas lacustres 

(lagos) por encima de los 3500 metros sobre el nivel del mar (Ortiz et al., 2017). Entre 

las zonas con mayor prevalencia de lagos en el país se encuentra la provincia de Imbabura, 

la que cuenta con centros volcánicos, lagunas y cascadas (Saelens, 2015). Los lagos con 

mayor relevancia son: Yahuarcocha, Cuicocha, Mojanda, Puruhanta y el lago San Pablo, 

con una biodiversidad característica que incluye aves acuáticas, peces endémicos, 

macroinvertebrados bentónicos, fitoplancton, etc ( Guevara et al., 2012; Navarrete y 

Zambrano, 2013; Steinitz et al., 2020). 

Yahuarcocha es uno de los lagos más importantes, debido a su diversidad 

ecológica, en donde se encuentra una gran cantidad de fitoplancton, como microalgas y 

cianobacterias (Saelens, 2015).Estos microorganismos son los principales productores de 

ecosistemas marinos, además de ser los primeros en responder frente a alteraciones en el 

ecosistema, como las causadas por organismos oportunistas, debido a que son la base de 

la cadena trófica acuática ( Raven, 1981; Lemley et al., 2016). Es por esta razón que las 

microalgas son usadas como controladores biológicos para determinar el estado trófico 

de ambientes acuáticos (Terneus et al., 2020)  

Además de su importancia ecológica, estos microorganismos se caracterizan por 

la producción de metabolitos como, péptidos, ácidos grasos, antioxidantes, toxinas, 

esteroles y carotenoides, entre otros (Ramírez et al., 2015; Mondal et al., 2017; 

Vuppaladadiyam et al., 2018; Saini et al., 2020). Entre los metabolitos de mayor 

importancia en la industria se encuentran los lípidos, ya que pueden ser usados como 

biocombustibles, cosméticos, nutraceúticos, alimento, surfactantes, fármacos, etc ( Tao, 

2007; Ferreira et al., 2019).  

Diferentes microalgas verdes han sido estudiadas para la producción de 

metabolitos como lípidos, debido al alto contenido de estos, incluidas Dunaliella salina 

(Chen et al., 2015); Botryococcus braunii (Tasić et al., 2016); Tetraselmis suecica (Kim 

et al., 2016); Chlorella sp (Kiran et al., 2016); Nannochloropsis sp ( Ma et al., 2016); 

Chlamydomonas reinhardtii, y Scenedesmus sp (Rocha et al., 2017). De estos 

microorganismos destacan las especies del género Chlamydomona debido a que se 
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adaptan rápidamente a los cambios ambientales, por lo que son fácilmente cultivados en 

condiciones de laboratorio(Salomé y Merchant, 2019). 

Por otro lado, cabe recalcar que la síntesis de biomasa y la biosíntesis de lípidos 

compiten por la asimilación fotosintética del carbono inorgánico, y se requiere un cambio 

metabólico fundamental para pasar de la producción de biomasa al metabolismo de 

almacenamiento de energía ( Fields et al., 2014). Es por esto que el contenido de lípidos 

producidos a partir de la biomasa microalgal en condiciones optimas de cultivo, es 

insuficiente para satisfacer las necesidades a nivel industrial (Sun et al., 2018). De igual 

forma Fields et al., (2014) expresa que la biosintesis de lípidos puede ser estimulados por 

la inducción de estrés. Entre los métodos de estrés más utilizados para aumentar el 

contenido de lípidos en la célula están, cambios de temperatura, la intensidad de 

iluminación, estrés por nutrientes, la relación del ciclo de luz/oscuridad y la tasa de 

aireación (Tejeda et al., 2015; Shin et al., 2018)  

El método más empleado para un aumento del contenido de lípidos es la limitación 

de nutrientes, como el nitrógeno, el cual cambia el metabolismo de la célula hacia la 

producción de aceites, he incluso se puede alcanzar una productividad de hasta el 80% de 

lípidos con respecto al contenido microalgal (Goncalves et al., 2016).Entre los 

organismos que reaccionan positivamente al estrés por nitrógeno, generando un aumento 

de lípidos se encuentra el género Chlamydomona (Fields et al., 2014). 

A pesar de ser uno de los métodos más económicos para mejorar el contenido 

lipídico de la biomasa, su impacto puede llegar a ser limitado si no existe una alta 

concentración de biomasa previa, debido a que dicho aumento disminuye la productividad 

de biomasa ( Hernández y Labbé, 2014; Morales et al., 2021). Esto se genera porque la 

célula necesita prolongar su tiempo de vida ante condiciones adversas, por lo que el 

metabolismo celular se centra en la producción de biomoléculas de reserva energética y 

no en el aumento de la concentración de celular (Valledor et al., 2014).Es por esto que a 

pesar que la concentración lipídica por célula aumenta considerablemente, la densidad de 

biomasa sufre un efecto negativo.  

En estudios realizados en C. oleofaciens y C. vulgaris el contenido de lípidos por 

célula aumento considerablemente, mientras que la densidad microalgal disminuyó de 4.3 

a 2 g L-1  y la productividad lipídica de 127 ± 19 a 86 ± 8 mg L-1 d-1 (Adams et al., 2013), 

de la misma forma en Chlorella sp la concentración celular disminuyó de 1.66 a 0.48 g 
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L-1  y la productividad lipídica de 21.3 a 11.3 mg L-1 d-1 (Zhu et al., 2016). Es por esta 

razón que a pesar de que el estrés por nitrógeno aumenta la concentración lipídica por 

célula  no sería una estrategia adecuada para la producción de lípidos a gran escala 

(Mujtaba et al., 2012). Por otro lado, Adams et al., (2013) expresa que para reducir costos 

de producción y sea viable la obtención de lípidos a partir de microalgas se necesita una 

alta densidad de biomasa y un alto contenido de lípidos. A pesar de haber numerosas 

investigaciones en estrés por nutrientes, existen escasos trabajos relacionados con otros 

métodos de producción de lípidos (Mubarak et al., 2015). 

1.3 Justificación  

Plantas como la caña de azúcar, remolacha azucarera , mandioca, soja, canola y 

palma aceitera, actualmente se utilizan para la producción de lípidos a nivel comercial 

(Alessandro y Antoniosi, 2016). Sin embargo, debido a la creciente demanda de materia 

prima como fuente de alimento, junto con la disponibilidad limitada de tierra cultivable 

para el cultivo de materia prima comestible y no comestible, hace que la producción de 

lípidos sea insostenible a largo plazo (Mubarak et al., 2015).  

Una alternativa viable de reemplazo para estas especies vegetales es el cultivo de 

microalgas, debido a su alto contenido de lípidos que oscila entre el 20 y el 50% del peso 

seco de la célula y en determinadas condiciones hasta el 80% (Sun et al., 2018). Muchas 

algas acumulan cantidades sustanciales de ácidos grasos de cadena larga (LC-PUFA) en 

forma de triacilgliceroles (TAG), como omega-3 (ω-3): ácido α-linolénico (ALA), ácido 

eicosapentaenoico (EPA) y ácido docosahexaenoico (DHA) y omega-6 (ω-6): ácido 

linoleico (LA), ácido γ linolénico (GLA) y ácido araquidónico (AA) (Â. P. Matos, 2017). 

Estos ácidos muestran efectos positivos sobre la salud humana, tales como prevención de 

enfermedades cardíacas, la actividad antiinflamatoria, el desarrollo del cerebro y la salud 

de la visión (Ma et al., 2016). 

Los ácidos grasos que se encuentran en mayor proporción en células vegetales son 

el ácido palmítico (C16) con 29 a 44% y el ácido esteárico (C18) con 68% del contenido 

lipídico, los cultivos de microalgas poseen la misma composición de ácidos grasos y 

pueden alcanzar rendimientos de producción similares en menor área ( Ramli et al., 2008; 

Acuña et al., 2014; Montoya et al., 2014; Huang et al., 2016). Por ejemplo, un cultivo de 

palma aceitera necesita alrededor del 24% del área total del cultivo en comparación a las 
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microalgas que solo necesitan de 1 al 3% del cultivo total para la producción de aceites 

(Leong et al., 2018). 

La capacidad de productividad de lípidos en microalgas varía de una especie a 

otra (Basil et al., 2014). El metabolismo de las microalgas depende de las condiciones 

externas, por lo tanto, los cambios leves en el entorno externo o en las condiciones de 

cultivo estimulan la producción de varios metabolitos comercialmente importantes 

(Kumar et al., 2019). Para aumentar la producción de lípidos en microalgas se han 

generado diversas alternativas, entre estas se encuentra la modificación del fotoperíodo, 

que además genera cambios importantes en el crecimiento (Villa et al., 2014). Por otro 

lado, los medios de cultivo usados en laboratorio son de alto valor económico por lo que, 

actualmente se busca implementar alternativas como el uso de fertilizantes nitrogenados, 

debido a su bajo costo y a que se ha demostrado que la célula puede tener un óptimo 

crecimiento ( Huang et al., 2014; Nayak et al., 2016; Panta et al., 2016; Silva et al., 2019). 

Es por esto que en el presente trabajo se busca incrementar la concentración de lípidos y 

biomasa microalgal de Chlamydomona agloeformis empleando diferentes fotoperíodos y 

un medio de cultivo rentable alterando las concentraciones de nitrógeno.  

1.4 Pregunta directriz 

¿Las diferentes concentraciones de nitrógeno y fotoperíodos mejoran la producción de 

lípidos y el crecimiento de microalgas provenientes del lago Yahuarcocha? 

1.5 Objetivos 

1.5.1 Objetivo general. 

Evaluar la influencia de la concentración de nitrógeno y el fotoperíodo en el crecimiento 

y producción de lípidos de microalgas provenientes del lago Yahuarcocha. 

1.5.2 Objetivos específicos 

• Establecer la concentración de nitrógeno óptima en el medio de cultivo para el 
escalamiento de microalgas.  

