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NOMENCLATURA Y LISTA DE SÍMBOLOS 
 

%: Porciento. 

% v/v: Volumen de Soluto x 100. 

: Concentración inicial.  

: Coeficiente de transferencia de masa de CO2.  

: Coeficiente Monod o coeficiente medio de saturación.  

: Tasa másica de transferencia del gas difusión en el líquido. 

: Velocidad de formación de biomasa. 

 Tiempo en el que se realizó el primer conteo. 

: Tiempo en el que se realizó el conteo (máximo) o segundo conteo.  

Viscosidad de la solución (kg/m. s). 

 : Máxima tasa de crecimiento de la población. 

: Densidad de la fase continua. 

: Densidad del gas. 

: Diferencia de Densidades. 

°C: Grados Celsius. 

µ: Tasa de crecimiento específica.  

µm: micra. 

µo: Media poblacional hipotética. 

‰: Por mil. 

ACCasa: Acetil CoA-carboxilasa 
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ADC: Alta Densidad Celular.  

ADN: Ácido desoxirribonucleico. 

ADP: Adenosín difosfato. 

ARN o RNA: Ácido ribonucleico.  

ARNm: ARN mensajero 

Atm: Atmósferas. 

ATP: Trifosfato de adenosina. 

B1: Tiamina. HCl. 

B12: Cianocobalamina. 

cél: Células. 

cm: Centímetros. 

CoA: Coenzima A. 

d: día. 

DAG: Diacilglicerol.  

: Densidad celular.  

DCA: Diseño completamente aleatorio. 

DGAT: Diacilglicerolaciltransferasa.  

dms: Diferencia mínima significativa. 

DQO: Demanda química de oxígeno. 

EEQ: Empresa Eléctrica Quito. 

: Caudal volumétrico del fotobioreactor. 

F/2: Medio de cultivo Guillard. 

FAS: Ácido graso sintasa. 

: Factor de dilución. 

FSI: Fotosistema I. 

FSII: Fotosistema II. 

: Gravedad. 

g: Gramos. 



XXI 

G3P: Glicerol-3-fosfato.   

GAP: Gliceraldehido-3-fosfato. 

gl: Grados de libertad. 

: Humedad relativa. 

: Altura de bombeo. 

H: Constante de Henry a 25 °C. 

h: Hora. 

Hz: Hercio, hertzio o Hertz. 

J: Julio. 

Kg: Kilogramo. 

KJ: Kilojulios. 

KL: Coeficiente global de transferencia de un gas a fase líquida. 

lux o lx: Luxes. 

kmol: Kilomol. 

kW: Kilowatio. 

L: Litros. 

Lm: Longitud del modelo. 

lm: Lumen.  

ln: Logaritmo natural. 

Lp: Longitud del prototipo. 

LPA: Liso-fosfatídico. 

LPAT: Lisofosfatídicoaciltransferasa . 

M: Masa molecular del gas.  

m: Metro. 

m
2
: Metro cuadrado.  

m
3
: Metros cúbicos. 

mL: Mililitro. 

mmol: Mili mol. 

mol: Moles. 
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n: Número de datos. 

NADPH: Nicotinamida-Adenina-Dinucleótido-Fosfato. 

Nsc: Número de Schmidt. 

O: Oscuridad. 

ºK: Grados Kelvin. 

P: Potencia. 

PA: Ácido fosfatídico.  

PAP: Enzima fosfatídico fosfatasa ácida. 

PCB’s : policlorobenceno. 

pH : Potencial de hidrogeniones. 

ppm:Partes por millón. 

r: Coeficiente de correlación. 

R
2
: Coeficiente de determinación o orrelación entre las variables. 

RE: Retículo endoplasmático. 

s: Segundos 

SC: suma de cuadrados. 

T: temperatura. 

t: Tiempo. 

TAG: Triacilglicéridos. 

UADC: Ultra Alta Densidad Celular. 

UFC: Unidad formadora de colonias. 

µL: microlitro. 

Ups: Unidades Prácticas de Salinidad. 

UV: Radiación ultravioleta. 

X, Y, Z: Direcciones vectoriales. 

Yx/s: Rendimiento de biomasa a partir del sustrato (moles biomasa/mol sustrato, g 

biomasa/ g sustrato). 

ηm: nanómetro. 

μmol: Micromol. 
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RESUMEN 

 

Actualmente, el agotamiento de las fuentes de combustible fósil y el consecuente 

deterioro ambiental, han motivado la búsqueda de nuevas fuentes energéticas alternativas 

como los biocombustibles, tal como el biodiesel. No obstante, para producir cantidades 

considerables de este, se necesita de gran cantidad de biomasa vegetal como materia prima, 

que a largo plazo, atentaría contra la seguridad alimentaria a nivel mundial. Una de las 

alternativas más factibles para la obtención de biomasa, es el cultivo de microalgas, ya que 

presentan productividades mayores que los cultivos agrícolas convencionales, sin necesidad 

de acaparar terrenos fértiles, aguas de riego y tienen la capacidad de capturar el CO2 

presente en la atmósfera. Para esta investigación se seleccionó una cepa de Chlorella sp 

nativa; ya que podría llegar a producir altos porcentajes de lípidos en su biomasa, 

dependiendo de las técnicas de cultivo que se manejen con este objetivo. Además, esta 

microalga no necesita de condiciones exigentes para su desarrollo y es una de las cuales se 

tiene mucha experiencia e información disponible. Para el cultivo de la biomasa y su 

masificación, se diseñó un fotobioreactor piloto cerrado, con régimen semicontinuo y 

capacidad de 15 L, con parámetros de control previamente establecidos (Temperatura, pH, 

iluminancia, medio de cultivo Guillard o F/2). Posteriormente se lo construyó con un 

sistema de administración de CO2 a través de aireación y mezclado con burbujeo, un 

sistema que administró 3000 lux de iluminancia, un sistema de cosechado y alimentación 

de medio fresco. Durante la operación del fotobioreactor, se evaluó la densidad celular con 

relación al tiempo, de la cual se obtuvo una alta correlación entre las variables con un R
2
= 

0,981, además se alcanzó densidades celulares mayores a 70 x 10
6
 posterior al día 12,5 de 

operación del fotobioreactor con una producción de biomasa de 1 g/L, superando las 

expectativas planteadas en el Sistema de hipótesis. Finalmente se efectuó la cuantificación 

de lípidos de la biomasa cosechada en diferentes etapas del cultivo durante la fase operativa 

del fotobioreactor. De esta prueba se obtuvo un promedio de 4,11 % de lípidos presentes en 

la biomasa seca, porcentaje muy similar al citado en bibliografía para cepas pertenecientes 

al género Chlorella. 
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ABSTRACT 

 

The gradual depletion of fossil fuel sources and the consequent environmental 

degradation has caused to promote the search for alternative energy sources such as 

biofuels, including biodiesel. However, to produce significant quantities of this fuel, it 

takes a large amount of this plant biomass as raw material, which leads high production 

costs, that would work against the global food security. One of the most feasible alternative 

to obtain biomass is microalgal cultures. They exhibit higher productivities than 

conventional terrestrial crops without using fertile land and fresh water, besides capturing 

the CO2 present in the atmosphere or from emission sources. For this research a native 

strain of Chlorella sp was chosen, it can produce high percentages of lipids in their cell 

structure, depending on the culture techniques that are operated with. In addition, this 

microalga doesn’t need very demanding conditions for its development and there are the 

advantages that exists many experience around it and many information available about it 

too. For cultivation of biomass and it aggregation, was designed a photobioreactor semi-

closed pilot system with a volume of 15 L, but previously it was established control 

parameters (temperature, pH, lighting) and Guillard culture medium (F / 2), then it was 

built with an aeration system and bubbling mixture. Besides it had a system wich 

administered 3000 lux of lighting, harvesting system and fresh medium feeding. During 

commissioning, the cell density was evaluated respect to time, which had a high correlation 

between the variables with R
2
 = 0.981, and high cell densities were obtained, greater than 

70 x 10
6
 after 12.5 days of the photobioreactor operation, with a biomass production of 1 g 

/ L, exceeding expectations set in the hypothesis System. Finally the measurement of lipid 

in the biomass harvested during different stages of the culture in the operating phase of the 

photobioreactor. The average obtained was around 4.11% of lipids in dry biomass, similar 

percentage reported in literature for strains belonging to the genus Chlorella. 
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CAPÍTULO 1: INTRODUCCIÓN 
 

1.1 Formulación del problema: 

 

La obtención de materia prima de origen microalgal para la producción de biodiesel 

requiere tres componentes básicos para su crecimiento: luz solar, CO2 y agua al igual que 

sus similares superiores (plantas) cultivadas para el mismo efecto. Sin embargo la dificultad 

de usar microalgas para este fin radica en la obtención de cepas capaces de producir 

cantidades representativas de lípidos, debido a que estas cepas no son siempre las que más 

pronto se desarrollan. Este tipo de microalgas necesitan de un mantenimiento continuo y 

además estás se contaminan fácilmente con otras especies afectando las condiciones para la 

masificación de los cultivos.  

 

Por otro lado, los sistemas de cultivo actualmente existentes poseen poco control 

frente a condiciones ambientales tales como temperatura del agua, disponibilidad de CO2 y 

la intensidad lumínica; por lo que el desarrollo exitoso del cultivo dependerá del diseño y 

su implementación, ya sean estos abiertos o cerrados (fotobioreactores). Razón por la cual 

se hace necesario determinar que, las condiciones pre-establecidas para la construcción de 

un fotobioreactor sean las adecuadas para el crecimiento de Chlorella sp, en el laboratorio 

de Biotecnología y Energías Renovables de la Empresa Eléctrica Quito durante el año 

2012. 

 

1.2 Justificación del problema: 

 

Cultivar algas como insumo para la producción de biocombustibles, elimina muchos 

problemas asociados con los métodos tradicionales como son la producción de 

biocombustibles usando materia prima para cultivos agrícolas que ocupan áreas cada vez 

más extensas, compitiendo con otros cultivos que son la base de la seguridad alimentaria en 

las diferentes regiones del globo terráqueo. 
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Por esta razón, se ha instaurado el encarecimiento de los precios y escasez de los 

alimentos destinados para alimentación, a causa del alto costo de producción que representa 

esta actividad agrícola, además de otros factores como la poca disponibilidad de semillas y 

el uso de fertilizantes para mantener los cultivos (Bojanic,2009). 

 

Las algas son los organismos fotosintéticos más importantes sobre la Tierra, capturan 

más energía solar y producen más oxígeno que todas las plantas combinadas. Las 

microalgas captan y almacenan carbono para su crecimiento proveniente del CO2 

atmosférico, tienen elevadas tasas de crecimiento, llegando a doblar su población en 

aproximadamente 24 a 48 horas, además se adaptan fácilmente en suelos y aguas no aptas 

para el crecimiento de organismos vegetales (Plata, 2009). 

 

Una de las ventajas de usar las microalgas es que se las encuentra en el suelo, en 

ríos, en lagos, en el mar y algunas especies tienen la capacidad de soportar condiciones 

adversas pudiéndose encontrarles en hábitats naturales de fuentes termales y regiones 

polares (Bold, 1987). 

 

Para este proyecto se ha escogido la microalga Chlorella sp, debido a que se podría 

llegar a producir mayor cantidad de lípidos (entre el 28 y 32 % ) bajo condiciones de stress 

ambiental, es decir, con baja cantidad de nutrientes como el nitrógeno y con el enorme 

beneficio de que con CO2 en su entorno, su producción se multiplica (Sieg, 2009).Como se 

destaca en la siguiente tabla, la Chlorella sp es una de las microalgas de agua dulce más 

utilizadas por su alto rendimiento en algunas refinerías: 

 

Tabla 1.1 Rendimiento del aceite de algas más utilizadas por algunas refinerías 

 

Fuente: ETSI Montes (2008) 
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Los estanques de algas, a diferencia de cualquier otro cultivo, pueden ubicarse en 

tierras marginales, ocupan espacios reducidos en comparación con los cultivos agrícolas 

habituales y prescindiendo para su cultivo de la valiosa agua dulce, recibiendo agua salobre 

derivada de la extracción de petróleo, gas natural u otras sustancias; o bien aguas residuales 

ricas en nutrientes procedentes de zonas urbanas y agrícolas, al igual que se puede usar el 

CO2, gas de efecto invernadero que se encuentra disponible en grandes cantidades en el 

aire, mitigando la contaminación y por ende el calentamiento global (ICI, 2009). 

 

Existen características físico-químicas que definen la calidad del biodiesel, con el 

fin de satisfacer las normas internacionales establecidas para los biocombustibles, debe 

presentar las ventajas medioambientales, económicas y socioeconómicas que el biodiesel 

aporta. Bajo estas consideraciones, se da la necesidad de encontrar una nueva fuente de 

materia prima en la que se tomó en cuenta las microalgas, ya que producen triglicéridos 

poli-insaturados, por lo que el rendimiento en la producción de biodiesel con algas es unas 

300 veces superior al que se alcanza con la soya y unas 15 veces mayor al que se consigue 

con la palma (Dufour, 2007). 

 

Lo primordial es que la Chlorella sp, es una microalga que puede llegar a ser una 

solución eficiente como materia primaria, en el campo de las energías renovables para la 

obtención de biodiesel, incluso si estas algas se cultivan a escala industrial; teniendo en 

claro que en condiciones adecuadas para su crecimiento estos microorganismos logran 

sintetizar entre el 25 % y el 70 % de su peso seco en forma de grasas (Azeem, 1999). 

 

Las aplicaciones de los múltiples diseños en la producción de compuestos de alto 

valor agregado como el aceite de alga, integran el uso potencial de la biotecnología 

ambiental a nivel de laboratorio, en conjunto con las nuevas tecnologías que podrían ser 

aprovechadas a nivel industrial para la búsqueda de nuevas materias primas renovables, con 

proyección a la producción de biodiesel a gran escala en nuestro país (Rodríguez, 2012).  

En Ecuador no se ha puesto mucho énfasis en generar energías alternativas de 

origen algal, por lo que la tecnología para la masificación es inexistente, siendo esta 
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necesaria para cultivos productores de aceites en sistemas cerrados de Chlorella y 

Botryococcus (Morales, 2012). 

 

En la actualidad se busca desarrollar biocombustibles menos peligrosos para el 

ecosistema como se menciona en la página oficial de Lenntech B.V (2011), indicando que: 

“el plomo es el causante de efectos graves al sistema nervioso humano, ocasionando daños 

a la fauna y flora silvestres”. En este ámbito, se busca también como característica de los 

biocombustibles que estos sean altamente biodegradables y como parte del plan global más 

reconocido para reducir las concentraciones de CO2 presentes en la atmósfera.  
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1.3 Objetivos de la investigación:  

 

1.3.1 Objetivo general: 

 

Construir y operar un fotobioreactor para evaluar el crecimiento de biomasa a través 

de un cultivo semicontinuo de la microalga Chlorella sp en el laboratorio de 

Biotecnología y Energías Renovables de la Empresa Eléctrica Quito, ubicado en el 

sector de Cumbayá-Quito. 

 

1.3.2 Objetivos específicos: 

 

 Diseñar un fotobioreactor cerrado para el cultivo semicontinuo de Chlorella sp 

según las condiciones ambientales en el laboratorio de Biotecnología y Energías 

Renovables de la Empresa Eléctrica Quito.  

 Construir un fotobioreactor cerrado en base a los parámetros del diseño 

establecido. 

 Elaborar la curva de crecimiento de la Chlorella sp en base al volumen escalado 

del fotobioreactor. 

 Medir la cantidad de biomasa producida en función de la densidad celular para 

determinar la eficiencia del fotobioreactor. 

 Cuantificar los lípidos totales provenientes de la biomasa cultivada en el 

fotobioreactor para evaluar el porcentaje lipídico producido por cada miligramo 

de microalga cosechado. 

 Evaluar la densidad celular promedio obtenida durante la operación del 

fotobioreactor. 
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1.4 Marco teórico: 

 

1.4.1 Las microalgas 

 

Son organismos fotosintéticos que poseen pigmentos que les permiten convertir 

energía lumínica del sol en energía química, destinada para su propia subsistencia 

(Andersen, 2005). A diferencia de los organismos fotosintéticos superiores, las plantas 

poseen alto grado de diferenciación; mientras que las microalgas son organismos eucariotas 

unicelulares de tamaño promedio entre 5–50 µm, que presentan morfologías variadas, y 

contienen pigmentos que dan colores variados a las microalgas como son la clorofila-a y la 

clorofila-b (color verdoso en algas verdes presente también en plantas ), la clorofila-c en 

algas pardas y diatomeas, la clorofila-d presente en algas rojas y algunos tipos de 

carotenoides como es el caso de las cianobacterias (Barsanti, 2006). 

 

Se las puede encontrar en sistemas acuáticos de agua dulce como por ejemplo 

lagunas, ríos y en agua salada como mares, océanos. El ambiente en el que se desarrollan 

influye directamente en su composición bioquímica, por lo que condiciones de temperatura 

y luminosidad son parámetros importantes a considerarse al momento de recolectarlas en 

ambientes naturales (Andersen, 2005). Las microalgas están compuestas principalmente por 

proteínas, lípidos y carbohidratos que varían según el tipo de microalga; lo que las hace 

atractivas para ser aplicadas en diversos campos industriales y biotecnológicos (Barsanti, 

2006).  

 

1.4.2 Chlorella sp 

 

El género Chlorella, encierra un conjunto de algas verdes que poseen la capacidad 

de hacer fotosíntesis, producir azúcares a partir del CO2 y luz solar como fuente de energía. 