• Obtener un protocolo para la cosecha de biomasa de microalgas. 

• Comparar el contenido lipídico de las microalgas estudiadas bajo diferentes 

fotoperíodos.  
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CAPÍTULO II 

2 MARCO TEÓRICO  

2.1 Microalgas 

Las microalgas son organismos microscópicos cuyos hábitats se encuentran en 

diferentes cuerpos de agua como, ríos, lagos y mares (Posten y Feng, 2016). Estos 

microorganismos son considerados fotosintéticos debido a que generan O2 a partir de 

fotosíntesis y lo liberan en la atmósfera (Guermazi et al. 2014). Además, son de gran 

importancia para la conversión de energía, y como indicador de la calidad de agua debido 

a que indica el nivel de eutrofización (Xu et al., 2020).Por otro lado, son capaces de vivir 

en condiciones adversas gracias a su estructura unicelular y pluricelular, su capacidad 

para tolerar los cambios en el ambiente, y a su rápido crecimiento (Odjadjare et al., 2015). 

Estos microorganismos pueden vivir en medios autótrofos, es decir, que solo requieren 

CO2, luz solar y componentes inorgánicos para su desarrollo, o heterótrofos que 

requieren, al mismo tiempo, compuestos orgánicos y otros nutrientes (Tan et al., 2018). 

Estos organismos comprenden protistas, eucariotas, cianobacterias procariotas y algas 

azul-verdes, (Martinez et al. 2014).  

2.2 Chlamydomonas 

Las algas verdes del género Chlamydomonas son organismos unicelulares 

móviles flageladas (Figura 1) (Scholz y Villalobos, 2014). Entre sus hábitats están las 

superficies de suelos húmedos, agua dulce y marina, además que se pueden encontrar en 

aguas residuales, debido a su capacidad de tolerancia a la contaminación (Salomé y 

Merchant, 2019) Chlamydomona reinhardtii es considerado el organismo modelo de 

microalgas, esto debido a que tiene un crecimiento haploide, por lo que expresa 

inmediatamente los fenotipos mutantes, permitiendo así el estudio de los genes, además 

de que tiene un crecimiento rápido y la capacidad de crecer en la oscuridad cuando se 

encuentra en acetato (Cross y Umen, 2015; Sasso et al., 2018). Es por esto que se ha 

estudiado en la genómica, proteómica, metabolómica y producción de bioproductos 

(Nakanishi et al., 2014). 
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Figura 1. Microalga Chlamydomona. Tomado de Guamán y González, 

(2016). 

  

2.3 Medios de cultivo. 

Las investigaciones sobre el cultivo de microalgas reciben gran importancia dada 

su amplia aplicación biotecnológica y comercial (Vera et al., 2014) .Requieren diferentes 

factores para su crecimiento, dentro de los cuales se encuentran los requerimientos físico-

químicos y los nutritivos (Prieto et al., 2005). Un medio de cultivo básico para microalgas 

contiene carbono, nitrógeno, fósforo, calcio, potasio, magnesio, microelementos y 

vitaminas (Carvalho et al. 2019). Las algas se pueden cultivar en modo autótrofo o 

heterótrofo usando varias fuentes de carbono orgánico e inorgánico (Huy et al 2017).  

Entre los nutrientes más importantes para el crecimiento de microalgas está: 

carbono inorgánico, nitrógeno inorgánico y fósforo (Jankowska et al., 2017). El nitrógeno 

es uno de los nutrientes más críticos para el crecimiento de las algas, porque este nutriente 

es un precursor en todas las proteínas estructurales y también funcionales como enzimas, 

péptidos, clorofilas, moléculas de transferencia de energía y materiales genéticos en las 

células de las algas (Mahdieh et al., 2019). Existen diferentes fuentes de nitrógeno entre 

estas esta, amonio, nitrato, levadura, peptonas y urea (Minhas et al., 2016). El amonio 

tiene una asimilación energética más favorable que el nitrato, pero a pesar de esto existen 

problemas de toxicidad asociados con un alto nivel de amonio (Lari et al., 2016) 

2.4  Luz  

La luz es uno de los parámetros más importantes que afectan el crecimiento de 

algas, además, la intensidad de la luz y el fotoperíodo juegan un papel significativo en su 

crecimiento y distribución, pero los requisitos varían mucho según la especie, las 

condiciones y la densidad del cultivo de algas (Basil et al., 2014). La importancia de esta 

radica en el papel que realiza al inicio de la fotosíntesis (Vuppaladadiyam et al., 2018). 
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Las intensidades de luz de 100 a 200 μE/m 2/s se utilizan comúnmente para la producción 

de microalgas (Minhas et al., 2016). Sin embargo, las diferentes especies de microalgas 

requieren longitudes de onda de luz distintas, por lo que antes de iniciar el cultivo de 

microalgas se debe investigar cada caso individual para elegir el mejor parámetro 

operativo (Jankowska et al., 2017). 

Además, es necesaria para la producción de moléculas de ATP y NADPH, 

utilizadas en la fotosíntesis y en moléculas necesarias para el crecimiento, por otro lado 

altas intensidades de luz pueden generar fotoinhibición (Metsoviti et al., 2020). Esto 

ocurre porque el exceso de fotones puede dañar al fotosistema II (Carvalho et al., 2011). 

Esta alteración se da debido a que el fotosistema II es el encargado de captar la energía 

lumínica en la primera etapa de la fotosíntesis, para después ser utilizado en la fotólisis 

del H2O (Kawakami y Shen, 2018). Para poder reparar dicho daño las células 

microalgales necesitan de un fotoperíodo (luz/ oscuridad) adecuado, ya que estos 

microorganismos son capaces de reparar el daño fotoinducido durante la oscuridad 

(Gonçalves et al., 2014). 

El fotoperíodo tiene efecto sobre los ciclos de vida y actividades metabólicas de 

las microalgas tanto en cultivo como en la naturaleza (Villa et al., 2014). Las microalgas 

necesitan un fotoperíodo adecuado para una fotosíntesis eficiente, se necesita luz para que 

una fase fotoquímica produzca (ATP) trifosfato de adenosina, NADP-oxidasa y también 

se necesite sintetizar las fases bioquímicas que son moléculas necesarias para el 

crecimiento (Kendirlioglu et al., 2015). La progresión del ciclo celular está regulada por 

un reloj circadiano, de modo que el tamaño de la célula aumenta durante los períodos de 

luz y la división celular se produce en períodos oscuros (Kato et al., 2019). La división 

celular puede ocurrir tanto en la fase oscura como en la fase iluminada; aunque el 

fotoperíodo varía de un organismo a otro (Aishvarya et al., 2015)  

2.5 Temperatura  

La temperatura se relaciona directamente con las respuestas celulares, fisiológicas 

y morfológicas de los cultivos de microalgas, incluida la fijación de carbono, las 

temperaturas altas favorecen la absorción y fijación del CO2 (Vuppaladadiyam et al., 

2018). Normalmente, la mayor tasa de crecimiento de las microalgas se logra aumentando 

la temperatura a su nivel óptimo que es entre 18 y 30 ° C (Jankowska et al., 2017). 
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2.6 Métodos de cosecha. 

Separar las algas del agua sigue siendo un obstáculo importante para el 

procesamiento a escala industrial, en parte debido al pequeño tamaño de las células de 

algas, con algas eucariotas unicelulares típicamente de 3 a 30 μm y cianobacterias tan 

pequeñas como 0.2– 2 μm, además, los cultivos relativamente diluidos de 200 a 600 mg/L 

son comunes y requieren que se procesen grandes volúmenes de agua, por esto se ha 

estimado que la recuperación contribuirá del 20 al 30% del costo total de producción de 

biomasa (Christenson y Sims, 2011). Los procesos intensivos en energía, como la 

centrifugación, son posibles para productos de alto valor, pero son demasiado costosos 

para las aplicaciones de biocombustibles, además, se pueden aplicar otros métodos como 

el uso extensivo de floculantes químicos para ayudar en el proceso de cosecha, pero solo 

podrían ser rentables cuando la cantidad requerida es pequeña (Lian et al., 2018). 

Para aumentar la concentración de sólidos de la suspensión de microalgas y 

reducir el volumen a procesar, se deben aplicar métodos de espesamiento, ya que la 

reducción de volumen contribuye a ahorros considerables a lo largo de los procesos 

posteriores; típicamente, los procesos de espesamiento consisten en coagulación / 

floculación (tanto química como biológica), sedimentación por gravedad, flotación o un 

enfoque eléctrico para estos (Barros et al. 2015). En la Tabla 1 se puede comparar los 

diferentes métodos de recolección usados en la biomasa microalgal. 

Tabla 1 

Comparación de los distintos métodos de recolección y deshidratación de microalgas. 

Método de recolección 
Concentración de 

sólidos (%) 

Tasa de recuperación 

de biomasa (%) 

Consumo de energía 

(kWh / m3) 

Centrifugación 10- 20 > 90 1.43 

Filtración / cribado 5-18 20-87 1.22 

Floculación < 6 50-90 0.15 

Sedimentación 0.5-3 10-50 0.10 

Fuente: Najjar y Abu ( 2020) 

2.6.1  Floculación 

La floculación de algas se atribuye típicamente a la formación de precipitados 

combinada con la neutralización de la carga, estos mecanismos implican una dependencia 
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de factores como la dosis de floculante, la salinidad y el pH (Wyatt et al., 2012). Se han 

investigado varios métodos para inducir la floculación, hoy en día se aplica ampliamente 

la adición de productos químicos para contrarrestar la carga superficial de las algas; los 

compuestos estudiados son sales metálicas multivalentes inorgánicas y polímeros / 

polielectrolitos orgánicos (Barros et al., 2015). las sales inorgánicas generalmente están 

en forma de aluminio y sales férricas, como sulfato de aluminio (Al2 (SO4) 3, alumbre), 

sulfato férrico (Fe2 (SO4)3) y cloruro férrico (FeCl3). (Sanyano et al., 2013; Roy y 

Mohanty, 2020). Existen también compuestos orgánicos que se han utilizado en 

microalgas de agua dulce y salobres, como por ejemplo polímeros catiónicos como los 

copolímeros de poliacrilamida, residuos de cáscara de huevo, quitosano y almidón 

catiónico (Sanyano et al., 2013; Choi, 2015). 

2.6.2 Sedimentación por gravedad  

La sedimentación por gravedad es uno de los métodos más usados en la industria, 

a pesar del carácter rudimentario del proceso, funciona para varios tipos de microalgas y 

es altamente eficiente en energía, por lo tanto, cuando el producto final tiene un valor 

extremadamente bajo; como los biocombustibles, se debe seleccionar esta técnica para la 

recolección de microalgas (Barros et al., 2015). En la sedimentación, las fuerzas 

gravitacionales hacen que las partículas líquidas o sólidas se separen de un líquido de 

diferente densidad (Milledge y Heaven, 2013). El éxito de la eliminación de sólidos 

mediante el asentamiento por gravedad depende en gran medida de la densidad de las 

partículas de microalgas (Shah et al., 2014) 

2.6.3 Centrifugación  

Es uno de los métodos más utilizados a momento de la cosecha de biomasa, esto 

debido a que el método es rápido y evita el uso de disolventes químicos para la separación, 

lo que elimina el riesgo de contaminación química (Hoe et al., 2019). Las centrífugas 

pueden recolectar la gran mayoría de microalgas, incluso son eficientes como un proceso 

de separación de un solo paso, mientras que otros requieren una suspensión de algas 

preconcentrada (Barros et al., 2015). Sin embargo, este método es ineficaz en cultivos de 

algas para metabolitos de alto valor debido a las necesidades energéticas intensivas y los 

altos requisitos de mantenimiento de los equipos (Zhang y Hu, 2012). 
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2.7 Producción de Metabolitos. 

Entre los metabolitos producidos por Chlamydomona se encuentran, 

carotenoides, ácidos grasos, esteroles, aminoácidos similares a las micosporinas, 

ficobilinas, pectinas y compuestos halogenados ( Khanh et al., 2019; Mekkawi et al., 

2019). Se ha demostrado que C. reinhardtii posee una composición de 48% proteínas; 

17% carbohidratos y 21% lípidos (Trivedi et al., 2015). 

2.7.1 Lípidos  

Se pueden clasificar en polares y neutros, los primeros incluyen a los fosfolípidos 

y glicolípidos, mientras que los segundos incluyen acilglicéridos (tri, di y 

monoglicéridos) y ácidos grasos libres (Alessandro y Antoniosi, 2016). Los últimos se 

pueden clasificar como saturados, monoinsaturados con 14-20 carbonos y se utilizan para 

producir biodiesel y poliinsaturados (PUFA) con más de 20 átomos de carbono se usan 

como complementos alimenticios saludables, especialmente los omega-3, ácido 

docosahexaenoico (DHA) y ácido eicosapentaenoico (EPA) (Ruiz et al., 2014; Sun et al., 

2018). Los ácidos grasos principales en Chlamydomonas son los siguientes Ꞷ-3, ácido 

hexadecatrienoico (16:3), 16:4, ácido alfa-linolénico (18:3) y ácido estearidónico (18:4) 

(Li et al., 2015). Los contenidos de ácidos grasos de las microalgas están influenciados 

por las condiciones ambientales y de cultivo seleccionadas para su crecimiento 

(Ganapathi et al., 2015). 

2.8 Factores que afectan la producción de lípidos  

La acumulación de lípidos en las microalgas generalmente ocurre cuando las 

microalgas se cultivan en condiciones de estrés (Yen et al., 2019). Factores como el estrés 

por nutrientes (nitrógeno, fósforo, hierro y sal); la temperatura, la intensidad de la luz, el 

fotoperíodo y el pH influyen directamente en el contenido de biomasa y lípidos de las 

microalgas (Singh et al., 2015). La luz es uno de los parámetros más importantes que 

afectan el crecimiento de algas, además, la intensidad de la luz y el fotoperíodo juegan un 

papel significativo en su crecimiento y distribución, pero los requisitos varían mucho 

según la especie, las condiciones y la densidad del cultivo de algas (Basil et al., 2014). 

2.8.1 Fotoperíodo 

Se sabe que la composición celular se ve afectada por el ciclo claro / oscuro (Kato 

et al., 2019). La influencia del ciclo luz / oscuridad en la acumulación de lípidos se ha 
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caracterizado en algunas especies de microalgas, por Ej, P. tricornutum , la mayor 

producción del contenido de lípidos se lograron en 12 h: 12 h ciclos de luz / oscuridad en 

relación con una condición de iluminación continua de 24 h: 0 h luz / oscuridad, en 

Nannochloropsis gaditana , la concentración del contenido de lípidos fue mayor en un 

ciclo de 16 h: 8 h luz / oscuridad ( Matos, 2017; Sirisuk et al., 2018; Kato et al., 2019;). 

La acumulación de lípidos se da en períodos de luz, debido a que la célula almacena 

diferentes metabolitos para ser utilizados posteriormente en la división celular, que ocurre 

en períodos de oscuridad (Srirangan et al., 2015). 

2.8.2 Salinidad  

La salinidad afecta la productividad de lípidos en microalgas, esto debido a que 

los medio salinos provocan estrés osmótico produciendo así una acumulación de lípidos 

en el interior de la célula (Minhas et al., 2016; Vuppaladadiyam et al., 2018). Este 

mecanismo inducirá la acumulación de lípidos debido a cambios en el metabolismo de 

los ácidos grasos (Hoe et al., 2019). En el alga de agua dulce Scenedesmus sp, se cree que 

el NaCl estimula una mayor producción de lípidos, sin embargo, el estrés por exceso de 

salinidad en el medio de cultivo inhibe la fotosíntesis, lo que reduce aún más la biomasa 

y la productividad neta de lípidos (Minhas et al., 2016). 

2.8.3 Concentración/fuente de nitrógeno. 

Las limitaciones de nutrientes afectarán la capacidad fotosintética de las 

microalgas, pero la gravedad de dicha limitación en la división celular y la síntesis de 

lípidos es específica de la especie (Hoe et al., 2019). La falta de nitrógeno desencadena 

la degradación de compuestos ricos en N como proteínas, ADN, clorofila y la 

acumulación de compuestos de almacenamiento energético (Dogdu, 2019). La célula 

altera su metabolismo hacia la producción de almidón y ácidos grasos como 

triacilgliceroles (TAG) debido a un desequilibrio en el metabolismo (Winter, 2015). 

Estudios en N. oceánica han obtenido una concentración del 87% de ácidos grasos en 

condiciones moderadas de N (Wang et al., 2019). De igual forma, en D. communis, el 

contenido de lípidos aumentó a 97.73% al disminuir un 75% la concentración de N en el 

medio BG 11 (Akgül, 2020).  

El aumento del contenido lipídico se debe a que en inanición de N se estimula la 

expresión de genes que codifican para enzimas que están involucradas en el metabolismo 

de lípidos (Francisco et al., 2019). Entre las diferentes vías metabólicas por las cuales se 
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producen lípidos por privación de N está el ciclo de glioxilato, hidrolisis de los 

fosfolípidos de la membrana de los tilacoides por la enzima acil hidrolasa y la conversión 

de acil-CoA en TAG por la acción de la enzima diacilglicerolaciltransferasa (Yodsuwan 

et al., 2017).  

Cabe recalcar que la fuente de nitrógeno también influye en la producción de 

lípidos por ejemplo la productividad de lípidos aumentó con el aumento de la 

concentración de nitrato en Auxenochlorella pyrenoidosa y Scenedesmus sp, pero se 

observó el patrón exactamente opuesto en Auxenochlorella sp y C. vulgaris, en los que la 

productividad de los lípidos fue mayor a concentraciones más bajas de nitrato (Minhas et 

al., 2016). Por otro lado, en Tetraselmis tetrathele el mayor contenido de lípidos se 

observó en NH4Cl (Farahin et al., 2021). A pesar que la literatura es escasa en cuanto a la 

influencia que tienen las diferentes fuentes de N en la producción de lípidos, esto se podría 

explicar debido a que el comportamiento de las microalgas puede variar dependiendo de 

la especie (Kim, Mujtaba, et al., 2016). El incremento de lípidos por amonio se da debido 

a que es tóxico en las células y la producción de lípidos se da como respuesta a dicho 

estrés (Yaakob et al., 2021). En cuanto a las concentraciones de nitrato, mientras menor 

sea la concentración mayor producción de lípidos, de igual manera debido al estrés que 

produce la disminución de N, aunque esto depende de cada especie (Minhas et al., 2016) 

2.9 Extracción de lípidos  

Las microalgas se están investigando actualmente como posibles fuentes de 

nutrición y biodiesel, en ambas aplicaciones, el enfoque principal radica en los ácidos 

grasos producidos por las microalgas, por lo tanto, se necesitan métodos para determinar 

tanto la cantidad total como el tipo de ácidos grasos (Cavonius et al., 2014) 

2.9.1  Métodos de extracción  

Los métodos de extracción de lípidos se pueden clasificar en mecánicos o basados 

en productos químicos, el primero utiliza equipos tales como ultrasonidos o máquinas de 

prensado; el segundo por lo contrario utiliza compuestos químicos, es decir, disolventes 

como hexano, etanol, metanol y cloroformo (Katiyar y Arora, 2020). Entre los métodos 

más usados de acuerdo con cada tipo de solvente tenemos Soxhlet (Cloroformo, metanol) 

Bligh-Dyer (Cloroformo, metanol, agua), McGill-Moffatt (acetona), Randall (n-hexano) 

y de Folch (Cloroformo, metanol) (Bonilla y Hoyos, 2018). 
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El método gravimétrico Bligh-Dyer desarrollado hace unos 50 años sigue siendo 

una de las técnicas más comunes que se utilizan hoy en día, aunque este procedimiento 

es simple, confiable y fácil de llevar a cabo, requiere mucho tiempo, grandes volúmenes 

de muestra y utiliza solventes tóxicos; no es práctico para analizar muchas muestras de 

una corrida de fermentación o detección de nuevas cepas ricas en aceite (Storms, 

Cameron, de la Hoz Siegler, y McCaffrey, 2014). 