Este género está conformado por alrededor de 10 especies genéticamente clasificadas; son 

células de 2 a 12 µm esféricas o elipsoidales (Figura 1.1) y se propagan por autoesporas. Se 
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las encuentra habitualmente en el suelo y agua dulce pero algunas especies, generalmente 

las más pequeñas (1 a 2 µm) se las puede encontrar formando parte del fitoplancton, y 

como endosimbiontes en invertebrados, esponjas de agua dulce y algunos ciliados. 

Genéticamente, parecen ser un género con mucha diversidad genética, estudios de 

hibridación de ADN indican que muchas especies no están estrechamente relacionadas 

(Hoek et al, 1995). 

 

 

Figura 1.1 Morfología de la Chlorella sp vista al microscopio. 

Fuente: EOL (2010) 

 

Según la Enciclopedia de la vida (2010), la clasificación científica para este género 

es la siguiente: 

 

Dominio: Eukaryota 

Reino: Plantae 

Subreino: Viridaeplantae 

Filo: Chlorophyta 

Clase: Trebouxiophyceae 

              Orden: Chlorellales  

Familia: Chlorellaceae 

Género: Chlorella 

 

http://eol.org/pages/4016/entries/34671846/overview
http://es.wikipedia.org/wiki/Familia_(biolog%C3%ADa)
http://eol.org/pages/4017/entries/34671850/overview
http://es.wikipedia.org/wiki/G%C3%A9nero_(biolog%C3%ADa)


8 

La reproducción en este género se da asexualmente a través de autoesporas 

inmóviles que son producidos por estructuras llamadas esporangios, su tiempo de 

reproducción varía de 8 a 24 horas aproximadamente, la reproducción asexual también 

puede ser llevada a cabo mediante fisión binaria con la posibilidad de que exista la 

reproducción sexual (Barsanti, 2006).  

 

El género Chlorella al ser un género clorófita, produce pigmentos para realizar el 

proceso fotosintético, entre ellos están la clorofila-a y b, lo cual da un característico color 

verde amarillento. Estudios han demostrado que la producción de los mismos dependen de 

la cantidad de luz que poseen disponible y condiciones en las que se desarrollan, sin 

embargo la clorofila-a es el colorante fotosintético primario, que a nivel de cloroplastos se 

encuentran presentes para el proceso de fotosíntesis (Camacho, 1989). 

 

Adicionalmente este género contiene grandes cantidades de proteínas, vitaminas y 

lípidos. El porcentaje de lípidos producido por el metabolismo propio en este género de 

microalgas, ha despertado el interés para usarlas como organismos productores de lípidos 

poli-instaurados para la obtención de biocombustibles de buenas cualidades (Chisti, 2007). 

 

De igual manera este posee lípidos no polares como los triglicéridos, los cuales son 

lípidos ideales para la producción de biodiesel (Barajas, 2010). La Chlorella sp tiene como 

proceso metabólico primordial la fotosíntesis, con lo que el contenido de aceite en 

porcentaje del peso seco de la Chlorella sp es del 28 - 32 %, lo cual representa un 

porcentaje representativo tomando en cuenta que su modo de supervivencia no es muy 

exigente en cuestión de condiciones de cultivo y su alta tasa de reproducción (Oriana, 

2009). 
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oxidado                 reducido                        reducido                  oxidado 

 

 

 

1.4.3 Bioquímica Metabólica de Chlorella sp 

 

La actividad fotosintética de las algas representa aproximadamente más del 50% de 

la fotosíntesis global, lo que implica que la radiación fotosintética activa pueda llegar a ser 

una energía biológicamente utilizable. Se necesita un fotón en un rango de 400 a 700 ηm 

para que se pueda conseguir la excitación de los electrones presentes en las moléculas de 

clorofila, que a través de ello, generen una serie de reacciones de reducción y oxidación 

(Barsanti, 2006).  

 

Los organismos fotosintéticos captan la energía de la luz y fabrican glúcidos que 

posterior a las reacciones, el producto resulta ser O2 (liberado a la atmósfera) a partir de 

CO2 y H2O. El proceso fotosintético esta descrito según la siguiente ecuación química 

establecida por Jean Baptiste Boussingault y Julius Sachs (1864): 

 

 

 

 

Para este proceso las fases luminosa y oscura son trascendentales debido a que en 

estas etapas se forman los intermediarios que serán utilizados en la siguiente fase: ATP y 

NADPH; la luz es captada por las moléculas foto receptoras que existen en las membranas 

tilacoidales, mientras que en la fase oscura el ATP y NADPH son utilizados para formar los 

enlaces C-C de los carbohidratos al que se ha fijado el CO2 atmosférico, llamado el ciclo de 

Calvin (Dismuke, 2008). 

 

Durante la fase lumínica los pigmentos como la clorofila-a y b (Figura 1.2) 

contienen un cromóforo, es decir, un grupo químico que forma parte de la estructura 

molecular de las clorofilas. Los cromóforos poseen la capacidad de absorber energía a 

través de la luz recibida (sea artificial o natural) con particulares longitudes de onda, las 

mismas que se encuentran dentro del espectro visible (Maris, 2012). 
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En el género Chlorella se presentan pigmentos como las xantofilas y -carotenos 

que son moléculas del tipo isoprenoide que absorben luz de las regiones verde y azul del 

espectro (Maris, 2012): 

 

 

Figura 1.2 Pigmentos fotosintéticos. 

Fuente: EOL (2010) 

 

Los pigmentos presentes son el centro de reacción de los fotosistemas, son los 

encargados de transferir los electrones a una molécula aceptora; mientras que otro complejo 

compuesto por proteínas conocido como el complejo antena es el que absorbe la luz. El 

fotosistema I (FSI) está presente en la membrana de los tilacoides, contiene dos moléculas 

de clorofila-a capaces de absorber una longitud de onda de 700 ηm, y el fotosistema 

II (FSII) que se encuentra en la grana, posee 2 moléculas de clorofila-a accesorias cuyo 

máxima absorbancia es de 680 ηm (Barsanti, 2006). 

 

En la fase luminosa, un fotón es capturado por un pigmento fotosintético, en la que 

un electrón pasa a un estado excitado gracias a esa energía emitida con una determinada 

longitud de onda. La fotólisis del agua, hace que el electrón se convierta en ATP y NADPH 

en el cloroplasto según la siguiente ecuación química:                             
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De esa manera un enlace pirofosfato forma una molécula de ATP (fosforilación) 

gracias a la transformación de la energía del electrón excitado por la luz que bombea 

protones desde el estroma al espacio intratilacoidal, generando gradientes tal como se 

observa a continuación (Maris, 2012):  

 

 

Figura 1.3 Fosforilación. 

Fuente: Maris (2012) 

 

Posteriormente la energía obtenida a partir de la fase lumínica da inicio a la fase 

oscura en la que el carbono presente en el estroma, es reducido gracias a las reacciones 

cíclicas del ciclo de Calvin. La fijación de 6 moléculas de CO2, se da gracias a la enzima 

conocida como rubisco (Maris, 2012). 

 

Utilizando el NADPH Y ATP de la fase lumínica, se producen 12 moléculas de 

gliceraldehido-3-fosfato (GAP) en la fase de reducción, de estas 12 moléculas de GAP, dos 

de ellas forma la glucosa o fructosa (hexosa) de reserva, mientras que las otras 10 

moléculas vuelven a entrar al ciclo con el fin de seguir fijando el CO2, completando así la 
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fase de regeneración. Las fases del ciclo de calvin y las partes donde se realiza este 

complejo proceso, se ha detallado en la Figura 1.4, mostrada a continuación (Santa Rosa 

Junior College, 2012). 

 

 

Figura 1.4 Ciclo de Calvin. 

Fuente: Santa Rosa Junior College (2012) 

 

La reacción global según Green Feel (2012), para esta fase es la siguiente:  
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Para la producción de lípidos dentro de la célula microalgal, al igual que las plantas 

superiores, están en la capacidad de producir ácidos grasos poli-instaurados. En el caso de 

las plantas, estas producen generalmente ácidos grasos con 3 enlaces dobles, sin embargo 

en microalgas y animales los enlaces pueden llegar a superar los 6 dobles enlaces. Además, 

se biosintetizan ácidos grasos de cadena larga como es el ácido linoleico y α-linolénico, 

siendo este último, el más abundante en el aparato fotosintético de las algas (Li-Beisson, 

2012). 

 

Muchos investigadores están de acuerdo, en que la capacidad de adaptación de las 

microalgas es consecuencia de la biosíntesis de una serie de compuestos en respuesta al 

stress así como su capacidad para modificar de manera eficiente el metabolismo de los 

lípidos y poder almacenarlos cuando existan condiciones extremas como la alta intensidad 

de la luz, la radiación UV y bajas temperaturas (Graham, 1989). 

 

La actividad bioquímica para el metabolismo de lípidos se da en las membranas del 

retículo endoplasmático (RE), donde se ensamblan los glicerolípidos y la síntesis de novo 

de ácidos grasos que se da en los plastidios, según Li-Beisson (2012) estos procesos se 

describen a continuación: 

 

La síntesis de novo de ácidos grasos en los plastidios, empieza con los azúcares fijos 

que se vuelven a tratar para producir acetil-CoA (coenzima A), y más de una vía puede 

contribuir a mantener la cantidad necesaria de acetil-CoA. El Acetil-CoA proporcionado 

por la degradación de ácido pirúvico proveniente de la glucólisis, sirve como precursor para 

la síntesis de ácidos grasos en el cloroplasto.  

 

Los ácidos grasos son los componentes básicos de muchos tipos de lípidos celulares, 

incluyendo los triglicéridos. El primer paso comprometido de síntesis de ácidos grasos es 

catalizado por un complejo enzima multifuncional, es decir, la acetil CoA-carboxilasa 

(ACCasa) que produce malonil-CoA a partir de acetil CoA y bicarbonato (respiración 

celular). Los ácidos grasos más comunes son de 16 – 18 átomos de carbono, estas cadenas 

http://lipidlibrary.aocs.org/plantbio/tag_algae/cv_Li-Beisson.htm
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se van alargando de dos en dos en reacciones catalizadas por una enzima llamado ácido 

graso sintasa (AGS).  

La síntesis de ácidos grasos requiere una cantidad estequiométrica de ATP, acetil-

Co y NADPH para cada dos carbonos añadidos a la cadena creciente de acilo, las 

reacciones fotosintéticas son esenciales no sólo para proporcionar una fuente de carbono, 

sino también en la generación del poder reductor (NADH y NADPH) y energía (ATP) para 

la síntesis de ácidos grasos. Los ácidos grasos liberados pasan a través de la membrana del 

plastidio, donde están esterificados a CoA a través de la enzima acil-CoAsintasa (LACS). 

 

Según Kennedy (1961) los triglicéridos se forman por la acilación secuencial de 

glicerol-3-fosfato (G3P), la síntesis bioquímica de lípidos y las enzimas de esta vía con 

frecuencia están asociadas a las membranas del retículo.  

 

El proceso inicia por la acilación del glicerol-3-fosfato (G3P) para producir ácido 

liso-fosfatídico (LPA) que por la acción de la enzima lisofosfatídicoaciltransferasa (LPAT) 

forma ácido fosfatídico (PA), la enzima fosfatídico fosfatasa ácida (PAP) cataliza la 

eliminación del grupo fosfato del ácido fosfatídico para generar 1,2-diacilglicerol (DAG), 

el intermediario de la reacción central de todos los triacilglicéridos (TAG).  

 

El último paso y comprometido con la síntesis de lípidos es catalizado por la 

diacilglicerolaciltransferasa (DGAT), que al final da como resultado 1 molécula de TAG. 

Todas las reacciones enzimáticas anteriormente mencionadas usan el acil-CoA como 

donador de acilo y por lo tanto acil-CoA-dependientes como se muestra a continuación, 

estas tres vías paralelas para la formación de triacilgliceroles se muestra en la Figura 1.5 

(Marseille University, 2012). 

 



15 

 

Figura 1.5 Las tres vías paralelas para la formación de triacilgliceroles en una sola célula 

microalgas eucarióticas. 

Fuente: Marseille University (2012) 

 

1.4.4 Empaquetamiento de los triacilgliceroles en cuerpos especializados para los 

lípidos 

 

Después de que se ha formado una cierta cantidad de triglicéridos en el retículo 

endoplasmático (RE), las gotas de aceite brotan del RE formando distintos orgánulos 

celulares, al ser moléculas altamente hidrófobas estos aceites no podrían existir aislados 

dentro de la célula. La dispersión en el citoplasma se da gracias a que estos están rodeados 

por una membrana de una sola capa hecha de fosfolípidos con grupos funcionales hidrófilas 

en la superficie. Estos compartimentos subcelulares se llaman los cuerpos lipídicos o 

liposomas; estos orgánulos de lípidos son esféricos con un núcleo de lípidos neutros 

encerrados por una monocapa de lípidos de membrana revestida con proteínas (Li-Beisson, 

2012). 

 

En la actualidad gracias a la espectrometría de masas, se ha revelado la presencia de 

muchas proteínas recubriendo al cuerpo aislado entre ellas oleosinas, presentes en las 

semillas oleaginosas, las periplinas que rodean en los adipocitos, y la proteína más 

importante formadora de gotas de lípidos (MLDP) presente en tres microalgas clorófitas 

Chlamydomonas reinhardtii, Haematococcus pluvialis y Dunaliella salina (Huang, 2004). 

http://lipidlibrary.aocs.org/plantbio/tag_algae/cv_Li-Beisson.htm
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1.4.5 Métodos de cultivo y condiciones óptimas para el desarrollo de la microalga 

Chlorella sp 

 

El aspecto más importante dentro de la ecología y las microalgas, es la velocidad 

con la que los compuestos limitantes de crecimiento logran reciclarse dentro de los cuerpos 

de agua. Entre los nutrientes que son escasos están: el nitrato (NO3
-
), hierro (Fe

2+ 

biodisponible), fosfato (PO4
3-

), y el silicio disuelto [Si (OH) 4]; estos son de baja 

disponibilidad debido a que su concentración está muy por debajo de los niveles de 

saturación media requeridos para el crecimiento del fitoplancton máximo; por lo que, en 

base a la influencia de las microalgas en los ciclos biogeoquímicos, se los ha tomado como 

referencia para la elaboración de medios de cultivo sintéticos en los que se determina la 

influencia en la absorción, asimilación y producción de compuestos en otras formas 

químicas como carbono, oxígeno, nitrógeno, fósforo, silicio y azufre; elementos 

directamente relacionados la biosíntesis y la fotosíntesis (Barsanti, 2006). 

 

El nitrógeno y fósforo son los nutrientes limitantes, según la ley de los mínimos 

establecida por Liebeg (1828). Estos limitan el crecimiento de organismos fotosintéticos 

después del carbono, que como entidades captadoras de CO2, logran captar y fijar a través 

del ciclo de Calvin. Andersen (2005), señala que el fósforo es imprescindible en el 

metabolismo microalgal debido a existe una limitación de la síntesis de ácido nucleico en la 

replicación del genoma o la síntesis de RNA (una forma de control transcripcional). 

 

Además la deficiencia del fósforo puede afectar la conversión fotosintética de la 

energía mediante la reducción de la tasa de síntesis de proteínas en el aparato fotosintético, 

esta inhibición de la producción de proteínas, puede tener efectos sobre el metabolismo 

celular (fosforilación); produciendo signos de estrés oxidativo similares a los de la 

inhibición y la síntesis de proteínas cuando hay una limitación de nitrógeno, excepto que el 

efecto es indirecto y menos inmediato. Sin embargo una respuesta más inmediata a la 

restricción del fósforo está en la velocidad de síntesis y regeneración de sustratos en el ciclo 

de Calvin-Benson, reduciendo así la tasa de utilización de la luz para fijación de carbono. 
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Las células pueden someterse también una disminución en los fosfolípidos de membrana y 

la incapacidad para producir ácidos nucleicos dando lugar a un aumento en el volumen 

celular, mas no una correcta división celular (Barsanti, 2006). 

 

La limitación de nitrógeno influye directamente en la fuente de aminoácidos, en la 

traducción de ARNm y por lo tanto reduce la tasa de síntesis de proteínas. De igual manera 

también se reduce la eficiencia del FSII principalmente como consecuencia de disipación 

térmica al absorber la energía de excitación sobre el pigmento, debido a la disminución en 

el número de centros de reacción del FSII que hacen de antenas. La absorción de la sección 

transversal del FSII aumenta bajo condiciones de limitación de nitrógeno, mientras que la 

probabilidad de transferencia de energía entre FSII y los centros de reacción se disminuye, 

por lo que desde un punto de vista estructural, los centros de reacción se comportan como si 

se aislaran enérgicamente con una cantidad significativa de recolección de la luz de la 

antena desconectada de los procesos fotoquímicos.  

 

Cantidades insuficientes de nitrógeno conducen a una reducción de tasas de 

crecimiento y fotosintéticos, que también conduce a una reducción en las tasas 

respiratorias. La relación entre la tasa de crecimiento específico y la tasa de respiración 

específica es lineal con una ordenada positiva en cero (referente al crecimiento), que se 

denomina respiración de mantenimiento. La proporción de moléculas base (aminoácidos, 

proteínas de membrana) y sus alteraciones no están claramente definidas, sin embargo, las 

demandas de los esqueletos de carbono y ATP (dos de los productos principales de las vías 

respiratorias), se reduce notablemente si la síntesis de proteínas está reducida (Barsanti, 

2006). 