2.9.2 Cuantificación de lípidos  

La composición de lípidos de la biomasa de algas generalmente se cuantifica 

utilizando una amplia gama de técnicas, que implican extracción química seguida de 

determinación gravimétrica, espectrofotometría o espectroscopía de masas (Mayers et al., 

2013) .Los métodos convencionales para la determinación de lípidos implican extracción 

con solventes y determinación gravimétrica, la cuantificación adicional de lípidos neutros 

requiere la separación de extractos crudos y la cuantificación de las fracciones lipídicas 

por cromatografía de capa fina (TLC), HPLC, cromatografía de gases y espectrometría 

de masas (GC / MS), o cromatografía líquida y espectrometría de masas (LC / MS) ( Chen 

et al., 2011). 
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CAPÍTULO III 

3 METODOLOGÍA 

 

3.1 Producción de biomasa  

3.1.1 Lugar de estudio  

La presente investigación se realizó en el laboratorio de biotecnología vegetal, 

ubicado en el campus San Vicente de Paul de la Universidad Técnica del Norte, Ibarra, 

Ecuador (Figura 2). La cepa estudiada fue Chlamydomona agloeformis, obtenida del 

cepario del laboratorio de biotecnología vegetal de la Universidad  Técnica del Norte.  

3.1.2 Mantenimiento de la cepa  

La microalga Chlamydomona agloeformis se conservó en cajas Petri utilizando 

un medio modificado Murashige Skoog (MS). Para la siembra se utilizó la técnica por 

estriado; una vez realizada la siembra se conservaron las cajas con un fotoperíodo de 16:8 

h (luz/oscuridad) y temperatura de 25 °C (Singh et al., 2015; Manzoni et al., 2016). El 

mantenimiento de la cepa se realizó cada 20-30 días, dependiendo del crecimiento.  

3.1.3 Preparación del inóculo. 

Para el inóculo se hizo un raspado de caja petri, posteriormente la biomasa 

obtenida se diluyó en medio MS modificado, para determinar la concentración celular del 

inóculo se midió la absorbancia a una dilución 1:10 (muestra/ agua destilada), dando una 

Figura 2. Ubicación geográfica del área de estudio  
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absorbancia de 0.1 como concentración. A continuación, se cultivó en un biorreactor de 

250 mL de capacidad, que contenía 135 mL de MS modificado y 15 mL de inóculo de 

microalga C. agloeformis. El fotoperíodo empleado fue de 16:8 h (luz/oscuridad) con un 

pH y temperatura inicial de 7 y 25ᵒC respectivamente, por un período de siete días 
(Singh et al., 2015; Cobos et al., 2016; Manzoni et al. 2016). 

3.1.4 Diseño de Fotobiorreactor 

Se emplearon fotobiorreactores por lote de 2 L. El prototipo constó de una entrada 

y una salida de aire; además, de un compartimento para la toma de muestra, tal como se 

observa en la Figura 3. La entrada de aire estuvo constituida por un racor metálico unido 

con un reductor pvc, el cual se encontraba en el interior del fotobiorreactor y constó de 

una manguera para que el aire se distribuya homogéneamente por todo el fotobiorreactor 

(Figura 3 a). Para el ingreso de aire estéril al medio, se utilizó un filtro micropore de 

membrana de 0.22 µm de poro, que se encontraba conectado con una manguera por ambos 

lados del filtro. El lado superior se conectaba con una bomba de aire con un flujo de 4 L 

min-1 y el lado inferior del filtro se acoplaba con el racor.  

La salida de aire estuvo integrada por filtro micropore de membrana de 0.22 µm 

de poro que se conectaba con una manguera al fotobiorreactor (Figura 3 b). Por otro lado, 

para la toma de muestra se utilizaron los componentes de un equipo de venoclisis, como 

un conector en Y, y un regulador de flujo; este último impidió que el medio suba por la 

manguera, tal como se muestra en la (Figura 3.c). También se implementó al equipo de 

venoclisis un filtro para poder ingresar aire estéril y así regresar el medio de cultivo que 

se quede en la manguera después de la toma de muestra. 

 

  Fig1. Ubicación geográfica del área de estudio  
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Figura 3. Esquema de fotobiorreactor. a) Entrada de aire. b) Salida de aire. c) 

Toma de muestra 1. Reactor de vidrio. 2. Racor. 3.Reductor pvc. 4. Manguera 

pvc. 5. Filtro micropore. 6. Conector en Y. 7. Regulador de flujo 

3.1.5 Cultivo de microalgas bajo diferentes concentraciones de nitrógeno.  

Para determinar el medio de cultivo óptimo para el crecimiento microalgal, se 

utilizó el medio MS modificado como control y como tratamientos tres medios de cultivos 

en base de fertilizante comercial y nitrato de amonio (NH4NO3). La concentración de 

nitrógeno por cada tratamiento fue de 1.53 g/L N total MS modificado (control), 

fertilizante 0.092 g/L N total (T1), fertilizante + NH4NO3 0.138 g/L N total (T2), 

fertilizante + NH4NO3 0.184 g/L N total (T3). En la Tabla 2 se observa la composición 

química de cada tratamiento.   

             

 

 

① 

③ 

④ 

⑤ 

⑥  ⑦ 

a) 

b) 

c) 

② 
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Tabla 2 

Composición química por cada medio de cultivo 

 

 

MS (Control) 
T1                                                                                                 

Fertilizante 

T2                                                                            

Fertilizante + NH4NO3 

T3                                                        

Fertilizante + NH4NO3 

  
g/L 

g/ L 
N TOTAL 

 g/L 
g/ L 

N TOTAL 
 g/L 

g/ L 
N TOTAL 

 g/L 
g/ L 

N TOTAL 

NH4NO3 1.65 1,53 urea  0.2 0.092 urea  0.2 0.138 urea  0.2 0.184 

KNO3 6.9 P2O5 0.18 

 
  

P2O5 0.18 

 
  

P2O5 0.18 

  

MnSO4.H2O 1.69x10-02 

 
  

K2O 0.16 K2O 0.16 K2O 0.16 

ZnSO4.H2O 8.60 x10-03 B2O3 0.01 B2O3 0.01 B2O3 0.01 

CuSO4.H2O 2.50 x10-04 Zn  0.01 Zn  0.01 Zn  0.01 

MgSO4.H2O 0.37 

    

    
CaCl2H2O 0.44 NH4NO3  0.13 NH4NO3  0.27 

IK 8.30 x10-04 

        

CoCl2.6H2O 2.50 x10-05 

H3BO3 6.20 x10-03 

Na2MoO4.2H2O 2.50 x10-04 

KH2PO4 0.47 

FeSO4.7H2O 2.78 x10-03 

Na2EDTA 3.73 x10-02 

NaHCO3 0.3 
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Se empleó un reactor de 2 L de capacidad, donde se prepararon cultivos de 1 L 

del cual 900 mL correspondía al medio de cultivo y 100 mL al inóculo a una 

concentración de 1.36 x106 células/mL. Este último se obtuvo previamente de 

biorreactores de 250 mL de volumen total. Las condiciones de cultivo fueron las 

siguientes: 25 °C, pH inicial 7 y un fotoperíodo 16:8 h (luz: oscuridad)  

Se realizaron tres repeticiones por cada tratamiento incluido el control, dando un 

total de 12 biorreactores (Figura 4). Para determinar cuál fue el mejor tratamiento se 

realizó una cinética de crecimiento donde se midió la densidad celular por 

espectrofotometría y por conteo celular (número de células/ml). Además, se determinó 

las tasas específicas de crecimiento (µ) para cada tratamiento. 

 

Figura 4. Biorreactores empleados en los ensayos de cinética de 

crecimiento.A:control, B: T1, C:T2; D:T3 

3.1.6 Medición de la densidad óptica mediante espectrofotometría. 

El crecimiento de C. agloeformis se controló por medio de la densidad óptica 

(OD), utilizando un espectrofotómetro UV (Unicam UV / espectrómetro visible). Para la 

toma de muestra, previamente se agitó el fotobiorreactor para evitar la sedimentación de 

la biomasa, posteriormente se tomó 1 ml de muestra y se realizó una dilución de 1:10 

(muestra/ agua destilada), como blanco se empleó agua destilada y se midió la densidad 

óptica a 750 nm. Se realizó la medición de la absorbancia cada tres horas, esta 

metodología se realizó por triplicado. Se construyó una curva de crecimiento 

A

) 

B

) 

C

) 

D

) 
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(Absorbancia vs Tiempo) usando el programa Microsoft Excel. Posteriormente se obtuvo 

la tasa específica de crecimiento correspondiente a la pendiente de la recta graficada.  

3.1.7 Medición de la concentración celular por cámara de Neubauer. 

El recuento celular se realizó por microscopía, utilizando una cámara de Neubauer 

(Improved Marienfeld) (Figura 5), y un microscopio óptico Olympus CX41, se realizó 

una dilución de 1:10 (muestra/ agua destilada) y se utilizó 10 µl para el conteo (Yu et al., 

2012).  

 

Figura 5. Conteo celular por cámara de Neubauer. A) cuadrante de 4 x4 cuadriculas. B) cuadricula del 

cuadrante. 