 

Para el desarrollo de las microalgas, los medios de cultivo difieren de los que están 

destinados para crecimiento de otros microorganismos como bacterias que usan el NO
3

−
, 

como fuente de oxígeno (las microalgas lo usan como fuente de nitrógeno). Las microalgas 

asimilan el nitrógeno como NO
3

− 
y muy pocas como NH

3
. De acuerdo a la estequiometría 

aproximada de la fotosíntesis en las algas, la proporción nitrógeno (N) y fósforo (P) es del 
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orden de 7. Según la Ley del Mínimo de Liebig, una relación N:P mucho mayor que 7 

indica que el (P) es el nutriente limitante; mientras que un valor de N:P considerablemente 

menor que 7 implica una limitación por (N). Las principales fuentes de (N) orgánico son las 

proteínas, los aminoácidos y la urea; mientras que el nitrógeno (N) inorgánico está en la 

forma de NH
3
, NO

3

−
, NO

2

−
. El amoníaco es un producto característico de la 

descomposición de la materia orgánica, y se puede oxidar microbiológicamente a nitritos y 

nitratos, mediante la acción de las bacterias nitrificantes (Zaror, 2000). 

 

Normalmente según las proporciones N:P, el fósforo es el nutriente limitante 

para C. vulgaris a condiciones ambientales, sin embargo el crecimiento de esta especie 

microalgal depende de la disponibilidad de fósforo en el sistema cuya aprovechamiento está 

dado por la relación con el nitrógeno (Barsanti, 2006). 

 

En el medio Guillard (F/2) se tiene la relación N:P en proporciones >16:1, 

proporciones que serían las mínimas y adecuadas para cuando el (P) sea el limitante solo en 

la etapa senescente, mientras que el (N) vendría a ser el limitante en la fase exponencial y 

estacionaria debido a la continua formación de nuevos organismos para la manutención del 

cultivo en equilibrio (Berges et al., 2001). 

 

La tasa de crecimiento de una población de organismos es proporcional a la 

velocidad de absorción de un nutriente limitante, el crecimiento suele seguir el patrón según 

el modelo de Monod:  

 

 

 

 

Donde: 
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= tasa de crecimiento específico de la población como una función del nutriente limitante 

[Nutriente limitante] = concentración de la limitación de los nutrientes disponibles 

µmax = máxima tasa de crecimiento de la población (en condiciones "óptimas")  

Km = coeficiente Monod 

 

Al coeficiente de Monod (Km), también se lo llama coeficiente medio de saturación, 

ya que corresponde a la concentración del nutriente limitante en la que µ es igual a un 

medio del máximo. Por lo que, la concentración de nutriente limitante [Nutriente 

limitante] es igual a Km, cuando la tasa de crecimiento de la población es µmax / 2 (Barsanti, 

2006). 

 

Según Rodríguez (2012), las cepas de microalga se comportan de manera diferente 

ante los agentes químicos o mecánicos que usualmente se utilizan, sin embargo se ha 

comprobado que muchas cepas clorófitas no sobreviven y/o crecen sin la presencia de 

bacterias muchas de ellas fijadoras de nitrógeno, con lo que se dificulta el manejo de 

medios de cultivo en condiciones totalmente axénicas. 

 

Los elementos traza presentes en los medios de cultivo son esenciales para 

funciones vitales, normalmente como cofactores de enzimas, como es el caso del 

manganeso (Mn
2+

) que algunas veces puede llegar a sustituir al magnesio (Mg
2+

), el cobalto 

(Co
2+

) requerido para la vitamina B12, el Zn interviene en la estabilización de complejos 

enzimáticos en el ADN y ARN polimerasas. El molibdeno (Mo
2+

) forma parte de las 

molibdo-flavoproteínas, implicadas en la asimilación de nitratos que en otras rutas 

metabólicas puede participar como cofactor junto con el hierro (Fe
2+

) en el complejo 

nitrogenasa (Bunont, 2004). 

 

La salinidad es un parámetro que indica la cantidad de sales minerales presentes en 

un volumen de agua. Definido como la masa de sales disueltas (en gramos) por kilogramo 

de agua de mar. La salinidad es adimensional, aunque habitualmente nos referimos a 
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Unidades Prácticas de Salinidad (ups), según Morales (2012) la Chlorella sp es una 

microalga considerada de agua dulce que crece en normalmente en salinidades de hasta 

15‰, sin embargo algunas especies han resultado ser halotolerantes a concentraciones 

salinas de hasta 25 ups, como es el caso de la Chlorella sorokiniana en condiciones 

mixotróficas (Moronta, 2006). 

 

La temperatura influye sobre las reacciones fotoquímicas; aunque la temperatura es 

irrelevante sobre la fase luminosa, en la fase oscura incrementan su velocidad con la 

temperatura, tal como ocurre en cualquier reacción química siempre y cuando no provoque 

la desnaturalización de las enzimas, en cuyo caso la intensidad fotosintética disminuye 

bruscamente (Bionova, 2007). 

 

La temperatura a la que se mantienen los cultivos normalmente es establecida a 

partir de las condiciones ambientales de donde los organismos fueron recolectados. En 

climas templados las temperaturas oscilan entre (10-25 °C) o tropicales (>20 °C). Las 

especies más comúnmente cultivadas de microalgas son aquellas que toleran temperaturas 

entre 16 y 27 °C, aunque esto puede variar según la composición del medio de cultivo, las 

especies y la cepa cultivada (Barsanti, 2006). 

 

 Temperaturas inferiores a 16 °C aletargará el crecimiento, mientras que las 

superiores a 35 °C, son letales para un cierto número de especies. La Chlorella es un 

género de climas templados por lo que normalmente se desarrolla a temperaturas entre 25 y 

30 °C; algunas cepas incluso de la misma especie son capaces de crecer a temperaturas 

elevadas respecto a otras, cuyas óptimas temperaturas se encuentran entre 18 y 25 °C; como 

es el caso de la Chlorella vulgaris, a la que se ha logrado cultivar con temperaturas de hasta 

36 °C; con una temperatura óptima de 32,4 °C según Mora (2005). 

 

El pH es un parámetro clave, debido a que interfiere directamente con la 

disponibilidad de nutrientes, como ejemplo se puede mencionar que a pH alto (alrededor de 

10), se da la precipitación de fosfato férrico y del hidróxido férrico. A pH muy bajo se corre 
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el riesgo de ocasionar daños a nivel metabólico sobre moléculas ácido- lábiles como el 

ATP y ADN. Estos efectos están directamente relacionados con la disponibilidad de la 

fuente de carbono inorgánica administrada a través del CO2 y sus formas iónicas en función 

del pH. Cuando el pH se eleva rápidamente en el cultivo (9 o más alto), el carbono 

disponible puede estar limitado (Andersen, 2005).  

 

Las especies de microalgas que pueden utilizar especies iónicas bicarbonato pueden 

crecer, mientras que otras microalgas son más dependientes del CO2 y de ión carbonato 

(como es el caso de la Chlorella sp), estas podrían ver reducida su tasa crecimiento o 

rendimiento celular significativamente, por lo que a concentraciones más altas del 4 % de 

CO2, existe un efecto tóxico del mismo, debido a la disminución del pH provocada por el 

aumento de la concentración del ácido carbónico disuelto en el medio de cultivo, producto 

de las disociación de las especies iónicas provenientes del CO2. El monitoreo del pH es 

primordial en experimentos fisiológicos, ya que los cambios afectan directamente al 

crecimiento, composición bioquímica y producción de metabolitos secundarios; no obstante 

para el crecimiento de Chlorella sp, se ha establecido un rango promedio de pH óptimo que 

oscila entre 7 y 8 (Morales, 2012). 

 

La aireación es primordial para que el CO2 presente en el aire esté disponible para 

las microalgas, el burbujeo facilita la difusión del aire con un contenido aproximado del 

0,033 % de CO2, según Hernández y otros autores en el año 2009, concluyeron que no 

existe una diferencia significativa en la tasa de crecimiento de Chlorella kessieri entre el 

tratamiento con aire y la inyección de aire con una concentración de CO2 del 25 % v/v.  

 

Investigaciones recientes, reflejan que este tipo de microalga no necesita consumir 

más carbono del estrictamente necesario para su crecimiento, concluyendo que la 

disolución del CO2 en el medio de cultivo (en un medio natural se encuentra en equilibrio 

con la atmósfera), es la cantidad suficiente para cubrir la demanda metabólica de CO2; 

tomando en cuenta que, el carbono como compuesto estructural, está presente 

aproximadamente en un 50% de la biomasa microalgal en base seca (Sánchez Mirón et al., 
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1999).Los requerimientos mínimos nutricionales podrían ser estimados usando una 

aproximación a la fórmula molecular de la biomasa microalgal (Acuña, 2011): 

 

CH –  O  – N 

 

Relación que corresponde a los 14 cuantos de fotones necesarios para fijar un mol 

de CO2 en la biomasa. No obstante, según Ebeling (2006), la fórmula química general de 

algas se ha establecido como:  

 

C106 H263 O110 N16 P 

 

Según Andersen (2005), la intensidad de la iluminación necesaria para un cultivo 

aumenta el rendimiento de la fotosíntesis, debido a que mientras más fotones de luz lleguen 

a los fotosistemas I y II, más cantidad de ATP y NADPH se obtendrán en la fase luminosa 

y en consecuencia más CO2 se podrá fijar durante la fase oscura.  

 

La calidad espectral y fotoperíodo deben ser considerados ya que los requisitos 

varían considerablemente con la profundidad del cultivo y la densidad de algas 

concentradas en el cultivo. A mayores profundidades y a altas concentraciones de células, 

la intensidad de la luz debe ser aumentada para penetrar a través del cultivo. Según 

menciona Mora en el año 2005, se ha visto un crecimiento exitoso de la microalga 

Chlorella sp a una intensidad luminosa de hasta 58 μmol quanta/m
2
.s con fotoperíodos de 

12 horas de luz y 12 horas de oscuridad. 

 

Para Chlorella sp, se ha adaptado varios medios de cultivo, entre ellos el medio 

Guillard o F/2 (Stein, 1973), que es susceptible de ser modificado de acuerdo a las 

condiciones de la cepa y a la salinidad que esta pueda tolerar. Este es un medio enriquecido 

apto para la mayoría de las necesidades del cultivador, como esta descrito en la siguiente 

tabla (ESPOL, 1994): 

 

1,78    0,36    0,12 
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Tabla 1.2 Medio Guillard (1968) o F/2 (Stein, 1973). 

Soluciones stock Nutrientes 

 

Solución de macronutrientes 

 

NaNO3                              75 mg. 

PO4H2Na.H2O                    5 mg. 

SiO3Na2.9H2O         15 - 30 mg. 

NaHCO3                                           12 mg 

Solución de metales traza 

Na2EDTA                      4,36 mg. 

Cl3Fe.6H2O                    3,15 mg. 

SO4Cu.5H2O                  0,01 mg. 

SO4Zn.7H2O                0,022 mg. 

Cl2Co.6H2O                   0,01 mg. 

Cl2Mn.4H2O                  0,18 mg. 

MoO4Na2.2H2O           0,006 mg. 

 

Solución de vitaminas 

 

Cianocobalamina (B12)    0,5 mg. 

Tiamina. HCl (B1)           0,1 mg. 

Biotina (Vit. H)               0,5 mg. 

Fuente: ESPOL (1994) 

 

1.4.5 Aplicaciones de la Chlorella sp 

 

En la actualidad, algunas especies del género Chlorella han sido ampliamente 

estudiadas; debido a su composición estructural y los metabolitos que esta produce. Entre 

las aplicaciones más relevantes tenemos: 

 

 Como materia prima para la elaboración de biocombustibles: 

 

La Chlorella sp, posee la capacidad de producir cantidades representativas de 

lípidos (hasta el 40 % presente dentro de la estructura del microalgal), estos lípidos están 

compuestas por ácidos grasos poli-insaturados, que son de gran utilidad como materia 

prima para la elaboración de biodiesel (Martin, 2008). 

 

 Como medicina y suplemento nutricional  
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Administradas como medicina, mejoran desempeño del sistema inmunitario y 

adicionalmente, sirven como suplemento nutricional siendo fuente de proteínas, lípidos y 

carbohidratos (González Delgado, 2009). Además, es coadyuvante en la remoción de 

metales pesados y otros plaguicidas según estudios realizados en Europa y Estados Unidos. 

 

Especies pertenecientes al género Chlorella poseen una membrana externa fibrosa 

que logra atrapar metales pesados y los pesticidas tipo PCB’s, contaminantes que suelen ser 

bioacumulativos en especies animales e ingeridas por el ser humano a través de la cadena 

alimenticia; conjuntamente mejoran las defensas naturales contra el cáncer conocidas como 

interferones, que estimulan la actividad de los macrófagos mejorando el desempeño 

inmunológico del cuerpo. 

 

 Como método de biorremediación: 

 

En la remoción de nitrógeno, fósforo y DQO de aguas residuales urbanas, ya que 

poseen la capacidad de remover cantidades significativas de N y P durante su crecimiento, 

de igual manera, estas microalgas pueden absorber metales y aceleran los procesos de 

inactivación de bacterias patógenas (Chacón, 2004). Simultáneamente, son capaces de 

llevar a cabo procesos de biosorción de metales pesados como níquel de aguas industriales 

(Rodríguez, 1998). 

 

1.4.6 Aprovechamiento de la Chlorella sp como materia prima para la producción de 

biocombustibles 

 

Según (Morris, 2001) la Chlorella sp en base seca tiene una composición 

bioquímica porcentual de su biomasa, tal como se muestra en la Tabla 1.3, expuesta a 

continuación:  

http://embarazo10.com/2011/02/28/fecundacion-in-vitro-la-presencia-de-pcbs-afecta-los-resultados/
http://viviendosanos.com/2008/11/el-ejercicio-previene-el-cancer-de-mama.html
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Tabla 1.3 Composición de Chlorella sp en base seca. 

Composición Porcentaje (%) 

Pérdida por desecación 

Nitrógeno total 

Proteína bruta 

Proteína verdadera 

Carbohidratos 

Fibra cruda 

Lípidos 

Cenizas 

Ácidos nucleicos totales 

7,18 

7,13 

44,56 

32,25 

16,00 

8,20 

0,29 

8,90 

5,69 

Fuente: Stein (1973) 

 

Dado que el género Chlorella produce 1/3 de su peso en lípidos, se la ha tomado en 

cuenta como una de las especies aptas para la producción de biodiesel. El tipo de ácidos 

grasos que producen son de fundamental importancia debido a que poseen ácidos grasos 

poli-insaturados que disminuyen en cierto grado la estabilidad del biodiesel. Sin embargo, 

estos ácidos grasos tienen puntos de fusión bajos, por lo que en climas fríos, el biodiesel 

proveniente de esta fuente resulta mucho más ventajoso para ser usado, que el proveniente 

de otros tipos de biocombustibles; además es más seguro de transportar y almacenar, ya que 

tiene un punto de inflamación 100 °C mayor que el diesel fósil. El biodiesel proveniente de 

microalgas, podría explotar a una temperatura de 150 °C y se degrada de 4 a 5 veces más 

rápido que el diesel fósil pudiendo ser usado como solvente para limpiar derrames de diésel 

fósil (IICA, 2007). 

 

El proceso químico para la elaboración de biodiesel de origen microalgal 

actualmente aplicado, sigue el mismo procedimiento que se utiliza en los lípidos de origen 

vegetal. Este se basa en la trans-esterificación de ácidos grasos u grasas, a través de 

procesos continuos y discontinuos, este último es el más simple para la producción de 

biodiesel, ya que se han reportado ratios 4:1 de alcohol:triglicérido (Miliarium, 2008). 
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1.4.7 Biocombustibles 

 

La situación actual mundial debido al agotamiento progresivo de los combustibles 

de origen fósil, además del incremento del precio del petróleo y los efectos ambientales 

producidos por el acrecentamiento de CO2 en la atmosfera a consecuencia de la combustión 

de los mismos, ha desencadenado una serie de investigaciones relacionadas con la 

búsqueda de fuentes alternativas para conseguir energía en la que, la opción más 

prometedora es el biodiesel; este es un biocombustible que en el presente está siendo 

elaborado a base de aceites provenientes de vegetales oleaginosas como la soya, colza, 

girasol entre otras, cuya disponibilidad como materia prima cada vez es menor. Según la 

FAO (2008) , se calcula que las tierras destinadas para la producción de biocombustibles 

estarían entre 250 y 800 millones de hectáreas en el mundo, excluyendo bosques, áreas 

destinadas a la ganadería, áreas para cultivos alimenticios y áreas protegidas. La mayor 

parte de estas áreas está en las zonas tropicales del globo.  

 

El biodiesel es un biocarburante, un líquido producido a partir de los aceites 

vegetales y grasas animales. Es muy similar al biodiesel de origen fósil en cuanto a 

densidad y número de cetano, presentando un punto de inflamación superior. Por estas 

razones, este puede mezclarse con el gasóleo e incluso podría llegar a reemplazar 

totalmente al diésel fósil si se adaptaran los motores para la automoción (Miliarium, 2008). 

 

En los últimos años, se ha planteado el uso de microalgas para la producción de 

biodiesel, como una opción promisoria debido al perfil idóneo de las algas según la 

cantidad y calidad de aceites que originan para la obtención del biocombustible, además de 

ser una posible solución a largo plazo que sea de utilidad para reducir los gases de efecto 

invernadero concentrados en la atmósfera (Hernández, 2009).  

 

Actualmente la importancia económica de las microalgas es incuestionable, 

comparado con las plantas superiores, ya que poseen relativamente pequeñas las cantidades 

de material estructural, y sus productos metabólicos son de reconocido valor económico; 
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contienen una gran cantidad de pigmentos esenciales, que bajo condiciones muy similares a 

las que se desarrollan sus análogos vegetales (la luz solar, sustancias inorgánicas simples, 

dióxido de carbono, compuestos nitrogenados y fosforados), son transformados a través de 

la fotosíntesis en compuestos orgánicos (carbohidratos, lípidos, proteínas) usados como 

sustento propio. De estos productos, los lípidos son los que se emplean como materia prima 

para la elaboración de biodiesel (Travieso y Benítez, 1998). 

 

1.4.8 Biodiesel proveniente de microalgas, composición y elaboración 

 

Para el cultivo de algas se han diseñado sistemas abiertos y cerrados. Los sistemas 

abiertos presentan diversos inconvenientes: pérdidas de agua por evaporación, la 

transferencia de CO2 no es bien distribuida en el tanque de cultivo por su baja 

concentración en el aire (0,03% v/v) y las condiciones de cultivo no pueden controlarse en 

su totalidad, además es propenso a todo tipo de contaminación incluyendo de otros 

microorganismos y contaminantes ambientales. Así mismo se requiere de extensiones más 

grandes de terreno, amplios periódos de obtención (6 a 8 semanas) con producciones 

reducidas de biomasa debida principalmente a la penetración restringida de la luz (Pulz & 

Scheibenbogen, 1998).  

 

En contraste, los sistemas cerrados poseen ventajas importantes con relación al 

riesgo de contaminación, condiciones más controladas de cultivo como la dosificación de 

nutrientes, una mejor distribución de CO2, puede mejorar el bioproceso de fotosíntesis y 

aumentar la biomasa (5 a 13 veces), además de la reproducibilidad de las condiciones de 

cultivo, ahorro de agua y energía si son al aire libre, ocupan menos espacio y posee 

flexibilidad de diseño, con lo que se disminuye los periodos de producción de 2 a 4 

semanas aproximadamente (Carvalho et al., 2006).  

 

Como aporte ambiental, se ha podido observar que instalando fotobioreactores en el 

perímetro de las generadoras térmicas, se puede recircular hasta un 10% del gas de las 

chimeneas hacia el fotobioreactor, en el cual las algas por el proceso de fotosíntesis, 
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expelen oxígeno puro, además de ser capaces de ser utilizadas para la producción de 

combustibles para generación eléctrica limpia (Agencia de Noticias DiCYT, 2011).  

 

La cantidad total de lípidos producidos por peso seco de biomasa algal, así como la 

características de los ácidos grasos presentes, depende específicamente de cada especie de 

microalga, y está ligada a factores ambientales como la intensidad luminosa, pH, salinidad, 

temperatura, concentración de nitrógeno y otros nutrientes en el medio de cultivo, de este 

argumento deriva la importancia de un diseño apropiado del fotobioreactor y el más óptimo 

para el bioproceso mencionado (Cobelas, 1989). 

 

El proceso químico de transesterificación de grasas proveniente de microalgas, al 

ser similar al proveniente de grasas vegetales, genera ésteres monoalquílicos de ácidos 

grasos de cadena larga derivados de lípidos; este se lleva a cabo gracias a tres reacciones 

reversibles y consecutivas. El triglicérido es convertido consecutivamente en diglicérido, 

monoglicérido y glicerina.  

 

El proceso discontinuo para la elaboración de biodiesel presenta un rendimiento 

final de hasta al 95%.o más alto, para lo que se usan catalizadores como el Na(OH) o 

K(OH), a temperaturas de hasta 85 °C. Este proceso es el más simple para la producción de 

biodiesel (Miliarium, 2008), el diagrama del proceso se describe a continuación: 

http://www.dicyt.com/noticias/emplean-microalgas-para-absorber-co2-y-generar-productos-de-valor-anadido
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Figura 1.6 Proceso de trans-esterificación en discontinuo. 

Fuente: Miliarium (2008) 

 

A diferencia del proceso en discontinuo, el continuo puede alcanzar rendimientos 

del 98%, sin embargo, el tiempo requerido para la separación de fases se incrementa. El 

procedimiento en continuo se describe en la Figura 1.7: 

 

 

Figura 1.7 Proceso de trans-esterificación en continuo. 

Fuente: Miliarium (2008)
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A pesar de que alrededor de 40 000 especies de microalgas han sido catalogadas 

para la elaboración de biodiesel, se utilizan microalgas provenientes de los grupos 

chlorophyceae y algunas cianobacterias. Se ha desarrollado biodiesel a partir de la 

Chlorella sp, debido a que la extracción de este aceite brinda varias ventajas para la 

producción de biodiesel, entre ellas que puede llegar a poseer del 5,1 – 56 % gramos de 

lípido/gramos de peso seco (Hernández et al, 2009), además de los tipos de triglicérido que 

esta microalga produce. Adicionalmente, la Chlorella sp, es una de las microalgas más 

utilizadas en la industria; ya que de esta se tiene mucha experiencia acerca de su cultivo y 

de la extracción de sus lípidos (Monthieu, 2010). 

 

Como lo cita Flores (2003), los sistemas de cultivo básicos para la producción de 

microorganismos foto-autotróficos; son los cultivos abiertos en los que el cultivo está 

expuesto a la atmósfera y los sistemas cerrados, comúnmente denominados 

fotobioreactores, en los que el cultivo tiene poco o ningún contacto con la atmósfera.  

 

Los sistemas abiertos o “raceway ponds”, se construyen con canales poco profundos 

(nivel de agua de 15-20 cm) en forma de circuito cerrado en la que los fluidos se mezclan 

mediante paletas rotatorias y generalmente se ubican en áreas de terreno extensas 

(alrededor de 500-5000 m
2
), pero tienen como ventaja el bajo costo de producción de 

biomasa algal. Sin embargo, ciertos factores de cultivo no controlados a través de este 

sistema disminuye considerablemente la productividad, estos son: la fácil contaminación, 

costosa recuperación del producto en medios diluidos y dificultad para el control de la 

temperatura. (Rosales, 2012).  

 

Estos inconvenientes estimularon el desarrollo de sistemas de cultivo cerrados, 

conocidos como fotobioreactores construidos con materiales transparentes que permiten 

establecer cultivos de alta densidad celular con varias ventajas como: facilitar la cosecha de 

la biomasa, el mantenimiento del cultivo sin contaminación, el mejor control de las 

condiciones de cultivo (Flores, 2003). 
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Los sistemas cerrados como los fotobioreactores, son generalmente más costosos de 

construir y automatizar; permiten el trabajo con un volumen de cultivo no muy grande, 

inferior al utilizado en los sistemas abiertos, a pesar de ello, los sistemas cerrados 

constituyen sistemas de cultivo altamente intensificados con diversidad de diseños y con 

los que se puede obtener altos rendimientos en la producción de biomasa. Algunos modelos 

permiten incluso el control absoluto sobre variables de primordial importancia en un 

cultivo microalgal como la luz, el pH y la temperatura (Salvador, 2011). 

 

El cultivo de microalgas en fotobioreactores, permite mejorar notablemente la 

densidad celular, la productividad y por ende la economía de los cultivos para distintos 

fines. Implica que el aprovechamiento de la energía luminosa sea maximizada, de igual 

manera debe ser concebido en base a conceptos fisiológicos propio del microorganismo 

(Flores et al, 2003).  

 

Los fotobioreactores pueden ser instalados en áreas no sensibles, con poca cantidad 

de agua, es decir, lugares no utilizados para la producción agrícola. Por tanto, no constituye 

amenaza para la seguridad alimentaria como es el caso de otras fuentes de biomasa, ni 

perjudica ecosistemas como es el caso de la extracción del combustible fósil. El agua se 

recicla y solamente es necesario compensar las pérdidas por evaporación y por 

manipulación. En la actualidad, una desventaja de los bioreactores para microalgas 

fotosintéticas consiste en sus elevados costos, debida la energía invertida en la agitación 

mecánica de los cultivos con la finalidad de mantener constantes las condiciones 

hidrodinámicas evitando la sedimentación y favoreciendo la transferencia de gases 

(Rodolfi,2009) 

 

Como lo ha mencionado el ingeniero, Alfredo Mena, gerente de la CIE, en el 

proceso de cultivo en los fotobioreactores, las microalgas posterior a la cosecha podrían 

rendir cantidades de ácidos grasos que alcanzarían los 400 gramos por kilo y 12 gramos de 

alga por litro de agua. Además acota que un fotobioreactor al ser un sistema continuo 
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requiere de espacios relativamente reducidos, y con un residuo resultante conocido como 

“torta”, (desecho posterior a la extracción), que puede ser usado para la elaboración de 

bioetanol, o la elaboración de otros subproductos como fertilizantes para la agricultura y 

alimento atribuido a su alto contenido de proteína y con la ventaja de que estos sistemas 

son replicables en varias zonas, entre ellas zonas áridas y semiáridas; en las que estos 

cultivos pueden llegar a ser una fuente de sustento y desarrollo para comunidades de bajos 

ingresos. 

 

1.4.9 Fotobioreactores 

 

Un fotobioreactor es un contenedor biológico artificial en el cual se pretende 

obtener las condiciones ambientales internas capaces de permitir que los microorganismos, 

células o tejidos fotosintéticos en el contenedor puedan crecer, desarrollarse y realizar sus 

funciones metabólicas en presencia de luz. La fotosíntesis es el proceso más importante en 

organismos autótrofos, por lo que, el fin del diseño y construcción de los fotobioreactores 

es que el bioproceso se desempeñe de manera rápida, eficiente para generar biomasa al 

igual que los productos metabólicos que se encuentren dentro de ella. Por lo que se busca 

que estos sistemas sean cerrados, que eviten el contacto con el medio ambiente externo, 

para impedir contaminación y cambios bruscos en las condiciones internas del contenedor 

que podrían afectar a la biomasa (Acuña, 2011). 

 

Para la obtención de microalgas, los fotobioreactores se usan principalmente con el 

propósito de fijar CO2, aumentando la producción de biomasa mediante la fotosíntesis. 

Estas microalgas al ser unos microorganismos foto-autotróficos, fijan el CO2 que se ha 

administrado a través de flujos de aire o CO2 inyectado directamente en un medio de 

cultivo regularmente enriquecido básicamente con (N) y (P), razón por la cual deben ser 

diseñados según la fisiología de la cepa y manteniendo similares condiciones a las que la 

microalga se desarrolla de forma natural en su hábitat (González González, 2010). 
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1.4.10 Parámetros de diseño para bioprocesos en microalgas 

 

Los parámetros básicos que deben ser controlados para el diseño según Acuña 

(2011) son: 

 

 La dinámica de fluidos (burbujeo, agitación, caudal de recirculación) 

 La densidad celular, temperatura, pH, salinidad 

 Fuentes de flujo lumínico homogéneo de alto rendimiento y bajo consumo 

 Geometría, fácil limpieza y cosecha de las microalgas 

 Automatización del sistema flujo de gases (Aire, CO2)  

 Cantidad y calidad de nutrientes necesarios 

 Fisiología, bioquímica y biología de la microalga 

 

1.4.11 Ecuaciones de diseño de un bioreactor semicontinuo (discontinuo alimentado) 

 

Para describir el sistema de un fotobioreactor, se usan ecuaciones que permitirán 

calcular la evolución de la biomasa durante el cultivo, la velocidad específica de 

crecimiento, y la productividad. Asimismo con ellos se podrán determinar parámetros de 

diseño, tales como F y Sr, existen varias ecuaciones de diseño citadas por Zabala (2007), 

descritas por Bailey & Ollis (1986), aplicables para un fotobioreactor semicontinuo, tal 

como se muestra a continuación: 

 

 Biomasa 

 

Para la evolución de X (concentración de biomasa) durante el cultivo, se debe 

plantear las ecuaciones de balance de materia. La velocidad de acumulación de biomasa 

depende de la velocidad de alimentación de sustrato con respecto al tiempo (Bailey & Ollis, 

1986): 
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Donde: 

 

F = Caudal de alimentación (L/d) 

Sr = Concentración de sustrato de la alimentación (g/L) 

V = Volumen (L) 

Vo = Volumen al inicio de la alimentación (L) 

Xo = Concentración de biomasa al inicio de la alimentación (g/L) 

 = Rendimiento de biomasa a partir del sustrato (moles biomasa/mol sustrato) 

So = Concentración de sustrato limitante al inicio de la alimentación (g/L) 

V = Volumen del cultivo (L) 

t = Tiempo (d) 

 

La concentración de biomasa varía con el tiempo. En cultivo en batch, al ser V = cte, 

X.V es proporcional a X. En un cultivo semicontinuo el V no es constante, sino que varía 

con el tiempo (F = dV/dt). Integrando se tiene:  

 

                                

 

Reemplazando y despejando X obtenemos: 

 

            

 

Expresión que describe la variación de X con el tiempo t a lo largo del cultivo 

semicontinuo, convirtiéndose en Xf. Puede darse el caso en que el acrecentamiento de V sea 

tal que haya un efecto de dilución que provoque el descenso en la concentración de 
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biomasa. Así, puede ocurrir que la concentración final alcanzada sea menor que la inicial, 

pero no así la cantidad total X.V. 

 Diseño de un fotobioreactor semicontinuo o discontinuo alimentado (bioreactor fed-

batch) 

 

Se desea obtener una concentración final de biomasa Xf, con un volumen final Vf. El 

volumen total adicionado durante la operación del bioreactor será expuesto a través de la 

Ecuación 1.3, tal como se muestra a continuación:  

 

 

 

Donde: 

 

tf = Tiempo total de alimentación 

 

Cuando t = tf, la Ecuación 1.4 se transforma en: 

 

            

 

Reemplazando la Ecuación 1.3 en la 1.5, y despejando Sr queda: 

 

                          

 

Donde: 

 

Vf = Volumen funcional final 

Xf = Concentración final de biomasa 
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La Ecuación 1.6, permite calcular la concentración de sustrato limitante en el 

tanque. Para calcular F, hay que recordar que rx = µ. X, dándonos como resultado la 

Ecuación 1.7: 

 

 

 

Que indica que la velocidad de producción de biomasa se acopla a la velocidad de 

suministro de sustrato, es decir que rx puede controlarse “externamente”, modificando F y/o 

Sr. 

 

El flujo F, debe satisfacer la Ecuación 1.7, para t = 0 (al inicio de la alimentación), 

el flujo será: 

 

 

 

El valor de tf se calcula a partir de la Ecuación 1.5, además o puede ser igual a max 

si la alimentación se inicia el final de la fase exponencial del batch. Se debe enfatizar que si 

F.Sr fuera mayor que la velocidad de consumo de sustrato, habría una acumulación de 

sustrato en el medio y el crecimiento no sería limitado. 

 

1.4.12 Cinética de crecimiento de Chlorella sp 

 

Muchos autores han establecido las curvas de la densidad celular de Chlorella sp en 

volúmenes pequeños. Según Vera (2004) la cinética de crecimiento depende de la 

composición de los medios de cultivo, además se ha visto la influencia del CO2 como un 

factor que incrementa el crecimiento hasta concentraciones inhibitorias (alrededor del 6 

%),y en cultivos discontinuo generalmente presentan una fase de latencia breve, seguida de 
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una rápida fase de crecimiento exponencial la cual suele durar tres días, llegando a la fase 

de crecimiento estacionario al cuarto día, hasta el sexto día a partir del cual el cultivo 

comienza la fase de declinación (Castillo, 2011). 

 

Según Robles (2003) se obtuvo una velocidad específica de crecimiento de 0,7 d
-1

 y 

productividad de biomasa máxima de 1,49 g/L.d al cultivar la Chlorella sp en un reactor 

helicoidal discontinuo. En cultivos semicontinuos se han estimado densidades celulares de 

488126 cél.mL
-1 

y una cantidad de biomasa de 0,15 g.L
-1

.d
-1

; por lo que se concluyó que el 

tiempo de crecimiento en cultivos de Chlorella sp normalmente es corto y se consigue 

concentraciones de biomasa aceptables (Gil, 2010). 

 

1.4.13 Aprovechamiento de la energía luminosa: ciclos luz-oscuridad, trayectoria de la 

luz y geometría de fotobioreactores 

 

La energía luminosa administrada es primordial para los procesos fotosintéticos, por 

lo que se la ha dividido en 2 fases (Robles, 2003): 

 

Fase luminosa: En ella se generan los intermediarios que serán utilizados en la 

siguiente fase (ATP y NADPH) en la que las moléculas foto-receptoras, son las que atrapan 

la luz y están ubicados en las membranas tilacoidales. 

 

Fase oscura: El ATP y NADPH son utilizados para formar los enlaces C-C de los 

carbohidratos, reacciones que ocurren en el estroma, en los que se fija el CO2 atmosférico 

gracias al ciclo de Calvin. 

 

Por lo que los ciclos de luz-oscuridad son primordiales. Debido a que la 

concentración de células cambia, los requisitos de la luz también varían. El crecimiento de 

las algas está limitado por la poca luz, pero un exceso de luz puede ser deletéreo. Los 

organismos fotótrofos deben recibir suficiente luz, superior a su punto de compensación 
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para su crecimiento neto, la insuficiente división de las células, resta al crecimiento neto del 

cultivo debido a la pérdida respiratoria (Radmer et al., 1987).  

El aumento de la luz más allá de la compensación da como resultado un aumento en 

la tasa de crecimiento, hasta que el cultivo se sobre-satura de luz y conforme aumenta la 

intensidad de la misma, esta puede crear efectos de foto-inhibición por exceso de luz, 

contribuyendo a la desnaturalización del proteína D1 del fotosistema I por la sobre-

excitación del aparato fotosintético (Nilsen y Orcutt 1996); si la iluminación es constante, 

la intensidad fotosintética aumenta con la concentración de CO2 en el medio, debido a que a 

mayor concentración de CO2, mayor será la velocidad a la que la ribulosa-difosfato-

carboxilasa fijará el CO2 en el ciclo de Calvin. 