La concentración celular se determinó mediante la siguiente ecuación propuesta 

por Arredondo et al (2017). 

                                                      𝐶 = 𝑁 𝑥 104𝑥 𝑑𝑖𝑙                                     (Ecuación 1) 

En donde:  

C= cél mL-1 

N= promedio de células en 4 mm2 (0.4 µL) 

104 = factor de conversión de 0.1 µL a 1 mL 

Dil= factor de dilución (cuando se consideró necesario diluir la muestra) 

Con los datos obtenidos se realizó la gráfica de cinética de crecimiento (número 

de células vs Tiempo) usando el programa Microsoft Excel. Posteriormente se obtuvo la 

tasa específica de crecimiento correspondiente a la pendiente de la recta de la gráfica. 

           

A

) 
B

) 
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3.2 Cosecha de biomasa 

Para determinar cuál es la mejor técnica de cosecha se realizó un experimento 

utilizando los siguientes métodos: centrifugación (control), floculación (tratamiento 1) y 

sedimentación por gravedad (tratamiento 2) (Figura 6). Todos los experimentos se 

realizaron por triplicado y las variables medidas fueron densidad óptica y número de 

células. Al final de la experimentación con los tres métodos de cosechado se logró obtener 

dos fases, donde la primera corresponde al sobrenadante (medio de cultivo) y la segunda 

fase corresponde al precipitado (biomasa microalgal) como se observa en la Figura 6 D.  

 

 

                 

Figura 6 Cosecha de biomasa microalgal A) Centrifugación, B) Floculación, C) Sedimentación 

por gravedad. D) sobrenadante y precipitado 

3.2.1 Floculación  

Se utilizó como floculante natural cáscaras de huevo, estas se lavaron con agua 

destilada y secaron a 35°C (Figura 7 A). Posteriormente, se trituraron y se mezclaron 100 

mg de cáscara con 10 mL de una solución de ácido clorhídrico 0.1M (Figura 7 B). A 

continuación, se diluyó la solución en 100 mL de agua destilada (Choi, 2015, 2017; 

A B 

C 

Sobrenadante 

D 

Precipitado 
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Suparmaniam et al., 2019; Roy y Mohanty, 2020).Por último, la solución se filtró usando 

una bomba al vacío Rocker 410, como se muestra en la Figura 7 C. 

         

 

Figura 7. Preparación de solución floculante de cáscara de huevo. A) secado. B) trituración. C) 

Filtración. 

Después de preparar la solución de cáscara de huevo se usó 40 mL de esta y se 

mezcló con 200 mL de medio de cultivo con microalgas en matraces de 250 mL y se 

homogenizó con un agitador magnético Isotemp a 150 rpm durante 35 minutos. Se tomó 

1 mL de muestra del medio con microalgas cada 30 min por un período de 5 horas (Choi, 

2015).  

Para determinar la densidad óptica se hizo una dilución de 1:10 a la muestra y se 

evaluó absorbancia mediante un espectrofotómetro UV (Unicam UV / espectrómetro 

visible) a 750 nm. (Griffiths et al., 2012; Zhu et al., 2018). Por otro lado, la concentración 

celular se determinó realizando conteo celular utilizando cámara de Neubauer, para 

conocer el número de células se usó la Ecuación 1. Los valores obtenidos a partir de estas 

dos variables se transformaron a porcentaje para establecer la concentración de biomasa 

cosechada, para esto se sacó la eficiencia de cosecha (recuperación de biomasa) a partir 

de la ecuación propuesta por Zhu et al., (2018). 

                                         H% =  100% × (𝑂𝐷𝑂 − 𝑂𝐷𝑖)/𝑂𝐷𝑂                      (Ecuación 2) 

A

) 

B

) 

C
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En donde: 

H% =es la eficiencia de cosecha 

 𝑂𝐷𝑂= se definen como los valores del cultivo inicial antes de la cosecha  

𝑂𝐷𝑖 = se definen como los valores del sobrenadante. 

3.2.2 Sedimentación 

Este método se realizó a temperatura ambiente (25°C), en vasos de precipitación 

de 250 mL, con 200 mL de suspensión de algas, dejando reposar un tiempo de 5 h, 

tomando una muestra de 1 mL cada 30 minutos (Chatsungnoen y Chisti, 2016). Las 

variables evaluadas fueron densidad óptica y concentración celular, la metodología 

empleada para estas fue la misma explicada en el apartado 3.5.1 de este documento. Por 

otro lado, para establecer la concentración de biomasa cosechada se transformaron los 

datos obtenidos por estas dos variables a porcentajes, empleando la (Ecuación 2). 

3.2.3 Centrifugación 

Para el cosechado de biomasa, se utilizó una centrífuga (Sorvall™ ST 16) con una 

velocidad de rotación de 5000 rpm durante 5 min, 45 mL del medio de cultivo con 

microalgas fue transferido a tubos falcon de 50 mL (Figura 8) (Syafaini et al., 2017). 

Después de realizar la centrifugación, se pudo observar una separación de fases en el tubo, 

donde la primera fase fue el medio de cultivo (sobrenadante) y la segunda fase fue la 

biomasa microalgal (precipitado). Se tomó una muestra de 1 mL del sobrenadante para 

determinar la eficiencia del método. 

Las variables evaluadas fueron densidad óptica y concentración celular, la 

metodología aplicada para medir estas dos variables fueron las mismas aplicadas en el 

apartado 3.5.1 de este documento. De igual forma, los valores obtenidos a partir de estas 

dos variables se transformaron a porcentaje para establecer la concentración de biomasa 

cosechada, para esto se sacó la eficiencia de cosecha (recuperación de biomasa), 

empleando la (Ecuación 2). Por otro lado, cabe mencionar que las muestras se tomaron 

antes de la centrifugación y después de esta, debido a la rapidez de la técnica, no se pudo 

tomar cada 30 min como en los otros métodos de cosecha. 
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   Figura 8. Cosecha de biomasa por centrifugación. A) muestras a procesar. B) 

centrifugación de muestras 

3.3 Producción de lípidos  

3.3.1 Fotoperíodo  

Para determinar si existe un cambio en la concentración de lípidos de la célula, se 

sometió a diferentes fotoperíodos a Chlamydomona agloeformis. Los fotoperíodos 

empleados fueron: 16:8 h (luz/ oscuridad) como control, 12:12 h y 24:00 h (luz/ 

oscuridad) como tratamientos, con una intensidad de luz de 48 µmoles m-2 s-1 (Matos, 

Gandin, Siegel, y Sant’Anna, 2017).El tiempo de cultivo empleado fue de 7 días, debido 

a que la producción de lípidos se incrementa en la fase estacionaria tardía del crecimiento 

celular (Deshmukh et al., 2019) . 

3.3.2 Contenido lipídico  

Para determinar el contenido lipídico se analizó una muestra de 15 g por cada 

tratamiento. Los análisis fueron realizados en los laboratorios de alimentos OSP de la 

Universidad Central del Ecuador. Para la extracción de lípidos (grasa cruda) se empleó el 

método oficial 991.36 de la AOAC modificado. La fórmula utilizada para determinar el 

porcentaje de grasa por muestra fue: 

𝑔𝑟𝑎𝑠𝑎 % =
(𝐵 − 𝐶)𝑋 100

𝐴
 

En donde: 

 A = peso en gramos de muestra, 

B = peso en gramos del vaso de extracción después de secado, y 

C = peso en gramos del vaso de extracción antes de la extracción 

A

) 

B

) 
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El análisis del perfil lipídico se realizó en los laboratorios de alimentos OSP de la 

Universidad Central del Ecuador. La metodología utilizada fue una cromatografía de 

gases usando un cromatógrafo de gases IEAL 5.5-05. Para poder realizar este 

procedimiento se tuvo que trans-esterificar los ácidos grasos presentes en la muestra. La 

trans-esterificación consistió en la transformación de ácidos grasos en alquil ésteres y 

glicerol (Castellar et al., 2016). Esta transesterificación se realiza debido a que el 

cromatógrafo de gases puede identificar ácidos grasos solo como alquil esteres (Tobón et 

al., 2002).Para determinar el porcentaje de ácidos grasos presentes en la muestra se evaluó 

el área de cada uno de los picos del cromatógrafo (Arredondo et al., 2017).  

3.4 Análisis estadístico 

El diseño experimental empleado fue, diseño de parcelas divididas (DPD), para 

determinar si existió diferencia significativa en los tratamientos se realizó un análisis de 

la varianza (ANOVA). Todos los datos cumplieron con los supuestos de estadística 

paramétrica, normalidad, homogeneidad de varianzas, e independencia. Para normalizar 

los datos de conteo, obtenidos en los experimentos de la cinética de crecimiento se realizó 

una transformación raíz cuadrada; además, se realizó una correlación de las variables 

absorbancia y conteo celular. El supuesto de normalidad fue evaluado mediante la prueba 

de Kolmogórov-Smirnov (Anexo 1), la primera prueba se tomó en cuenta para los análisis 

de cinética de crecimiento y la segunda para los métodos de cosecha, esto se realizó así 

por el tamaño de los datos. El supuesto de homogeneidad se evaluó por la prueba de 

Levene (Anexo 2) y para determinar cuál fue el mejor tratamiento en los experimentos, 

se utilizó pruebas de significancia Tukey (5%). El programa estadístico utilizado fue IBM 

SPSS statics 22.0 
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CAPÍTULO IV 

4 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

En este capítulo se presentan los resultados obtenidos en esta investigación. Las 

variables analizadas fueron: cinética de crecimiento, eficiencia de cosecha y perfil 

lipídico. Además, se determinan los mejores tratamientos para cada una de las variables, 

tomando en cuenta los análisis estadísticos.  