 

La intensidad de la iluminación aumenta el rendimiento de la fotosíntesis, cuantos 

más fotones de luz lleguen a los fotosistemas I y II, más cantidad de ATP y NADPH y en 

consecuencia más CO2 se podrá fijar en la fase oscura. Si la concentración de CO2 es muy 

baja, la iluminación no influenciará en gran medida sobre la intensidad fotosintética ya que 

no hay suficiente CO2 para fijar en la fase oscura, (la cantidad de CO2 mínima para el 

proceso fotosintético en el microorganismo). Sin embargo, a partir de un cierto valor en la 

concentración de CO2, la intensidad de iluminación se convierte en un factor limitante para 

el proceso fotosintético como se muestra en la siguiente figura (Bionova, 2007): 

 

 

Figura 1.8 Concentración de CO2 e iluminancia durante el anabolismo.  

Fuente: Bionova (2007)
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La luz se refracta y se refleja cuando pasa de un medio a otro y el índice de 

refracción cambia, salvo cuando entra al segundo medio en el ángulo normal (perpendicular 

a la superficie del medio segundo). Siempre que sea posible, la superficie del fotobioreactor 

deben estar diseñados para minimizar la reflexión y refracción (Andersen, 2005). 

 

Bajo condiciones en las que la densidad celular es alta (>3g/L) los cultivos tienden a 

utilizar la luz incidente con mayor eficiencia que los cultivos diluidos, como ejemplo 

podemos citar al cultivo de Spirulina, en los que no se ha disminuido significativamente la 

eficiencia al aumentar la intensidad de la luz incidente, lo que lleva a concluir que la foto-

inhibición no es común en cultivos expuestos a intensidades de luz elevadas, en las que se 

da una dilución de la luz, como resultado del auto sombreado que se genera entre las 

células conforme aumenta la densidad celular(Javanmardian & Palsson, 1991).  

 

Altas cantidades de luz puede resultar beneficioso para un cultivo a 16 g/L en el 

cual cada célula recibe una porción menor de la luz incidente. A medida que la densidad 

celular aumenta con relación a la luz incidente, el cultivo no alcanza a saturarse por 

completo (Hu et al., 1996). 

 

Cuando no existen otros factores limitantes, la disponibilidad de luz determina la 

intensidad a la que se realiza la fotosíntesis. De igual forma, establece también la velocidad 

de crecimiento (µ) razón por la cual se ha estimado que la luz penetra a solo 1 a 2 mm, de 

manera que la zona donde se va a recibir la mayor cantidad de luz suele representar un 

porcentaje del 10-30% del volumen total del cultivo. Las células están expuestas por breves 

instantes a la luz, en ciclos que oscilan desde milisegundos a unas cuantas décimas de 

segundo, debido a que el medio está en constante movimiento; no obstante en condiciones 

reales, el factor más influyente sobre la actividad fotosintética es la cantidad de energía 

disponible para cada microrganismo individual, antes que la cantidad de energía luminosa 

incidente (Lu & Vonshak, 1999). 
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El fotoperíodo juega un papel importante en la reproducción microalgal, ya que 

permite la sincronización de la división celular (tiempo necesario para la realización de 

fotosíntesis en la fase iluminada) y la consecuente respiración que se presenta en el período 

de oscuridad. De esta manera permite que el metabolismo se complete y se alcancen buenos 

resultados para la obtención de cantidades representativas de biomasa (Morales, 2012). 

 

Para cada célula individual, la disponibilidad de la luz va depender de parámetros 

como los periodos luz/oscuridad (L/O) y la frecuencia de los ciclos L/O (definen la energía 

que obtienen bajo una iluminación intermitente), al igual que la intensidad de la luz y la 

trayectoria de la luz en el reactor (Fernández et al., 2002). Este régimen de iluminación es 

primordial pero difícil de definirse cuantitativamente, razón por la cual es común usar los 

parámetros anteriormente citados para caracterizar la incidencia de luz en los 

fotobioreactores. 

 

Según Richmond (1996), la trayectoria de la luz se describe como la distancia 

transversal que debe recorrer un fotón para pasar a través de un fotobioreactor, esta puede 

ser determinada por el diámetro del tubo en un reactor tubular. Al incrementar la trayectoria 

de la luz se puede disminuir el volumen iluminado por efecto del auto sombreado entre las 

células, por lo que un incremento de la trayectoria de la luz reduce tanto la frecuencia 

promedio con la que las células son expuestas a la luz, como la relación de los periodos 

L/O (Grobbelaar, 1994; Ogbonna & Tanaka, 1998). Por el contrario, una trayectoria 

pequeña de la luz aumenta la relación de volúmenes iluminado-oscuro aumentando los 

periodos L/O en que las células son expuestas. Hu et al. (1996), reporta que al reducir la 

trayectoria de la luz se obtiene un aumento significativo de la densidad celular óptima y de 

la velocidad específica de crecimiento. 

 

El flujo luminoso de una lámpara incandescente de 100 W, es de aproximadamente 

1700 lm; podemos usar esta información para extrapolar para lámparas similares. Así pues, 

la eficacia luminosa media para una lámpara incandescente es de aproximadamente 17 
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lm/W. Se puede usar este dato como una aproximación de fuentes similares a las 

incandescentes con potencias distintas. 

 

El lumen (lm), es el equivalente fotométrico del vatio, y se define como 1/683 W de 

potencia radiante a una frecuencia de 540 x 10
12 

Hz (longitud de onda de 555 ηm). La 

diferencia entre el lux y el lumen consiste en que el lux toma en cuenta la superficie sobre 

la que el flujo luminoso se distribuye con equivalencia de 1 lux = 1 lumen/m
2
 (Barsanti, 

2006). 

  

Las características físicas de las fuentes luminosas dependen de los materiales y 

tecnologías que actualmente han sido desarrolladas, entre ellas las luces LED, sin embargo 

las luces fluorescentes ofrecen bajo consumo energético. Algunos ejemplos de estas fuentes 

luminosas se destacan a continuación (Bulbs Gluehbirne : Philips Standard Lamps, 2012): 

 

Tabla 1.4 Características de fuentes artificiales luminosas. 

Categoría Tipo Eficacia luminosa 

(lm/W) 

Eficiencia luminosa 

(%) 

Bulbo incandescente común 13,8 –15,2 2,0- 2,2 

LED 

 

 

 

 

LED blanco 4,5–150 0,66- 22 

4,1 W LED en 

lámpara (120 V) 

58,5–82,9 8,6 - 12,1 

 

Luz fluorescente 

 

 

100–200 W 60 9 

9–32 W fluorescente 

compacta 

46–75 8-11,45 

Fuente: Philips Standard Lamps (2012)
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Según Morales (2012), para el cultivo de Chlorella sp, se ha obtenido buenos 

resultados con una iluminancia promedio de 58 μmol quanta/m
2
.s, por lo que si poseemos 

un instrumento de medición como un luxómetro podemos citar equivalencias que nos 

permitan conseguir las medidas de iluminancia en estas unidades, como se muestra a 

continuación: 

 

o Si una lámpara irradia 8000 Lux u 8Klux, entonces se divide entre 52,1 y se obtiene 

un valor de 156 μE mol/m.s (μmol quanta/m
2
.s). 

 

La geometría de los contenedores de un fotobioreactor cerrado están íntimamente 

relacionados con ciertos parámetros de diseño como la distribución de la luz, la mezcla para 

permitir la transferencia de gases y la adaptabilidad del cultivo; parámetros que deben ser 

considerados como las condiciones obtenidas a nivel de laboratorio (mL), posteriormente a 

escala de planta piloto (L) y finalmente a escala industrial (m
3
). Para lo que en cada etapa 

de escalamiento se instauran los siguientes aspectos de referencia dependiendo del nivel en 

el que se desarrollara el fotobioreactor (Gordillo& Santana, 2008):  

 

 A nivel de laboratorio: 

 Medio de cultivo 

 Cepa 

 Cinética de crecimiento 

 

 A nivel piloto: 

 Operación  

 Agitación , aireación  

 Temperatura  

 Análisis de costos 

 Desarrollo de metodologías (cosecha, etc.) 
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 A escala industrial : 

 Obtención de producto de interés en gran cantidad a costos rentables (biomasa, 

productos del metabolismo, etc.) 

 

Para el escalamiento industrial, los diseñadores se basan en el principio de la 

semejanza entre dos sistemas, en los que el factor de similitud radica en el manejo de sus 

escalas fundamentados en la selección del criterio de escalamiento que influenciará 

directamente sobre la variable más importante para el crecimiento del microorganismo y 

para la elaboración de producto deseado.  

 

Como ejemplo se puede mencionar la fragilidad del microorganismo o la 

trasferencia de gas (O2, CO2). Las similitudes influyentes en los sistemas según Bailey & 

Ollis (1986) son: 

 

 Similitudes geométricas: las razones que relaciones las formas, longitudes y 

volúmenes de los contenedores deben ser iguales. 

 Similitudes cinemáticas: razón entre las velocidades, en este caso las velocidades de 

crecimiento en ambos sistemas. 

 Similitudes dinámicas: la razón de proporcionalidad entre las fuerzas que influyen 

sobre el comportamiento de los sistemas como KLa, potencia, la iluminancia, etc. 

 

La similitud geométrica es primordial para el escalamiento, debido a que nos 

permiten obtener idea de las razones de proporcionalidad que pudiesen afectar el cultivo 

escalado. Según Bermúdez (2010) para que el sistema “1” sea geométricamente similar al 

sistema “2”, el sistema “2” deberá tener un sistema de matrices lineal correspondiente para 

cada punto de la ecuación que se encuentre presente en el sistema “1”, como se presenta en 

las siguientes ecuaciones:  
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Donde: 

 

 x, y, z = son los factores geométricos constantes 

 

Cada par de puntos estará relacionado entre sí con su correspondiente semejante a 

través del factor de escala, por lo que dos sistemas son geométricamente similares cuando 

cada punto de un sistema tiene un correspondiente en el otro sistema, y ya que existen 3 

ejes coordenados va a existir tres vectores de dirección uno en X, Y y en Z, donde  x= 

y=z y cuando alguno de estos es diferente de otro es una similitud distorsionada como se 

muestra en la Figura 1.9 (Bermúdez, 2010). 

 

 

Figura 1.9 Procesos de escalamiento biotecnológicos. 

Fuente: Bermúdez (2010) 

 

La escala de proporcionalidad , es un parámetro que normalmente se calcula entre 

las longitudes verticales de los recipientes a ser usados como referencia. Esta relación de 

proporcionalidad es un modelo matemático aplicado a semejanzas geométricas no 

distorsionadas mencionado por Galmés (2006) a través de la Ecuación 1.13:  
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Donde: 

 

L= Longitud (horizontal o vertical) 

Lm= Longitud del modelo 

Lp= Longitud del prototipo 

 

Las similitudes cinemáticas y dinámicas se van estableciendo durante las primeras 

etapas en las que se desarrollan métodos y se establecen parámetros para la producción del 

microorganismo. El escalamiento en cultivos microalgales a nivel de laboratorio, inicia con 

cepas o inóculos (250 mL o menos) que se aíslan bajo luz y bajas temperaturas, en cultivos 

del tipo batch sin aireación o administración de dióxido de carbono (Barsanti, 2006). 

 

Los inóculos pueden ser útiles para escalar en volúmenes de 250 mL a 4 L ya que 

crecen y se desarrollan rápidamente durante un período de 7 a 14 días a temperaturas e 

intensidad de luz más elevada, ya sea con aire o con dióxido de carbono, para que cuando la 

cepa se haya adaptado a los nuevos volúmenes, se tomen pequeñas proporciones como 

inóculo provenientes del volumen total escalado del cultivo con el fin de pasar a la 

siguiente etapa como cultivo a escala intermedia.  

 

Los cultivos intermedios (normalmente de entre 4 L y 20 L en volumen); son los 

cultivos a escala piloto que posteriormente se los puede implementar a gran escala 

(Figura1.10). Los cultivos a gran escala suelen ser de un mínimo de 50 L hasta miles de m
3 

ya sean en fotobioreactores abiertos o cerrados (FAO, 2006). 
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Figura 1.10 Escalamiento microbiológico. 

Fuente: FAO (2006) 

 

1.4.14 Aspectos fisiológicos Chlorella sp: foto-inhibición por oxígeno, cultivos de alta 

densidad celular, ultra alta densidad celular, heterotrofia y mixotrofía 

 

El fenómeno de foto-inhibición de los fotosistemas se da normalmente por altas 

concentraciones de oxígeno presentes en el medio de cultivo, la intensidad fotosintética se 

ve disminuida a causa de una reacción foto-oxidativa de las clorofilas libres del FSII por la 

parte dadora de electrones. Bajo exceso de radiación esta situación tiende a la 

recombinación de carga, lo que además da lugar a la formación de la clorofila P680, el cual 

al interactuar con el oxígeno en su estado fundamental (triplete) disuelto en agua, 

generando un oxígeno singlete (O2) que es un potente agente oxidante. El P680 posee un 

alto potencial oxidante destruyendo las membranas tilacoidales y proteínas importantes 

como la como D1, D2. A este fenómeno se lo conoce como foto-respiración (Carrasco, 

2009). 

 

Los cultivos algales de Alta Densidad Celular (ADC) y Ultra Alta Densidad Celular 

(UADC) son aquellos que poseen concentraciones celulares superiores a 3 g/L de biomasa 

para los ADC y 15 a 80 g/L para los UADC en base seca (Hu et al., 1996). La ventaja de 

los cultivos de alta densidad celular es que se puede evitar la foto-inhibición, aún a altas 

intensidades de luz incidente, pero debe tomarse también en cuenta que el efecto del 

sombreado entre las células incrementa por lo que la luz penetra en menos cantidad dentro 
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del cultivo. Para mejorar la eficiencia fotosintética y la productividad a densidades 

celulares altas se debe mejorar aspectos como una alta intensidad de luz, trayectoria de la 

luz pequeña (1-5cm) y un mezclado lo suficientemente potente inducido por burbujas de 

aire, que permita la transferencia de gases que no cause daño sobre la integridad de las 

células, siempre y cuando las condiciones ambientales al igual que los nutrientes no sean 

factores limitantes (Hu et al., 1996). 

 

Una desventaja de los cultivos a altas densidades celulares es que las microalgas 

secretan sustancias auto-inhibitorias, para lo que normalmente se mide la variabilidad de la 

fluorescencia y la máxima cantidad de clorofila como un indicador de la integridad de los 

fotosistemas, para lo que se han creado etapas de ultrafiltración o filtración en lote , de ahí 

deriva la importancia del diseño de los fotobioreactores que operen semicontinuamente de 

manera que se pueda eliminar las sustancias auto inhibitorias y diluirlas a través de la 

adición de medio fresco (Richmond, 2000). 

 

Las rutas metabólicas de Chlorella sp y de otras especies, las han hecho blanco para 

la experimentación en cultivos no autotróficos, es decir, mixotróficos, estos organismos 

pueden usar su metabolismo autótrofo tanto como el heterótrofo con el fin de suplir sus 

requerimientos de energía y carbono (Jones ,2000); esto incluye que se obtenga energía de 

fuentes de origen orgánico como inorgánico o luz solar. 

 

Para este género, se puede usar los métodos de depuración de aguas residuales con 

alto DBO y DQO, ya que este puede ser muy útil para que si en estas aguas existen los 

desechos de animales, estos pueden servir como fuente de nutrientes. En varias 

investigaciones, como menciona Moronta (2002), una especie de microalga llamada 

Chlorella sorokiniana, posee la capacidad de alcanzar altas densidades en su crecimiento  

(110 x 10
6 

células/mL aproximadamente), en cultivos donde se indujo el metabolismo 

mixotrófico y heterotrófico, dando resultados satisfactorios en relación al control.  
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La reducción de costos de energía eléctrica es factible con el uso de luz solar, pero 

se podrían reducir aún más con el aprovechamiento de los desechos animales, en 

crecimientos no autotróficos tal como se muestra en la Figura 1.11 (Moronta, 2002). 

 

 

Figura 1.11 Crecimiento en medio orgánico definido. 

Fuente: Moronta (2012) 

 

1.4.15 Hidrodinámica de cultivos microalgales: estrés hidrodinámico, agitación, 

mezclado y los fenómenos de transferencia de masa 

 

La circulación es importante para garantizar una óptima iluminación de las algas, un 

intercambio gaseoso adecuado, y la temperatura además del control del pH dentro del 

cultivo usando el principio de los reactores “air lift” o los de columna de burbujeo, donde 

existe un circuito interno o externo que permita la mezcla y circulación de los fluidos son el 

resultado de las corrientes de aire introducido mediante la creación de las diferencias en la 

densidad del agua en varias regiones del fotobioreactor (Jutglar, 2005). El régimen de 

fluidez ayuda a la transferencia de masa, los tipos de fluidez son:  

 

 El régimen homogéneo que se genera mediante bajas velocidades superficiales del 

gas (aproximadamente debajo de 5 cm/s), que forjan burbujas uniformes de un 

tamaño relativamente pequeño ascensionales; esto permite una distribución 
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uniforme de las burbujas en la columna y un mezclado relativamente suave. El 

tamaño de las burbujas en este régimen esta dictaminado por el diseño del inyector 

de gas y las propiedades del sistema. 

 

 Heterogéneo, se genera mediante altas velocidades superficiales del gas, por arriba 

de 5cm/s. Es desequilibrada comparado con el sistema homogéneo liquido-gas ya 

que se forma un movimiento turbulento de las burbujas y la recirculación. Se forjan 

grandes burbujas de poca duración y flujos variables cuando se inyectan cantidades 

excesivas de gas a presión. 

 

Se puede distinguir diferentes tamaños de burbujas según las velocidades con las que se 

administra el gas, al igual que el área por donde transcurre el mismo, lo que modifica las 

condiciones hidrodinámicas, y visualmente se distingue tal como se muestra en la Figura 

1.12. 

 

 

Figura 1.12 Régimen de flujo homogéneo y heterogéneo. 

Fuente: Jutglar (2005) 

 

Para el burbujeo se debe elegir compresores con el fin de obtener una mezcla 

homogénea, para lo que principalmente se toma en cuenta el caudal y la presión. El caudal 
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es la cantidad de aire que suministra el compresor (m
3
/s). El caudal se calcula con la 

Ecuación 1.14 (Jutglar, 2005): 

 

 

 

Donde:  

 

Q= caudal (m
3
/s) 

V= velocidad del aire (m/s) 

A= área transversal de salida del sale el aire (m
2
) 

 

Y la velocidad es igual a:  

 

 

Donde:  

 

T= temperatura del aire en cilindro 

R= constante de los gases (8314 J/kmolºK) 

Pe= presión a la salida (la atmosférica) 

Po= presión del aire en cilindro 

M= masa molecular del gas (kg/kmol) 

γ = razón de calores específicos del gas (1,4 para el aire) 

 

Las microburbujas son de vital importancia para que se realicen los procesos 

fotosintéticos a través de la administración de CO2 presente en el aire. El burbujeo de aire 

administra una proporción de alrededor del 0,04 % (v/v) de CO2, valor ligeramente 

incrementado debido a las actividades antropogénicas desarrollada en los últimos. Según 

Zimmerman (2011), las microburbujas tienen una superficie mucho más amplia de contacto 
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en relación al volumen comparado con el de burbujas más grandes producidas por los 

sistemas de aireación convencionales. Esta característica es aprovechable para aumentar la 

transferencia de masa durante el contacto directo que existe entre el gas y líquido dentro de 

un fotobioreactor.  

 

Según menciona Geakoplis (1998), se han desarrollado ecuaciones para predecir la 

transferencia de masa desde burbujas pequeñas gaseosas, que además van a pasar hacia una 

fase líquida. De esta manera se va mezclando el medio líquido y haciendo contacto con 

partículas pequeñas en suspensión (<0,6 mm) como suele considerarse a las microalgas en 

su medio de cultivo, la Ecuación 1.16 es la que se utiliza para el cálculo de este parámetro. 

 

 

 

Donde:  

 

DAB = difusividad de soluto A en solución B (m
2
/s) 

Dp = diámetro de la burbuja de gas (m) 

 = viscosidad de la solución B (kg/m. s) 

 = gravedad (m/s
2
) 

 = la densidad de la fase continua (agua kg/m
3
) 

= la densidad del gas (Kg/m
3
) 

 = ( ) 

Nsc= Número de Schmidt (  ) 

 

El CO2 es considerablemente más soluble que el oxígeno, Bunont (2006) expresa 

que este gas es 20 veces más difusible que el O2, lo que acrecienta la disponibilidad del gas 

en el cultivo; no obstante, la disolución de CO2 en agua es más compleja debido a la 
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reacción en la fase líquida del CO2, ya que este se disocia y forma otro tipo de especies 

químicas según el pH al que el cultivo microalgal se encuentre sometido. 

 

La transferencia de CO2 a través del aireado, logra que cada burbuja de aire 

atmosférico administrado, pueda solubilizarse en el medio de cultivo en fase continua 

(acuosa). Al igual que con el oxígeno, el cálculo del parámetro KLa, es un referente de la 

transferencia de CO2 desde la interfase gas-líquido (Cs) hasta la fase líquida (Co), ya que 

suele ser el paso limitante de dicha transferencia. Para la obtención de estos valores, se 

suele recurrir a la Ecuación 1.17 descrita por Romero (2009). 

 

 

Integrada  y resuelta queda establecida como: 

 

 

 

Donde:  

 

 Tasa másica de transferencia del gas difusión en el líquido (g/s) 

 Coeficiente de transferencia de masa de CO2 (m/s) 

 Concentración de saturación del gas en solución (g/m
3
) 

= Concentración inicial (g/m
3
) 

A = Área a través de la cual se difunde el gas (mm
2
) 

V = Volumen a través del cual se difunde el gas (L)  

 

Para la circulación de fluidos se debe seleccionar una bomba hidráulica. La bomba 

hidráulica es un motor que al ser alimentado genera un caudal y una fuerza determinada a 

su salida; de igual manera para la selección de compresores, se debe tomar como base al 
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trabajo a realizar, además de las características propias de la bomba, según Quimnet (2007) 

son las siguientes:  

 

 Rendimiento de la bomba 

 Precisión y seguridad de operación 

 Fácil mantenimiento 

 

Para las bombas mecánicas se debe tomar en cuenta las condiciones de la operación 

como presión, temperaturas, condiciones de succión y material bombeado; mientras que las 

características hidráulicas son innatas en cada tipo de bomba pero se encuentran 

influenciados por la densidad, viscosidad, tipo de accionamiento y tipo de control. 

 

1.4.16 Materiales para la construcción de fotobioreactores 

 

Lo primordial para el diseño y construcción de un fotobioreactor es que este provea 

de las condiciones más adecuadas para el desarrollo de un cultivo a piloto a mediana escala 

y posteriormente a escala industrial, según el boletín ALGASOL (2012), los materiales que 

normalmente se usan para la construcción de fotobioreactores dependen del tipo de sistema 

de cultivo a desarrollar, así por ejemplo los que son cerrados deben proporcionar 

condiciones que reduzcan los riesgos de contaminación, además que permitan un control 

efectivo de los cultivos, especialmente de la temperatura, iluminación y la administración 

del CO2.  

 

Los fotobioreactores tubulares suelen estar construidos de estructuras cilíndricas 

(tubos), en los últimos años se han desarrollado fotobioreactores planos de igual manera 

construidos con materiales transparentes que pueden ser de polietileno, policarbonato, 

vidrio entre otros; con el objetivo de aprovechar la iluminación ya sea artificial o natural, y 

con la ventaja de poder experimentar con cultivos mixotróficos ( Flores, 2003). 

 



54 

De igual manera se deben proporcionar mecanismo para la circulación por medio de 

bombas o sistemas de airlift (sistemas de impulsión neumática), que estén provistas de 

válvulas para la regulación de la inyección del gas (aire inyectado con CO2). La 

iluminación artificial debe ser lo menos costosa posible debido a que los cultivos necesitan 

mantenerse en constante iluminación según sus necesidades. La luz artificial debe ser 

controlada según las necesidades del cultivo, como menciona Rodríguez (2012) la 

intensidad lumínica y los focos recomendados para cultivos microalgales son: 

 

 13.5 mmol/m
2
/s – 67.5 mmol/m

2
/s. 

 Lámparas tipo cool-white de 40 W. 

Los focos incandescentes no son los más adecuados debido a que comparados con 

los fluorescentes utilizan la quinta parte de energía para su funcionamiento y duran por 

periodos más largos de tiempo. En la actualidad se ha propuesto alternativas con 

iluminación en estado sólido, es decir aquellas lámparas que no tienen filamentos o gases 

inertes que les rodee; como es el caso de los LED (Light Emitting Diode), que es un 

semiconductor inorgánico que al momento de pasar la electricidad produce un efecto de 

electrolumiscencia dando origen a la luz, lo que disminuye un consumo eléctrico de un 

60% en comparación con los focos incandescentes y un 40 % con los focos fluorescentes 

(Sugey, 2009). 

 

Como con cualquier otro cultivo microbiológico a nivel de laboratorio se usan 

recipientes de materiales no tóxicos como las cajas de Petri, matraces erlen meyer y otros 

artículos en su mayoría de vidrio .Con cultivos a mediana escala se puede usar garrafas, 

recipientes de alimentos plásticos transparentes etc. Para cultivos a gran escala los 

contenedores deben ser de plástico, madera o de concreto son los más recomendables, 

incluyendo para sistema de cultivo abiertos como los estanques rústicos en áreas rurales 

que son los sistemas más económicos (FAO, 2006). 

 

1.4.17 Aplicaciones de los fotobioreactores para la obtención de biomasa microalgal 
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Los sistemas de cultivo como los fotobioreactores cerrados permiten el 

mantenimiento de los cultivos en óptimas condiciones; lo que mejora la productividad y 

aumenta la concentración de células. El objetivo es el de alcanzar altas densidades celulares 

tal como menciona Andersen (2005), se hace necesario producir comercialmente un 

producto microalgal ya sean células o extractos; poniendo énfasis en los métodos de 

producción de biomasa que resulten rentables y que signifiquen materia prima de calidad, 

siendo esta particularmente importante cuando el producto final de esta materia prima 

microalgal este sujeto a estándares de control como el octanaje de biodiesel o cuando va a 

ser destinado como suplemento alimentario humano.  

 

La producción de bio-hidrógeno es una de las aplicaciones más trascendentales de 

los fotobioreactores en la actualidad. Los microorganismos que realizan la biofotólisis 

capturan la energía de la luz generando un oxidante fuerte que es capaz de descomponer el 

agua en protones (H
+
), pudiendo generar H2 por biofotólisis indirecta. Razón por la cual los 

fotobioreactores son herramientas con las que se pretende hacer mejoras significativas en el 

rendimiento y productividad de los cultivos microalgales a partir de la manipulación 

bioquímico e incluso biotecnológica de los mismos (Brentner et al., 2010). 

 

Desde los primeros reactores tubulares verticales en la década de los 50’s para el 

cultivo de Chlorella, se han diseñado y experimentado gran cantidad de modelos de 

fotobioreactores a pequeña escala. Los ensayos investigativos se han llevado a cabo con el 

objetivo de incrementar la producción de biomasa de varios tipos de algas para que puedan 

ser ampliados a nivel comercial, tal como lo realiza la empresa Mera Pharmaceuticals Inc. 

(EE.UU), ya que en ellas encuentran una fuente viable para la obtención de carotenoides, 

pigmentos de bajo costo, proteínas y vitaminas que se pueden utilizar para la producción de 

nutracéuticos, farmacéuticos, aditivos para piensos y cosméticos (Barsanti, 2006). 

Como menciona Mora (2004); usando sistemas cerrados, se puede comparar las 

productividades de lípidos producidos por la biomasa cultivada. Al tener condiciones 

controladas se puede manipular bioquímicamente el sustrato de la microalga, tanto en 
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medios de cultivo con cantidades de nitrógeno óptimas, como en medios con deficiencia 

del mismo. 

 

En un fotobioreactor, con las condiciones internas controladas, se han podido 

determinar en estudios previos, que las microalgas que producen mayor cantidad de lípidos 

son aquellas que presentan deficiencia de nitrógeno. Una ventaja más de los sistemas de 

cultivo cerrados donde las condiciones de cultivo son establecidas por el investigador 

(Morales, 2012). 

 

Otra de los estudios más sobresalientes sobre fotobioreactores está dirigido para la 

captación de CO2 mediante microalgas, lo que presenta ventajas sobre el escaso tratamiento 

que requieren las emisiones gaseosa del tipo industrial, además del valor agregado que se 

obtiene con la biomasa que se produce para varios fines (biodiesel, piensos animales, 

acuicultura). Por ello, como señala Forja (2012), el fin de las investigaciones recientemente 

realizadas es el de encontrar microalgas capaces de captar CO2 con rapidez y que permitan 

ser utilizadas en ambientes flexibles para su cultivo. 

 

1.4.18 Métodos de cuantificación de biomasa 

 

La cuantificación de biomasa es la estimación de crecimiento microbiano para el 

cual se ha determinado varios métodos, los más utilizados son (Morales, 2012):  

 

 Turbidez mediante espectrofotometría a una longitud de onda indicada. 

 Peso seco. 

 Recuento celular (x 10
6 
cel/mL) o de colonias (UFC x 10

6
/mL) en medio sólido. 

 Clorofila-a, para el caso de cianobacterias y algunas microalgas. 

 Ficocianina o ficoeritrina, para el caso de cianobacterias. 

 Citometría de flujo, mediante la cual se determinan las características de dispersión 

de luz y fluorescencia que poseen las células en suspensión, pasando un rayo de luz 

a través de ellas. 
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Densidad celular de la especie por unidad de volumen en cámaras Neubauer 

 

El recuento celular es el método más utilizado porque nos permite llevar un registro 

del crecimiento en un cultivo, a través de la densidad celular por unidad de volumen (Stein, 

1973). Existen diferentes tipos de cámara de recuento que se han diseñado de acuerdo al 

tamaño de las células de microalgas. La más utilizada es la cámara Neubauer o 

hematocitómetro; según Rodríguez (2012) las características más relevantes en la cámara 

comercial para conteo celular o hematocitómetro son los que se muestran en la Tabla 1.5 

presentada a continuación: 

 

Tabla 1.5 Características físicas del hematocitómetro.  

Nombre 

comercial 

Volumen 

(mL) 

Profundidad 

(mm) 

Área 

(mm
2
) 

Objetivo 

usado 

Tamaño 

celular 

(µm) 

Concentración 

celular 

Neubauer 0.9 0.1 9 20 - 40 2-30 10
5
-10

7 

Fuente: Rodríguez (2012) 

 

La tasa de crecimiento es propia de cada cepa, para lo que debe ser calculada a 

partir de los datos obtenidos de una cámara de conteo (Neubauer), a partir de la densidad de 

células obtenidas muestreados dentro de intervalos de tiempo, como una vez por día o dos 

veces al día dependiendo de la tasa de crecimiento de la microalga. La determinación de la 

densidad celular está establecida mediante la siguiente ecuación (Arredondo, 2007): 

 

 

 

Donde: 

 

 Densidad celular (células/mililitro) 
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 Promedio de células presentes en un 1 mm
2
 

= Factor de dilución 

 Factor de conversión de 0,1 µl a 1 mL 

 

A partir de la Ecuación 1.20, se puede estimar la variación del número de células en 

función del tiempo (días u horas) y la cinética de crecimiento a través de sus curvas. Con la 

tasa de crecimiento específico o la constante de crecimiento (µ) calculada y el tiempo de la 

división o generación (Tg) obtenido a partir de la Ecuación 1.22, se puede estimar los 

parámetros cinéticos propios de cada cepa. Una curva típica de crecimiento mostrará una 

fase de latencia, una fase exponencial, y una fase fija o fase de meseta, donde el incremento 

de la densidad se ha estabilizado (fase estacionaria). En la fase estacionaria, el crecimiento 

es probablemente limitado por los recursos como la luz o nutrientes. 

 

 

Donde: 

 

N2 = número de células en el tiempo t2  

 N1 = número de células en el tiempo t1 

 µ = tasa de crecimiento específico  

 Tiempo en el que se realizó el primer conteo  

 Tiempo en el que se realizó el conteo (máximo) o segundo conteo 

 

Cuando N2 es el doble de N1, por ejemplo, cuando la población ha sufrido una 

duplicación, la tasa de crecimiento se puede expresar como:  
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Y como el ln (2) es igual a 0,6931, el tiempo de generación puede ser calculado con 

la ecuación siguiente:  

 

 

 

Donde: 

 

Tg = tiempo de generación  

 

 

 

 

1.4.19 Métodos de cosecha 

 

La cosecha de las microalgas provenientes del medio de cultivo, depende 

expresamente del tipo de algas. Un factor que es trascendental y que debe tomarse en 

cuenta para este procedimiento, es el alto contenido de agua de la biomasa. Según la 

aplicación de la microalga, este líquido debe ser removido para permitir la recolección de la 

misma. Ya sea en estanques o fotobioreactores se deben emplear varias técnicas que 

permitan concentrar las microalgas seguido de la cosecha, para lo que se aplican varios 

procesos unitarios, estos métodos deben ser eficientes y relativamente poco costosa para 

que el bioprocesado sea rentable, algunas de las operaciones más usadas se han enumerado 

a continuación (Acuña, 2011): 

 

 Centrifugación: es un método por el cual se separan sólidos de líquidos de diferente 

densidad, de una mezcla mediante una fuerza rotatoria mayor que la de la gravedad 

http://www.oilgae.com/algae/har/cen/cen.html
http://es.wikipedia.org/wiki/Gravedad
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que sedimenta las partículas de mayor densidad, por lo que la microalga forma una 

torta en el fondo de los recipientes de centrifugación. 

 

 Floculación: proceso mediante el cual se adiciona de sustancias floculantes al 

cultivo, que a través de la desestabilización de las partículas coloidales por un 

reactivo químico llamado coagulante, neutraliza las cargas electrostáticas de las 

partículas coloidales suspendidas que van aglutinándose formando flóculos 

facilitando la decantación de las microalgas y posterior filtrado. 

 

 Filtración: es un proceso de separación de sólidos en suspensión de un cultivo 

líquido a través de un medio poroso o membrana con tamaño de poro que tenga la 

capacidad de retener los sólidos, es decir, microalgas que según su tamaño pasan a 

través de la membrana. A nivel industrial se usan procesos de ultrafiltración 

tangencial cerámica o UFTC que es utilizado en cultivos en los que los flujos de 

alimentación con alto nivel de carga (alto contenido de sólidos en suspensión). 