4.1 Concentración optima de nitrógeno. 

4.1.1 Cinética de crecimiento 

En la Figura 9 se muestran las cinéticas de crecimiento obtenidas por las variables 

densidad óptica y concentración celular. La fase exponencial duró 4 días, posteriormente 

a esto la célula ingresó a la fase estacionaria. Los resultados obtenidos fueron: OD= 0.93 

a una concentración de 14.1x106 células mL−1para el control MS, T1 con un OD= 0.55 a 

7.2x106 células mL−1, T2 un OD= 0.37 a una concentración de 5.1x106 células mL−1, y 

finalmente para el T3 OD= 0.32 a una concentración de 4.8x106 células mL−1 como se 

observa en la Figura 9. 

A)  

 

 

 

Control: µ= 0.34 d-1 T1: µ= 0.24 d-1 T2: µ=0.22 d-1 T3: µ=0.20 d-1 
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B) 

Figura 9 Cinética de crecimiento de Chlamydomona agloeformis para cada uno de los tratamientos, 

evaluada por (A) Densidad óptica(absorbancia); (B) Número de células.  

Se realizó un análisis de correlación entre las variables densidad óptica y conteo 

celular, obteniendo un R2=0.958, p<0.001, como se observa en la Figura 10, indicando 

que en las dos metodologías se obtienen cinéticas similares. Los resultados obtenidos en 

esta investigación concuerda con lo descrito por Griffiths et al., (2011); Gomez et al., 

(2017) y Lu et al., (2017) quienes obtuvieron con C. vulgaris, Isochrysis galbana y 

Nannochloropsis oculata una correlación entre la densidad óptica y el número de células 

de R2=0.99 al evaluar su crecimiento. Esto podría deberse a que a una mayor 

concentración celular existe un incremento en la absorción de luz 

(absorbancia).(Camacho y Torres, 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10 Gráfica de correlación del número de células vs densidad óptica    
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Al comparar los resultados, indicaron diferencias significativas entre los 

tratamientos como se observa en la Figura 11 y el Anexo 3. Donde el medio de cultivo 

MS mostro un myor crecimiento celular con un µ= 0.34 ± 0.02 d -1, absorbancia de 0.93 

y una concentración de 14.1x106 células mL−1 al usar 1.53 g/L de nitrógeno total. 

Resultados similares se dieron en investigaciones realizadas por Panta et al., (2016), Ram, 

(2019) y Aguiar et al., (2020) en donde utilizando 1.5 g/L de nitrógeno total se obtuvieron 

concentraciones de 17± 3x106 células mL−1. Takeuchi y Benning, (2019) expresan que 

para un eficiente crecimiento y división celular en Chlamydomonas y otro tipo de 

microalgas, verdes se requiere una suficiente cantidad de nutrientes en el medio de 

cultivo, en especial nitrógeno. La asimilación de nitrógeno en la célula se da mediante la 

ruta del ciclo glutamina sintetasa-glutamato sintasa (GS-GOGAT), esta ruta es importante 

ya que en ella el nitrógeno se incorpora en esqueletos de carbono esenciales en el 

crecimiento celular, tales como aminoácidos, empleados en la síntesis de proteínas ( 

Florencio, 1999; Figueroa, 2004; Iriarte et al., 2007; Calatrava, 2018). Entre estas 

proteínas se encuentran las quinasas dependientes de ciclina (CDK) que son enzimas 

claves para el crecimiento y la división celular (Zachleder & Vítová, 2016; Li et al., 2019). 

Por esta razón al existir una baja concentración de nitrógeno total de 0.092, 0.138 y 0.184 

g/L para los tratamientos T1, T2 y T3 no hubo un óptimo crecimiento celular.  

A)  

C 
C 

A 

B 
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B) 

Figura 11. Determinación de la mejor concentración de nitrógeno evaluado por A) densidad óptica 

y B) conteo celular. A y B: existe diferencias significativas. C no existen diferencias de tratamientos. 

Densidad óptica (F= 262.94; gl= 3, 30; p < 0.001) y el conteo celular (F= 337,071; gl= 3, 30; p < 

0.001) 

Por otro lado, Gour et al., (2018) expresa que el crecimiento celular no solamente 

se ve influenciado por la concentración de nitrógeno sino también por las fuentes de 

nitrógeno que se empleen. Entre las más comunes están nitratos (NO3), amonio (NH4) 

nitritos, (NO2) urea ( CH4N2O) etc. (López et al., 2015). En ecosistemas acuáticos la 

forma de nitrógeno más abundante es nitrato, y en menor proporción la urea (Hellebust y 

Ahmad, 1988; Kumar y Bera, 2020).  

Calatrava, (2018), Zhang et al., (2019) y Batista et al., (2019) sostienen que el 

género Chlamydomona tiene un óptimo crecimiento en presencia de nitratos y urea como 

fuente de nitrógeno. En esta investigación las fuentes de nitrógeno utilizadas fueron 

nitrato de potasio (KNO3) para el medio MS, urea (CH4N2O) para el tratamiento T1, urea 

y nitrato de amonio (NH4NO3) para los tratamientos T2 y T3; de los cuales el mejor fue 

KNO3. Esto podría explicarse gracias a la participación de diversas moléculas como 

proteínas de transporte NRT2 y NAR1 que permiten el ingreso de NO3 a la célula y 

enzimas como nitrato reductasa que permiten su asimilación (Raven, 1981; Chen y Wang, 

2020).  

Asimismo, Panta et al., (2016) y Silva et al., (2019) sostienen que fertilizantes 

foliares que contienen urea como fuente de nitrógeno son una alternativa para el 
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crecimiento celular de diferentes microalgas como C. reinhardtti, Chaetoceros gracilis y 

Isochrysis galbana. De igual forma, en un estudio realizado en  Hyaloraphidium 

contortum y en Chlorella vulgaris al utilizar fertilizantes nitrogenados como medio de 

cultivo se obtuvieron densidades celulares de 21x106 células mL−1 (Brito et al., 2011). Sin 

embargo, en esta investigación a pesar de que se utilizó urea como fuente de nitrógeno en 

los tratamientos T1, T2 y T3 se alcanzaron concentraciones de 7.2x106; 5.1x106 y 4.8x106 

células mL−1, valores inferiores al control MS. Silva, (2016) expresa que la utilización de 

fertilizantes como medio de cultivo solo es viable cuando existe la presencia de 

microelementos en la composición de mismo. Entre los micronutrientes más importantes 

están el zinc, cobre, cobalto, manganeso, cadmio, hierro y molibdeno, de los cuales los 

dos últimos juegan un papel crucial para la asimilación del nitrógeno (Rueter y Petersen, 

1987; Quigg, 2016; Usman y Azmuddin, 2018).  

En un estudio realizado por Tao et al., (2020) y Xu, (2015) se establece que usando 

1mg/L de hierro y 0.1 mg/L de molibdeno existe una óptima asimilación de nitrógeno. 

En el presente trabajo se incorporó 0,56 mg/L de hierro y 0,1 mg/L de molibdeno, para el 

medio MS. Los tratamientos T1, T2 y T3 no contaron con la presencia de estos 

microelementos, esto podría explicar por qué no hubo un óptimo crecimiento celular. La 

importancia del hierro y molibdeno radica en que actúan como cofactores de enzimas 

asimiladoras de nitrógeno como por ejemplo la nitrato y nitrito reductasa (Presta et al., 

2015; Dror y Stern, 2018; Fox y Zimba, 2018).  

Por otro lado, en comparación al tratamiento T1, los tratamientos T2 y T3 tuvieron 

una cinética de crecimiento inferior, a pesar de que existía la misma concentración de 

fertilizante. Esto podría explicarse debido a que en los tratamientos T2 y T3 también se 

añadió 0.13 y 0.27 g/L de NH4NO3 respectivamente. Kim, Mujtaba, et al., (2016) 

expresan que la sobresaturación de amonio puede causar una disminucion en el pH al 

liberar iones de H+, lo que inhibe el crecimiento celular e incluso provocar lisis celular. 

De acuerdo con lo reportado por Yaakob et al., (2021) la célula solo soporta un máximo 

de concentración de 0.0018 g/L de amonio para un crecimiento adecuado. Esto podría 

explicar porque en los cultivos que se añadió NH4NO3 no hubo un óptimo crecimiento 

celular, además, en pruebas piloto al utilizar concentraciones mayores de NH4NO3, los 

cultivos morían a las 24 horas de inocularlos.  
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4.2 Métodos de Cosecha  

4.2.1 Eficiencia   

Las células de C. agloeformis presentaron distintos comportamientos ante los 

diferentes métodos de cosecha Para el control se obtuvo una eficiencia del 99%, sin 

presencia de células suspendidas en el sobrenadante, y en un tiempo mínimo de 5 min en 

comparación a los demás tratamientos. Por otro lado, los tratamientos por floculación y 

sedimentación por gravedad presentaron una eficiencia del 92% y 80%, con mayor 

presencia de turbidez. Para determinar cuál fue el mejor método de cosecha se realizó una 

prueba Tukey (Anexo 4), dando como mejor método el de centrifugación, como se 

muestra en la Figura 12  

 

Figura 12. Eficiencia de cosechado de Chlamydomona agloeformis medido por densidad óptica 

(absorbancia) y conteo celular. A, B y C: existe diferencias significativas. Densidad óptica (F= 57,08; 

gl= 2, 22; p < 0.001) y el conteo celular (F= 62,26; gl= 2, 22; p < 0.001) 

Los resultados obtenidos para el método de centrifugación podría explicarse 

debido a que se utiliza una fuerza centrífuga para separar la biomasa celular utilizando la 

diferencia de densidad del medio que lo rodea (Najjar y Abu, 2020). Así, las partículas 

de menor densidad quedarán suspendidas mientras que las de mayor densidad 

precipitarán (Dassey y Theegala, 2013). De igual forma, Alam et al., (2017) establece que 

para que exista un máxima eficiencia de cosecha debe existir una velocidad adecuada, 

debido a que puede ocurrir daño celular a fuerzas de centrifugación altas, provocando así 

la liberación de diferentes metabolitos celulares, lo que induce a la flotación de las células 

rotas y no a la precipitación. En la presente investigación se utilizó una velocidad de 5000 

rpm obteniendo una eficiencia máxima del 99%. Por otro lado, un estudio realizado en 
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Chlorella sp , Coelastrella sp y Chlamydomonas sp mediante centrifugación dio una 

eficiencia de cosecha de 98, 96 y 90 % a 7000 rpm (Syafaini et al., 2017). La velocidad 

óptima para el cosechado por centrifugación varía entre 5000 a 7 000 rpm (Syafaini et al., 

2017). La variación en las revoluciones por minuto se debe a que a mayor tamaño de la 

célula se requiere una mayor velocidad de rotación y un mayor requerimiento de energía, 

para poder alcanzar un óptima eficiencia de cosecha ( Dassey y Theegala, 2013; Zhu et 

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

Por otro lado, Singh y Patidar, (2018) establecen que entre las técnicas más usadas 

esta la floculación, esto debido a su alta eficiencia y su bajo costo. En esta investigación 

se obtuvo una eficiencia del 92 % utilizando cáscara de huevo como floculante orgánico. 

Resultados similares se obtuvieron en estudios obtenidos por Choi, (2017) y 

Suparmaniam et al., (2020) en Chlorella vulgaris con una eficiencia del 94%. La 

utilización de este floculante orgánico favorece la floculación de células microalgales 

cargadas negativamente, debido a que su principal componente es el calcio en forma de 

carbonato de calcio (CaCO3), permitiendo la absorción y desestabilización de la célula 

(Roy y Mohanty, 2020). 

En este sentido, Ozkan y Berberoglu, (2013) establecen que la carga de la célula 

puede verse alterada por varios factores entre estos el pH debido a que los diferentes 

grupos funcionales presentes en la superficie de la célula tales como hidroxilo (-OH), 

carboxilo (-COOH) y amina (-NH2), pueden protonarse o desprotonarse en función del 

pH generando así una carga positiva o negativa. En el presente estudio hubo un pH de 

7.63.al momento de cosechar la biomasa. Monteiro et al., (2012) explica que a un pH bajo 

la célula se carga positivamente mientras que a un pH alto se carga negativamente. La 

carga negativa de una célula se da principalmente al desprotonar el grupo funcional 

carboxílico (-COOH) (Pugazhendhi et al., 2019). Para que pueda haber una 

desprotonación del grupo carboxílico tiene que exisitir un pH superior a 4, ya que a un 

pH bajo existe un exceso de H3O+ e H+ en el medio por lo que no se puede donar los 

protones (Monteiro et al., 2012; Wallerstein et al., 2015; Sui et al., 2016; Bilal et al., 

2018). De igual forma, Cui et al., (2014) establece que a un pH 9 se obtiene la máxima 

carga negativa en la célula, esto podría explicar porque en esta investigación a pesar de 

haber obtenido una alta eficiencia de cosecha por floculación (cáscara de huevo) no 

supero al método de centrifugación.  
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Por otro lado, el tratamiento con menor eficiencia en este estudio fue 

sedimentación por gravedad dando una eficiencia del 80%. Los resultados obtenidos 

superan a los expuestos por Tan et al.,( 2019) en Scenedesmus dimorphus y por 

Chatsungnoen y Chisti, (2016) en C vulgaris con una eficiencia del 40 y 30 % 

respectivamente. Según Shah et al., (2014) los factores que influyen en la eficiencia de 

sedimentación son la densidad celular, el tamaño de la célula y la velocidad de 

sedimentación. En un estudio realizado Coelastrella sp con un tamaño de 8.2 µm se 

obtuvo una eficiencia del 60%, (Gojkovic et al., 2020). Asimismo, Vieira y Greque de 

Morais, (2013) establecen que una alta eficiencia solo puede ser posible en células con 

un tamaño mayor a 70 µm. De acuerdo con la literatura el género Chlamydomona posee 

un tamaño de 10-30 µm (Syafaini et al., 2017). Esto podría explicar porque en el presente 

trabajo el método de sedimentación no superó la eficiencia de los demás métodos. De 

igual forma, este método consume mucho tiempo debido a la baja densidad celular por lo 

que no sería un método rentable ya que la biomasa podría tener daño (Tan et al., 2019). 

4.3 Perfil lipídico 

Los resultados obtenidos para la concentración de lípidos totales en C. agloeformis 

se observan en la Figura 13 y en el Anexo 5. El contenido de lípidos presentes en la célula, 

para el fotoperíodo 16:8h luz/oscuridad fue del 5%, para el fotoperíodo 12:12h 

luz/oscuridad fue de 5.4% y finalmente el fotoperíodo que tuvo una concentración mayor 

fue el de 24:0h luz/oscuridad con un 6%. 

 

 

Figura 13. Lípidos totales de C. agloeformis aplicando diferentes fotoperíodos 
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Resultados similares a este estudio se obtuvo en N. gaditana y en Scenedesmus 

obliquus con una concentración máxima de lípidos totales del 7.7 y 8% empleando un 

fotoperíodo de 24:00h luz/ oscuridad (Matos et al., 2017). Esto podría deberse a que 

diferentes ciclos de luz/oscuridad (fotoperíodos) influyen en la producción de lípidos de 

la célula microalgal, alterando su composición normal, ya que la síntesis de lípidos está 

relacionada con la fotosíntesis y esta a su vez se ve influenciada por los períodos de luz 

(Wahidin et al., 2013; Kato et al., 2019). Dicha relación se da porque se utilizan productos 

como NADPH y ATP provenientes de la fotosíntesis para la elaboración de acetil-CoA, 

que es la molécula que inicia con la síntesis de ácidos grasos en el citoplasma de la célula 

(Linares et al., 2012; Shene et al., 2018; Smith y Gilmour, 2018; Kato et al., 2019).  

No obstante, a pesar de que hubo un ligero incremento de lípidos al aplicar 

diferentes fotoperíodos en la presente investigación, los resultados obtenidos no fueron 

los esperados. Esto se podría explicar ya que al someter a estrés al género 

Chlamydomona, estas tienden a producir en mayor cantidad carbohidratos como fuentes 

de reserva energética (Kato et al., 2019). Un ejemplo de esto se dio en un estudio realizado 

en Chlamydomona malina donde la concentración de carbohidratos fue del 50% ( Morales 

et al., 2020) 

Por otro lado, Matos et al., (2017) establece que la producción de lípidos depende 

de la especie, por ejemplo, estudios realizados en la especie Nannochloropsis sp 

mostraron una máxima concentración de lípidos del 31.1% en un fotoperíodo de 18:6 h 

luz/oscuridad (Wahidin et al., 2013); en Verrucodesmus verrucosus un 50.42% 

empleando un fotoperíodo 12:12h luz/oscuridad  (Vélez et al., 2021);y en P. tricornutum 

a 12: 12h luz/oscuridad se obtuvo un 41.9% de lípidos totales (Sirisuk et al., 2018).  

Del mismo modo, Minhas et al., (2016) manifiesta que la presencia de luz afecta 

no solo la concentración lipídica sino también su composición. En el género 

Chlamydomona los principales ácidos grasos encontrados son los ácidos palmítico 

(C16:0) y esteárico (C18:0) (Nguyen et al., 2013; Li et al., 2019). Los fotoperíodos 

empleados en esta investigación dieron los siguientes ácidos grasos: para el tratamiento 

16:8h y 24:0h (luz/oscuridad) se obtuvieron los ácidos palmítico, esteárico y linoleico; en 

cuanto al fotoperíodo 12:12h (luz/oscuridad) los ácidos palmítico, esteárico, linoleico, 

cis-10 heptadecanoico y erúcico, este último fotoperíodo dio una mayor diversidad en el 

perfil lipídico tal como se observa en la Figura 14.  
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.  

De la misma manera en otros estudios realizados en Chaetoceros calcitrans, 

Chlorella sp, Scenedesmus obliquus y Amphora sp se reportaron una alta variedad de 

ácidos grasos empleando un fotoperíodo 12:12h luz/oscuridad, incluidos los ácidos C17:1 

y  C22:1n9 ω9 (Guidetti et al., 2019). Seyfabadi et al., (2011) expresa que la presencia de 

estos MUFA se debe a que existe un período de oscuridad prolongado. La alteración de 

la composición de ácidos grasos podría explicarse por el hecho de que estos lípidos, al 

ser el principal componente de las membranas de los cloroplastos, juegan un papel clave 

en la formación del aparato fotosintético de las algas, por ende al existir menor duración 

del tiempo de luz, la célula tendría respuestas adaptativas y cambiaría el perfil de ácidos 

grasos (Khoeyi et al., 2012; Krzemińska et al., 2015) 

Por otro lado, el ácido graso que tuvo mayor prevalencia en esta investigación fue 

el C16:0 con una concentración del 3.05%; 3.86% y 4.32% en los fotoperíodos 16:8h; 

12:12 h y 24:0h luz/oscuridad. Esto podría deberse ya que en períodos de luz existe un 

aumento de ácidos grasos saturados (SFA) y un decrecimiento de ácidos grasos 

monoinsaturados (MUFA) y poliinsaturados (PUFA) (Seyfabadi et al., 2011). Lo que 

incide en los resultados obtenidos en esta investigación, ya que exisitieron períodos de 

luz mayores a los de oscuridad. Además, en fotoperíodos con mayor tiempo de luz existe 

actividad enzimática de las β-Ketoacyl-ACP-sintetasa III (KASIII) que son enzimas 

implicadas en la producción del C16:0 (Wang et al., 2018).De la misma manera, Sirisuk 

et al., (2018) y Tietel et al., (2020).sostienen que el ácido palmítico es el precursor de 

otros ácidos grasos, como los PUFA, por lo que indica una alta concentración en la célula.  
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De igual forma, la producción de ácidos grasos no solamente se ve influenciada 

por la disponibilidad sino también por la intensidad de la luz (Wahidin et al., 2013). En 

esta investigación el fotoperíodo que produjo mayor diversidad de lípidos en la célula fue 

el de 12:12 h luz/oscuridad con una intensidad de luz de 48 µmoles m-2 s-1, como se 

observa en la Figura 14 donde se obtuvieron diferentes ácidos grasos, incluidos los 