 

1.4.20 Métodos de extracción y cuantificación de lípidos en microalgas 

 

La extracción de ácidos grasos suele realizarse a gran escala por métodos mecánicos 

como prensas mecánicas en la que la biomasa es sometida a una presión diferencial que 

ocasiona la ruptura de las células, liberando el contenido celular; otro método desarrollado 

en la actualidad es la extracción asistida por ultrasonido en la que las células son sonicadas 

con ondas ultrasónicas que generan burbujas de cavitación cerca de las paredes celulares 

que cuando explotan, crean ondas de choque rompen las paredes de las células liberando su 

contenido en el medio de cultivo ( Acuña, 2011)  

 

Métodos químicos también han sido utilizados y generalmente usan solvente 

orgánicos como el hexano, el método Soxhlet en la que se extrae el contenido lipídico por 

arrastre con vapor o con cromatografía gaseosa (Sánchez Varo, 2000). Otro método es la 

extracción por fluido supercrítico, en la que se licúa el dióxido de carbono y se calienta a 

http://www.oilgae.com/algae/har/flc/flc.html
http://es.wikipedia.org/wiki/Decantaci%C3%B3n
http://es.wikipedia.org/wiki/Suspensi%C3%B3n_(qu%C3%ADmica)
http://es.wikipedia.org/wiki/Porosidad
http://www.oilgae.com/algae/oil/extract/mec/mec.html
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presión para que actúe como solvente en la extracción de aceites. Estos métodos son 

relativamente costosos por lo que no son recomendables a gran escala, pero pueden 

aplicarse con gran facilidad de extracción en sistemas cerrados o continuos (González 

Delgado, 2009). 

 

La extracción con prensa y extracción con solventes orgánicos, son capaces de 

obtener más del 95% del aceite total presente en las algas, no obstante se hace necesaria 

una etapa extra (deshidratación de las algas), que representa un costo global de equipo y un 

consumo energético muy elevado (Monthieu, 2010). 

 

A nivel de laboratorio para la extracción de ácidos grasos, se utilizan como métodos 

base los métodos químicos aplicados con especies vegetales; para lo que utiliza un sistema 

de solventes que permita obtener los ácidos grasos de la matriz biológica en la célula, 

separándolos de los demás componentes contenidos en esa misma matriz, principalmente 

de proteínas y de carbohidratos. Según Kates y Work (1966) los lípidos se encuentran 

inmersos formando uniones no polares tipo Van der Waals o hidrofóbicas resultado de la 

interacción lípido-lípido, por ejemplo: los lípidos neutros como glicéridos o carotenoides, 

poseen uniones electrostáticas como puentes de hidrógeno resultado de la interacción 

lípido-proteína, otras uniones son las de lípido-carbohidrato formando los 

glicerofosfolípídos provenientes de proteínas en las membranas de células y uniones 

covalentes resultado de la unión de ácidos grasos y oxiácidos con polisacáridos formando 

esteres y amidas. 

 

Dada la naturaleza hidrofóbica o hidrofílica de los lípidos se utilizan mezclas de 

disolventes orgánicos de naturaleza polar (metanol, etanol, isopropanol, acetona) y de 

naturaleza no polar (éter de petróleo, cloroformo, tolueno, xileno, hexano). Como ejemplo 

se ha modificado el Método de Bligh y Dyer (1959), adaptado para la extracción de lípidos 

de microalgas en la que se usa una mezcla de solventes entre el cloroformo:metanol (1:2) 

sin agua. 
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Con los sistemas de solventes, se puede estimar la cantidad de lípidos en base a la 

relación muestra:disolvente, en la que existe una gran influencia en los aspectos 

cuantitativos de la extracción. Una baja proporción del disolvente con respecto a la muestra 

reduce significativamente la cantidad de lípidos que se extraen, sin embargo, una gran 

cantidad de disolvente aumenta la cantidad de lípidos, pero también de impurezas, a causa 

del agua del sistema de disolventes. Con una relación muestra: disolvente mayor que 1:20, 

se evita la incorporación de impurezas que trae consigo el agua, para lograr esta relación 

entre la muestra y el disolvente. La cuantificación de los lípidos se puede realizar como 

lípidos totales o como las fracciones de ácidos grasos neutros y polares dependiendo de los 

objetivos del estudio (Arredondo & Voltolina, 2007). 

 

Con métodos gravimétricos se obtiene el extracto lipídico con CHCI3 y 

posteriormente se seca con N2 gaseoso, que por desecación y por diferencia de pesos se 

cuantifica el porcentaje de lípidos en base a la siguiente ecuación (Arredondo & Voltolina, 

2007):  

 

 

Donde: 

 

PTL = Peso del tubo con lípidos (en mg) 

PTV = Peso del tubo vacío (en mg) 

P = Peso de la muestra (en mg) 

 

De igual manera como se da con los métodos destructivos, se busca obtener una 

relación directamente proporcional que hay entre la densidad óptica de los lípidos 

calcinados y su concentración inicial. Los métodos destructivos consisten en calcinar la 

materia orgánica y al igual que la microdeterminación como mencióna Pande et al. (1963), 
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se procede a la oxidación de los lípidos utilizando dicromato de potasio en ácido sulfúrico 

para analizar diferentes cantidades de muestra. 

 

1.5 Sistema de hipótesis.  

 

Si se diseña y construye un fotobioreactor piloto que somete a la microalga 

Chlorella sp a condiciones de crecimiento con los parámetros de control: Temperatura (23 ± 

2 °C), pH (7 - 8), salinidad (< 15 ppm), fotoperíodo (12 h:12 h), iluminancia (3000 lux) y 

dosificación (0,03 % de CO2) entonces se obtendrá una significativa densidad celular 

promedio (al menos 70 x 10
6 
 células por mililitro de medio cultivado). 
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CAPÍTULO 2. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

2.1 Participantes 

 

El desarrollo investigativo de este proyecto fue llevado a cabo en el laboratorio 

Biotecnología y Energías Renovables de la Empresa Eléctrica Quito en conjunto con la 

Corporación para la Investigación Energética (CIE), la cual financió el proyecto en 

conjunto con la Empresa Eléctrica Quito. 

 

Las participantes en el desarrollo y ejecución del proyecto en cuestión son: mi 

persona Ma. Alexandra Sandoval R. como investigadora y diseñadora del fotobioreactor 

piloto para el crecimiento de Chlorella sp; Ingeniera Verónica Marcillo, docente de la 

carrera de Ingeniería en Biotecnología (ESPE), como directora del Proyecto de Graduación; 

Ingeniero Petronio Gavilanes, docente de la carrera de Ingeniería en Biotecnología (ESPE), 

como codirector del Proyecto de Graduación y el Ingeniero Alfredo Mena, director 

ejecutivo de la Corporación para la Investigación Energética (CIE), como colaborador 

profesional. 

 

2.2 Zona de estudio 

 

El desarrollo del proyecto se llevó a cabo en el Laboratorio de Biotecnología y 

Energías Renovables de la Empresa Eléctrica Quito, ubicado en el sector de Cumbayá 

ubicado en la ciudad de Quito, con las coordenadas geográficas detalladas a continuación: 

 

 Latitud: 0°11'35.35"S 

 Longitud: 78°25'35.98"O 

 Altura: 2430 m 
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La ubicación del laboratorio en el sector de Cumbayá- Quito, según la aplicación 

Google maps (2012) se presenta en la Figura 2.1, a continuación:  

 

 

Figura 2.1 Ubicación del laboratorio de Biotecnología y Energías Renovables EEQ. 

Fuente: Google maps (2012) 

 

2.3 Período de tiempo de investigación 

 

El presente proyecto se llevó a cabo entre los meses de marzo y diciembre del año 

2012. 

 

2.4 Obtención de la cepa de Chlorella sp 

 

La cepa fue obtenida de laboratorio de DISERLAB de la Pontificia Universidad 

Católica del Ecuador (PUCE) ubicado en el sector de Nayón. La cepa fue aislada de aguas 

residuales del sector y posteriormente mantenida a temperatura ambiental dentro del 

laboratorio.  
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Esta cepa de Chlorella sp fue conservada en un medio de cultivo que usó como 

sustrato Nitrofoska. Al mismo tiempo este cultivo fue mantenido con aireación continua y 

una iluminancia aproximada de 1500 lux administrados a través de lámparas fluorescentes 

de luz blanca. 

 

El volumen de inóculo puro adquirido fue de 500 mL, este tuvo una concentración 

de microorganismos (densidad celular) de 1 x 10
6 

células de Chlorella sp por mililitro de 

medio cultivado. 

 

Para el transporte del inóculo al laboratorio de Biotecnología y Energías Renovables 

de la EEQ ubicado en el sector de Cumbayá, se utilizó un frasco de vidrio color ámbar con 

tapa hermética que fue previamente esterilizado. Se trasladó el frasco con el inóculo de 

laboratorio a laboratorio en el menor tiempo que fue posible (30 min); a condiciones 

ambientales de temperatura y presión. 

 

2.5 Cultivo y conservación del inóculo en el laboratorio 

 

Los 500 mL de inóculo obtenidos fueron divididos en dos botellas de 500 mL, cada 

una con 250 mL de inóculo. Se determinó la densidad celular a través del recuento en 

cámara Neubauer (Figura 2.11), conjuntamente con la observación directa en un 

microscopio óptico binocular marca Aus Jena (Figura 2.3- c), a un aumento de 40 X. 

 

El instrumental previsto para la inoculación, frascos y artefactos de vidrio fue 

previamente esterilizado a través de autoclavado. Una de las botellas con 250 mL y 

densidad celular de 1 x 10
6
, fue el inóculo inicial destinado para el escalamiento por lo que 

se la colocó en 50 mL de medio Guillard F/2 modificado, este cultivo fue mantenido 

durante 8 días previos a la fase de escalamiento en los que estuvieron expuestos a 1000 lux 

de iluminancia, temperatura en un rango de18 a 22 °C y aireación continua. 
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El resto del inóculo (250 mL y densidad celular 1 x 10
6
) fue destinado para la 

preparación de una línea de cultivo como reserva. Los 250 mL de inóculo fueron colocados 

en una botella de vidrio de 500 mL con 50 mL de medio Guillard, siguiendo el mismo 

procedimiento de inoculación que se usó en el frasco destinado para el escalamiento.  

 

Estos cultivos fueron establecidos con el fin de proporcionar inóculos en el caso de 

ser necesarios, por lo que se mantuvieron a temperaturas dentro de un rango de 18 a 22 °C, 

a una distancia de 20 cm de separación de las lámparas fluorescentes que emitieron una 

iluminación de 1000 lux medidos sobre la superficie del cultivo y con una aireación 

continua (Figura 2.2).  

 

 

Figura 2.2 Diagrama de flujo de la conservación de la cepa Chlorella sp. 

Fuente: Sandoval (2012)
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El pH fue monitoreado durante todo el proceso, manteniéndose entre un rango de 

7,5 – 8. Para la determinación de este parámetro en el cultivo, se utilizó tiras reactivas de 

pH marca MERCK y un test de pH químico colorimétrico marca Aqua Chem (Figura 2.3-a 

y 2.3-b). 

 

 

Figura 2.3 a) Tira reactiva probada en cultivo (pH de 7,5), b) Kit químico medición de pH 

y c) Microscopio óptico binocular Aus Jena. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

2.6 Escalamiento del cultivo 

 

El escalamiento del cultivo se realizó en frascos de vidrio y de plástico de diferentes 

dimensiones los cuales fueron desinfectados y esterilizados tal como se mencionó 

anteriormente. Se buscó la similitud geométrica cilíndrica para que cumpliera con las 

proporciones aproximadas del tanque del fotobioreactor según la semejanza geométrica no 

distorsionada, las dimensiones de los recipientes están detalladas en la siguiente figura: 
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Figura 2.4 Diferencia entre altura y diámetro de base de recipientes usados durante el 

escalamiento. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

La escala de proporcionalidad , fue calculada entre las longitudes verticales de los 

recipientes a ser usados como modelo y prototipo del fotobioreactor, a través de la 

Ecuación 1.13, presentada por Galmés (2006):  

 

 

 

Donde: 

 

L= Longitud (horizontal o vertical) 

Lm= Longitud del modelo 

Lp= Longitud del prototipo 
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Mientras se conserve la misma proporción  entre el modelo y el prototipo la 

semejanza geométrica será cumplida. Por lo que según, las proporciones de los recipientes 

utilizados se pudo obtener relaciones de  para todos los recipientes utilizados.  

Se tomó como prototipo un botellón de plástico de 20 L que se encontró disponible 

y que además cumplió con las características básicas del material según las exigencias del 

cultivo (transparente y no tóxico). La semejanza geométrica fue determinada según las 

dimensiones y forma del recipiente, tal como se muestra en la siguiente figura:  

 

 

Figura 2.5 Dimensiones del tanque para el prototipo del fotobioreactor. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Se realizó el escalamiento desde el volumen de cultivo de 300 mL en botellas de 

vidrio de 500 mL hasta llegar a un volumen de 12 L que fue colocado en el recipiente de 

botellón de plástico al que se lo llamo tanque reservorio. El escalamiento estuvo compuesto 

de 3 etapas: la primera con un volumen de cultivo de 300 mL a 800 mL, la segunda de los 

800 mL de cultivo a los 2,5 L y la tercera de los 2,5 L a los 12 L. 
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Figura 2.6 Diagrama de flujo del escalamiento de la cepa Chlorella sp. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

El escalamiento se llevó a cabo a través de la alimentación con medio fresco cada 3 

días. El volumen de medio fresco a adicionarse se lo calculó según la Ecuación 2.2 de 

diluciones aplicada a microorganismos para alimentación de medios discontinuos descrita 

por Ramírez (2008), hasta alcanzar el volumen funcional deseado (15 L), en las 3 

repeticiones de puesta en marcha del fotobioreactor. El volumen funcional de 15 L fue 

definido como el 75 % del volumen total del recipiente (20 L), a usarse del fotobioreactor 

(Doran, 1995).  

 

Durante la tercera etapa de escalamiento y con un volumen de cultivo de 12 L; se 

establecieron las variables cinéticas de la microalga durante la fase exponencial del cultivo, 

estos son: la velocidad de formación de biomasa (rx), tasa de crecimiento (µ) y el tiempo de 

generación (Tg). Los gramos por litro de biomasa producido (X) se consiguieron mediante 

la filtración de la biomasa, 3 días después de que el cultivo entró en la fase estacionaria; 

esta biomasa adquirida posteriormente fue secada y pesada. Los parámetros cinéticos se 

determinaron a partir de la Ecuación 1.1, la Ecuación 1.20 y 1.22 anteriormente 

mencionadas.  
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Adicionalmente se obtuvo el parámetro (rx), a partir de la Ecuación 2.1, como se 

muestra a continuación: 

 

 

 

 

 

 

 

 

Donde:  

 

 Tasa de crecimiento específico (d
-1

) 

 Concentración de nutriente limitante (g Nutriente limitante /L) 

 Tasa de crecimiento máximo (d
-1

) 

 Tiempo de generación (d
-1

) 

 Velocidad de formación de biomasa (g/L.d) 

 Coeficiente Monod o coeficiente medio de saturación (mg Nutriente limitante /L) 

 Número de células en el tiempo t1 (número de células/mL) 
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 Número de células en el tiempo t2 (número de células/mL) 

 Tiempo en el que se realizó el primer conteo (d) 

 Tiempo en el que se realizó el conteo (máximo) o segundo conteo (d) 

 Gramos por litro de biomasa producido (g/L) 

 

 

De los cálculos realizados con estas ecuaciones, se obtuvieron los siguientes 

parámetros cinéticos: 

 0,262 d
-1

 

 2,639 (g/L.d) 

 

Simultáneamente, se determinó experimentalmente la concentración de biomasa en 

el cultivo en un volumen de 12 L: 

 

 1 g/L 

 

Para la operación del fotobioreactor se tuvo que alcanzar un volumen funcional 

escalado de 15 L, por lo que se calculó el volumen de inóculo necesario para alcanzar los 

15 L con una densidad celular de 1 x 10
6
. Este inóculo fue extraído de la tercera etapa de 

escalamiento previamente realizado que alcanzó el volumen de 12 L. El cálculo se describe 

a continuación: 
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Donde:  

 

 Concentración inicial de microorganismos en el cultivo (células / mL) 

 Volumen de inóculo puro a colocar en cultivo (mL) 

 Concentración final de microorganismos en el cultivo a obtener (células /mL) 

 Volumen funcional de medio cultivo a alcanzar (mL) 

 

 

De donde se obtuvo la cantidad de inóculo puro a adicionar (Vi), mostrado a 

continuación:  

 

 2500 mL de inóculo puro 

 

El volumen de medio fresco a adicionarse se calculó de la siguiente manera: 

 

Volumen de medio fresco (Vmf)=Vf -Vi = 12500 mL 

 

Desde el tanque reservorio se trasladó al fotobioreactor, la cantidad de 2500 mL de 

inóculo puro junto con 12500 mL de medio fresco (12,5 L); alcanzando los 15 L de 

volumen funcional previamente establecidos. 
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Como consecuencia del escalado y previo al inicio de la operación del 

fotobioreactor, se hizo necesario calcular el caudal para empezar la alimentación y 

mantener esa velocidad de formación de biomasa. Este caudal se determinó a partir la 

ecuación 1.7 anteriormente mencionada (Bailey & Ollis, 1986), presentada a continuación: 

 

 

 

Donde:  

 

Caudal volumétrico del fotobioreactor (L/d) 

Concentración de sustrato (limitante) de la alimentación (g/L) 

Velocidad de formación de biomasa (g/L.d) 

Volumen del fotobioreactor (L) 

Rendimiento teórico biomasa –sustrato 

 

 

De donde el F calculado fue igual a: 

 

1,026 L/d = 1026 mL/d 

 

El caudal volumétrico del fotobioreactor para dar inicio a la operación del 

fotobioreactor fue de 1,026 L/d. Se calculó la concentración de sustrato limitante mínima 

que debe existir en el tanque del reservorio previo a la operación del tanque del 

fotobioreactor. Se estableció el  con el fin de satisfacer el caudal F mínimo 

anteriormente calculado según la siguiente Ecuación 1.6 (Bailey & Ollis, 1986): 
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Donde:  

 

Concentración de sustrato limitante en el reservorio (g/L) 

Volumen al inicio de la alimentación (L) 

Volumen funcional después de la alimentación (L) 

Concentración de biomasa esperada después de la alimentación (g/L) 

Concentración de biomasa al inicio de la alimentación (g/L) 

 

Donde el sustrato mínimo que debe haber en el tanque es: 

 

1,358 g N/L 

 

Se calculó también la variación de la concentración de biomasa teórica (Xf) en el 

fotobioreactor para un volumen funciona de 15 L en función del tiempo. Para un cultivo 

semicontinuo se estableció un tiempo teórico en el que la cantidad de biomasa fue 

controlada a través de la toma de una muestra cada 3 días. El Xo fue de 0,275g/L, valor que 

se obtuvo de una muestra que fue filtrada y secada al inicio de la alimentación. La variación 

de biomasa estimada después de los 3 días de alimentación se obtuvo Ecuación 1.4 

anteriormente mencionada, expuesta por (Bailey & Ollis, 1986): 
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Donde: 

 

 

 

En la Figura se muestra el diagrama del proceso para el cultivo semicontinuo de la 

microalga Chlorella sp en el fotobioreactor:  

 

 

Figura 2.7 Diagrama de flujo del proceso. 