MUFA, C17:1 y el C22:1n9 ω9. Aun así, estos resultados no superaron a los expuestos 

por Novoa, (en desarrollo) en C agloeformis donde se obtuvo los siguientes ácidos grasos: 

ácido mirístico (C14:0), palmítico (C16:0), palmitoleico (C16:1), Cis 10- heptadecanoico 

(C17:1), esteárico (C18:0), oléico (C18:1 cis ω9), linoléico (C18:2 cis ω6) y erúcico 

(C22:1 ω9) a una intensidad de luz de 56 µmoles m-2 s-1. Esto debido a que a una 

intensidad de luz adecuada la energía lumínica absorbida por los pigmentos de antena se 

convierte en ATP o NADPH, y esta energía química se almacena finalmente como 

almidón y/o lípidos mediante la fijación de CO2 a través del ciclo de Calvin y la 

lipogénesis (Nzayisenga et al., 2020). De igual forma, al aumentar la intensidad de luz 

existe una alta actividad de enzimas involucradas en la biosíntesis de ácidos grasos, 

particularmente la acetil-CoA carboxilasa, la desaturasa, la proteína sintasa 

transportadora de acilo, la ATP/citrato liasa y la glucosa permeasa que actúan en la 

membrana de los cloroplastos (Gim et al., 2016) 
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CAPÍTULO V 

5 CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

5.1 Conclusiones 

• El medio de cultivo óptimo para el escalamiento de C. agloeformis fue Murashige 

Skoog modificado, el cual tuvo una concentración de Nitrógeno de 1.53 g/L. Esto 

debido a que en los demás tratamientos las cantidades de nitrógeno fueron 

mínimas. 

• Las concentraciones de nitrato de amonio empleadas (0.13 y 0.27 g/L) en los 

tratamientos T2 y T3 no fueron las óptimas para la célula, ya que tuvieron la 

menor cinética de crecimiento en comparación a las demás fuentes de nitrógeno. 

• El mejor método de cosecha para la recolección de biomasa microalgal fue 

centrifugación, debido a que hubo una mayor tasa de eficiencia en comparación a 

los otros métodos.  

• El mejor fotoperíodo para incrementar la concentración de lípidos totales fue 24:0 

h luz/oscuridad, con una concentración del 6.01%. de ácidos grasos, mientras que 

el fotoperíodo 12:12h luz/oscuridad produjo mayor diversidad de ácidos tales 

como los ácidos palmítico (C16:0), esteárico (C18:0), linoléico (C18:2n6 cis ω6), 

cis 10-heptadecanoico (C17:1) y erúcico (C22:1n9 ω9). 

•  El ácido graso con mayor concentración en los tres fotoperíodos fue el C16:0, 

debido a que es el precursor en la síntesis de otros ácidos grasos presentes en la 

célula. 

5.2 Recomendaciones 

• Incrementar el número de variables a medir en los experimentos, para determinar 

la eficiencia en la productividad celular. Por ejemplo, la medición del peso seco 

permitiría determinar la cantidad g/L de biomasa generada.  

• Evaluar diferentes modelos de biorreactores, para establecer las condiciones 

óptimas de crecimiento de C. agloeformis. Esto permitiría generar un protocolo 

de producción más adecuado en la especie, en términos de luz, temperatura, 

aprovechamiento de nutrientes etc. 
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• Aumentar variables en el protocolo de floculación, para incrementar el 

rendimiento de recolección de biomasa microalgal. Por ejemplo, aumento de la 

temperatura, pH y tiempo de agitación. 

• Replicar los experimentos de cosechado, en otras especies microalgales. Esto 

debido a que la efectividad del método depende mucho de la morfología de la 

célula. 

• Investigar otras fuentes de floculantes orgánicos que procedan de residuos          

orgánicos como el quitosano que proviene de cáscaras de camarón o el almidón 

catiónico que proviene de la papa o de la yuca, para poder aprovechar dichos 

residuos en la industria de microalgas. 

• Incrementar la intensidad de luz por fotoperíodo para que un mejor resultado en 

el crecimiento y el contenido de lípidos de la célula.  

• Realizar un análisis de carbohidratos para determinar si al someter a diferentes 

fotoperíodos se produce mayor cantidad de carbohidratos en lugar de lípidos. Esto 

debido a que la célula en situaciones de estrés puede sintetizar carbohidratos como 

almidón en lugar de lípidos. 

• Evaluar diferentes técnicas de extracción de ácidos grasos, tales como sonicación, 

extracción con solventes químicos, shock osmótico, etc., para el potencial uso de 

ácido palmítico en la industria cosmética  
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ANEXOS  

Anexo 1.  

Supuestos de normalidad  

Supuestos de normalidad para cinética de crecimiento por absorbancia  

 

 

 

 

 

Supuestos de normalidad para cinética de crecimiento por conteo celular 

 

 

 

 

Supuestos de normalidad y homogeneidad para eficiencia de cosecha por absorbancia 

Pruebas de normalidad 

 Kolmogorov-Smirnova 

Residuo para 

eficiencia por 

absorbancia  

Estadístico gl Sig. 

,140 27 ,185 

a. Corrección de significación de Lilliefors 

 

Supuestos de normalidad para eficiencia de cosecha por conteo celular. 

Pruebas de normalidad 

Residuo para 

eficiencia celular 

Kolmogorov-Smirnova 

Estadístico gl Sig. 

,159 27 ,076 

a. Corrección de significación de Lilliefors 

Pruebas de normalidad 

  

Kolmogorov-Smirnova 

Estadístico gl Sig. 

Residuo para 

Absorbancia  
,112 36 ,200* 

a . Corrección de significación de Lilliefors 

Pruebas de normalidad 

 Kolmogorov-Smirnova 

 

Residuo para Raíz 

Estadístico Gl Sig. 

0,115 36 ,200* 

a Corrección de significación de Lilliefors 
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Anexo 2. 

Supuestos de homogeneidad 

 

Supuestos de homogeneidad para cinética de crecimiento por absorbancia  

 

 

 

 

 

 

 

Supuestos de homogeneidad para cinética de crecimiento por conteo celular. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Supuestos de homogeneidad para eficiencia de cosecha por absorbancia 

 

 

 

 

 

 

 

Prueba homogeneidad  

Variable 

dependiente: 
Absorbancia  

     

Estadístico de 

Levene 

F df1 df2 Sig. 

2,277 11 24 ,045 

a. Diseño: Interceptación + Repetición + Reactor 

Prueba homogeneidad  

Variable 

dependiente: 
Raíz 

     

Estadístico de 

Levene 

F df1 df2 Sig. 

2,161 11 24 0,056 

a. Diseño: Interceptación + Repetición + Reactor 

Prueba homogeneidad  

Variable 

dependiente: 
Eficiencia Absorbancia 750nm (%) 

Estadístico de 

Levene 

F df1 df2 Sig. 

1,041 8 18 ,443 

a. Diseño: Interceptación + cosecha + repetición 
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Supuestos de homogeneidad para eficiencia de cosecha por conteo celular 

 

 

 

 

 

 

Anexo 3.  

Prueba HSD Tukey 

Prueba HSD Tukey para cinética de crecimiento por absorbancia 

Absorbancia 

HSD Tukeya,b 

Reactor N 

Subconjunto 

1 2 3 

T3 9 ,3256   

T2 9 ,3759   

T1 9  ,5590  

MS 9   ,9296 

Sig.   ,174 1,000 1,000 

a. Utiliza el tamaño de la muestra de la media armónica = 9,000. 

b. Alfa = ,05. 

 

Prueba HSD Tukey 

Prueba HSD Tukey para cinética de crecimiento por conteo celular 

Raíz 

HSD Tukey a,b 

Reactor N 

Subconjunto 

1 2 3 

T3 9 2184,931   

T2 9 2264,618   

T1 9  2691,348  

MS 9   3706,865 

Sig.  0,462 1 1 

a Utiliza el tamaño de la muestra de la media armónica 9,000. 
 

b Alfa = ,05. 
    

Prueba homogeneidad  

Variable 

dependiente: 
Eficiencia celular (%) 

Estadístico de 

Levene 

F df1 df2 Sig. 

1,281 8 18 ,313 

a. Diseño: Interceptación + cosecha + repetición 
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Anexo 4. 

Prueba HSD Tukey 

Prueba HSD Tukey para eficiencia de cosecha por absorbancia 

Eficiencia Absorbancia 750nm (%) 

HSD Tukeya,b 

Métodos de cosecha  

N 

Subconjunto 

1 2 3 

Sedimentación 9 76,333   

Floculación 9  93,222  

Centrifugación 9   98,222 

Sig.   1,000 1,000 1,000 

a. Utiliza el tamaño de la muestra de la media armónica = 9,000. 

b. Alfa = ,05. 

 

Prueba HSD Tukey 

Prueba HSD Tukey para eficiencia de cosecha por conteo celular 

Eficiencia celular (%) 

HSD Tukeya,b 

Métodos de 

cosecha 
N 

Subconjunto 

1 2 3 

Sedimentación 
9 77,44   

Floculación 9  93,66  

Centrifugación 9   99,11 

Sig.   1,00 1,00 1,00 

a. Utiliza el tamaño de la muestra de la media armónica = 9,000. 

b. Alfa = ,05. 
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Anexo 5.  

Resultados obtenidos del análisis de perfil lipídico de C agloeformis por diferentes 

fotoperíodos 
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