Fuente: Sandoval (2012) 
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2.7 Diseño del Fotobioreactor piloto para el crecimiento de Chlorella sp 

 

El fotobioreactor piloto fue diseñado, construido y monitoreado para producir 

cantidades representativas de biomasa a través de la observación de la densidad celular.  

 

Para el fotobioreactor diseñado se tomó como referencia a los bioreactores de 

columna de burbujeo, en la que la agitación mecánica es remplazada por la inyección de 

gas lo que incrementa la transmisión de ciertos componentes presentes en la composición 

del aire como el CO2. Según Dorán (1998) los bioreactores tienen configuraciones 

cilíndricas con alturas superiores al doble del diámetro. 

 

El recipiente cilíndrico fue escogido según la similitud geométrica que fue 

conservada durante el escalamiento manteniendo las razones de proporcionalidad a las que 

el cultivo fue expuesto (Bermúdez, 2010); y por ende a condiciones hidrodinámicas 

similares para el burbujeo de aire y la exposición a la luz administrada artificialmente. Los 

planos del diseño mecánico se encuentran en el Anexo D y E de este documento, las piezas 

y el conjunto del fotobioreactor plasmadas en los planos fueron modelados a través del 

software de diseño en 3D SolidWorks versión 2009. 

 

2.8 Sistema de administración de CO2 a través de aireación 

 

El sistema de aireación fue diseñado a través de burbujeo. Este sistema está 

compuesto por un tubo de 1 m de largo de material plástico con 1 cm de diámetro. Al cual 

se lo dobló formando una circunferencia y se le hizo 170 orificios de 1 mm de diámetro 

sobre la superficie superior del tubo. Este tubo fue colocado sobre el fondo del tanque del 

fotobioreactor y a través de 3 uniones T, se lo conecto a la entrada principal de aire donde 

estaba conectado el compresor. De esta manera se pudo lograr una distribución 

hidrodinámica homogénea con bajas velocidades superficiales del gas que generaron 

burbujas ascensionales uniformes de un tamaño pequeño (1 mm) causando un mezclado 

relativamente suave (Doran, 1995). 
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La cantidad de CO2 administrada a través del flujo de aire fue estimada a partir del 

porcentaje presente en el aire atmosférico. Según los datos de INAMHI (2011) el 

porcentaje actual está presente en un 0,038 % (v/v), la Ecuación 1.16 fue considerada para 

la obtención de este parámetro y es la siguiente (Geakoplis, 1998): 

 

 

 

Donde:  

 

DAB = Difusividad de soluto A en solución B (m
2
/s) 

Dp = Diámetro de la burbuja de gas (m) 

 = Viscosidad de la solución B (kg/m.s) 

 = Gravedad (m/s
2
) 

 = La densidad de la fase continua (agua kg/m
3
) 

= La densidad del gas (Kg/m
3
) 

 = ( ) 

Nsc= Número de Schmidt ( ) 

 

 

 

Del cual se obtuvo la transferencia del gas en el medio de cultivo: 

 

= 4,014 x 10
-6

 m/s 
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Se consideró el medio de cultivo a burbujear como una solución diluida; con 

concentraciones de 0,085g/L de NaNO3, 0,008 de PO4H2Na (siendo estos los de mayor 

concentración en el medio Guillard F/2), mientras que el resto de los componentes (metales 

y vitaminas) estuvieron presentes en cantidades de traza en el medio Guillard modificado 

con el que se mantuvo a las microalgas (ESPOL, 1994).  

 

Se calculó la presión parcial del CO2 a condiciones ambientales a las que se 

encuentra ubicado el laboratorio. A través de estos datos, se pudo obtener la presión parcial 

del CO2 mediante la siguiente ecuación (Murray, 2001): 

 

 

 

Donde:  

 

= Presión parcial del gas (mm Hg) 

 Presión atmosférica total (mm Hg) 

 Humedad relativa (%) 

= presión de vapor de agua a temperatura T (°C) 

Fracción de moles del gas en aire seco 

 

A través de la aplicación de la ley de Henry para soluciones diluidas, se puede 

obtener la concentración de saturación de CO2 (Cs), para lo que se estableció la solubilidad 

molar del CO2 a partir de las siguientes ecuaciones (Atkins, 1991): 
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Donde: 

  

= Solubilidad molar (mol/L 

 Moles de agua (mol) 

 Presión parcial del gas (mm Hg) a 25 °C 

 Constante de Henry a 25 °C (mm Hg) 

 Moles de dióxido de carbono (mol) 

 

Las moles de CO2 en el medio de cultivo y la solubilidad molar del CO2 estimada 

fue: 

 3,333 x 10
- 4    

 5,999 x 10
-6 

 

Con los datos anteriormente mencionados se pudo conseguir la concentración de 

saturación del CO2 (Cs) en gramos de CO2/L:  

 

 

 

Bajo las condiciones anteriormente mencionadas, se tomó en consideración que el 

medio de cultivo es una la solución diluida con las células microalgales suspendidas, se 

estableció que = ; además la concentración inicial del gas en la solución (Co) se la 
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tomó como 0, debido a que recién estaba por comenzar la aireación (Doran, 1995). Por lo 

que la tasa de transferencia de CO2 en el líquido ( ) para las condiciones de operación del 

fotobioreactor diseñado la siguiente ecuación 1.17, anteriormente mencionada (Doran, 

1995):  

 

 

 

Donde:  

 

 Tasa másica de transferencia del gas difusión en el líquido (g/s) 

 Coeficiente de transferencia de masa de CO2 (m/s) 

 Concentración de saturación del gas en solución (g/m
3
) 

= Concentración inicial (g/m
3
) 

A = Área a través de la cual se difunde el gas (mm
2
) 

V = Volumen a través del cual se difunde el gas (L)  

 

 

Kla =  3,559 s
-1

 

 

De donde el  calculado fue: 

 

= 3,582 x 10
 -8 

g CO2/m
3
.s= 1,882 x 10

 -3 
g CO2/m

3
.h 

 

Se realizó una estimación de cuanto aire se necesita administrar tomando en cuenta 

que la concentración de CO2 en el aire es de 0,04 % (p/p). La cantidad de aire requerido se 

calculó de la siguiente manera: 
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Teniendo en cuenta la tasa de transferencia de CO2 en el líquido (Na = 1,882 x 10
-3 

g 

CO2/m
3
.h) y la cantidad de aire requerida para administrar 0,04 % de CO2 a través de 

aireación (4,705 g aire/m
3
.h), se pudo obtener la capacidad nominal (N) del equipo de 

aireación (flujo másico), que va a airear un volumen 15 L como se describe a continuación  

 

 

 

N = 0,0575 g de aire/h* 15 L= 7,0575 kg aire/h = 1,9604 x 10
-4 

kg/s 

 

Se estableció la potencia requerida del compresor para suministrar aire comprimido 

por difusión. La potencia fue calculada para que el compresor tuviese la capacidad de 

transferir la masa de CO2 hacia el cultivo. La potencia fue establecida a través de la 

ecuación 2.7 descrita por Romero (2009):  

 

 

 

Donde:  

 

= Potencia del compresor (kW) 

 Caudal másico de aire  (kg/s) 

 Temperatura absoluta de entrada (K) 

= Constante de gases para aire (KJ/K mol K) 

 Presión absoluta de entrada (atm) 
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 Presión absoluta de salida (atm) 

E = Eficiencia fraccional del compresor 

 

 

La presión P2 fue calculada a partir de tablas de compresores con una eficiencia del 

70 % (presión de salida aproximada 0,203 atm), descritas por Moya (2005). 

 

De donde la potencia requerida calculada para el compresor fue: 

 

 0,0199 kW = 19,96 W (en función de la capacidad nominal) 

 

2.9 Sistema de iluminación 

 

Se diseñó una estructura en la que se empotró 5 luces frías fluorescentes con el fin 

de obtener una iluminancia de 3000 lux ( 58 μmol quanta/m
2
.s). La iluminancia es otra 

cantidad derivada de la intensidad que denota la densidad de flujo luminoso. Se mide en lux 

lo que corresponde a lúmenes por metro cuadrado, o lm/m
2
 (Barsanti, 2006); de esta 

manera se pudo medir la cantidad de luz disponible para el cultivo. Para lo que se diseñó la 

ubicación de las lámparas en el pedestal para que sean capaces de administrar la mayor 

cantidad de luz y que esta sea absorbida por el reactor. Se planteó un pedestal en el que se 

puedan colocar las lámparas fluorescentes lateralmente y un foco frío superior central sobre 

el tanque, con la finalidad de entregar al cultivo una cantidad total de 3000 lux; iluminancia 

que fue medida con un luxómetro para buscar la mejor ubicación de las lámparas. El 

pedestal fue proyectado para colocar las fuentes de luz tal como se muestra en la Figura 2.8, 

de tal manera que la luz se distribuya lo más uniformemente posible: 
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Figura 2.8 Distribución de luz y medición de iluminancia con luxómetro dentro del 

tanque. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

2.10 Sistema de alimentación del medio fresco al fotobioreactor 

 

La bomba hidráulica fue seleccionada en base al caudal de alimentación de medio 

de cultivo fresco a ser administrado desde el tanque reservorio y la altura que va a recorrer 

el medio de cultivo para alcanzar la abertura superior del tanque del fotobioreactor. 

 

El caudal (F) esperado a circular entre el tanque reservorio y el fotobioreactor fue 

de 1,026 L/d (Ecuación 1.7) y con una altura de 1 metro a recorrer (desde la bomba 

hidráulica hasta la abertura superior del fotobioreactor). La altura no fue representativa para 

el cálculo de pérdida de cargas. La potencia requerida para el motor de la bomba hidráulica 

fue calculada a través de la siguiente ecuación (Mott, 2005): 

 

 

 

Donde: 
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 Potencia de la bomba hidráulica (kW) 

 Densidad agua (kg/m
3
)
 

 Caudal de liquido (m
3
/s) 

 Altura de bombeo (m) 

 

 

La potencia real calculada para la bomba hidráulica fue: 

 

 3,6  kW = 0,00327 W 

 

2.11 Construcción de un fotobioreactor piloto para un volumen funcional de 15 L 

 

Se usó como recipiente para el fotobioreactor un garrafón con capacidad de 20 L 

para agua purificada, de plástico PVC ligeramente transparente al que se le abrió una 

abertura en la base para permitir la introducción del medio de cultivo fresco; porción de 

abertura que fue cubierta con una tapa de acrílico transparente que permite el paso de la luz 

libremente. En la boca del botellón fue introducida la conexión para el sistema de aireación 

a través de una manguera que va conectada directo a la salida de aire del compresor.  

 

Se usaron tuberías de ¾”, codos y una llave marca Plastigama para la construcción 

del sistema de alimentación (Figura 2.9). Se sellaron las uniones con silicona impermeable 

no tóxica marca Silka. Posterior a la construcción del fotobioreactor se procedió a colocar 

los accesorios, el sistema de aireación y el sistema de alimentación. 
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Figura 2.9 Construcción del fotobioreactor. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

2.12 Instalación del compresor 

 

En base a la potencia requerida anteriormente calculada, se seleccionó un compresor 

de 20 W para acuario, este compresor fue capaz de mantenerse en continuo funcionamiento 

por tiempos extendidos durante la puesta en marcha del fotobioreactor. 

 

La salida de aire del compresor fue conectado a una manguera de 1 m de largo y 0,5 

de diámetro, la boca de la manguera fue conectada a la abertura inferior de entrada de aire 

en el tanque del fotobioreactor. En la mitad de la manguera, se le colocó una válvula check 

para evitar que el medio de cultivo se introdujera en el sistema de aireación si es que no 

existiese la suficiente presión de aire como para agitar mediante el burbujeo al medio 

líquido. 
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2.13 Ensamblaje del sistema de iluminación 

 

Los focos escogidos son de poco consumo (ahorradores) , cada lámpara emite una 

iluminancia de 1500 lux, por lo que se colocaron dos lámparas laterales a cada lado del 

pedestal con una separación de 10 cm del tanue. Como se observa en la Figura 2.10, se 

colocó un foco ahorrador sobre el tanque del bioreactor para obtener los 3000 lux en el 

tanque. 

 

.  

Figura 2.10 Construcción del Sistema de iluminación. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

El encendido de luces está controlado por un timer que fue sincronizado para 

encenderse cada 12 horas, conservando el fotoperíodo establecido para el cultivo (12:12 

L/O) durante la etapa de escalamiento. 

 

2.14 Instalación de la bomba hidráulica 

 

Debido a que la potencia requerida para empujar el medio de cultivo a través de la 

manguera hacia la abertura superior del fotobioreactor es de 0,00327 W, se instaló una 

bomba hidráulica de 5 W igualmente de acuario. La bomba fue conectada por un extremo 

con un tubo de plástico de ½” que provenía del tanque reservorio.  
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Se usó una manguera de plástico de ½” que va conectada desde la salida de la 

bomba hidráulica hasta la abertura superior del fotobioreactor a una altura de 1 m, a través 

de la cual fue administrado el medio fresco desde el reservorio cada vez que fue necesario. 

 

2.15 Cuantificación de la biomasa obtenida 

 

La cuantificación de la biomasa se llevó a cabo a través del recuento celular en el 

microscopio con una cámara Neubauer (Figura 2.11). La densidad celular de cada conteo 

fue obtenida a través de la Ecuación 1.19 (Arredondo, 2007): 

 

 

Donde: 

 

 Densidad celular (células/mililitro) 

 Promedio de células presentes en un 1 mm
2
 

= Factor de dilución 

 Factor de conversión de 0,1 µl a 1 mL 

 

 

Figura 2.11 Relleno de cámara Neubauer con una muestra de cultivo. 

Fuente: Sandoval (2011) 
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2.16 Sistema de cosechado de la microalga y reservorio de biomasa 

 

Se anexó un tanque de similares dimensiones llamado tanque reservorio al tanque 

del fotobioreactor. Estos dos tanques estuvieron comunicados a través de una llave con 

tuberías de ¾” entre los tanques. Esta conexión permitió el paso del medio de cultivo con el 

inóculo de microalgas en suspensión al inicio de la operación del fotobioreactor.  

 

Alcanzada la etapa estacionaria y hasta los 14,5 días de operación del 

fotobioreactor, las microalgas fueron filtradas en una malla sintética (Jourdan, 2000). La 

malla fue retirada del tanque de reservorio (tanque que también sirvió como tanque de 

cosecha) y el líquido filtrado fue desechado.  

 

Este tanque de volumen (VR) como se mencionó anteriormente, sirvió de reservorio 

para el volumen de medio fresco que fue bombeado por la bomba hidráulica hacia el tanque 

del fotobioreactor; evitando de esta manera la contaminación por manipulación en el 

fotobioreactor cada vez que fue necesario colocar el medio fresco. El diagrama de flujo del 

proceso durante la operación del fotobioreactor se presenta en la Figura 2.12, a 

continuación: 

 

 

Figura 2.12 Diagrama del proceso de operación y cosechado de biomasa. 

Fuente: Sandoval (2012) 
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2.17 Almacenamiento de la biomasa 

 

Las microalgas cosechadas fueron secadas sobre una malla de mosquitero después 

de ser filtradas. Fueron expuestas a la luz directa del sol durante 24 horas, de esta manera se 

trató de mantener las cualidades de la biomasa obtenida para darle cualquier tratamiento 

químico o mecánico para la posterior extracción de lípidos (Ramírez & Vásquez, 2011). 

 

2.18 Cuantificación de los lípidos 

 

Se realizaron los análisis para la extracción y cuantificación de lípidos con 4 

volúmenes de biomasa cosechados: volumen 0,5 L el día 0; 0,7 L en el día 7; un volumen 

1,5 en el día 11 y un volumen 3 L en el día 14,5. Estas fueron filtradas con papel filtro 

Whatman # 2. Como muestra inicial o de referencia se filtró un volumen de cultivo de 0,5 L 

el día de la inoculación (0). Este procedimiento se realizó posterior a la tercera etapa del 

escalamiento del cultivo cuando se pasó de un volumen de 12 L a un volumen funcional de 

15 L. Se obtuvieron 4 muestras con las que se cuantificó el porcentaje de lípidos totales 

presentes en la biomasa. Las muestras fueron de 10, 500, 1300, 3000 mg de masa seca 

respectivamente. 

Durante la operación del fotobioreactor, se filtró el mismo volumen en los diferentes 

estadios del cultivo para cada repetición (3 repeticiones). De los cuales se obtuvieron 

muestras de biomasa seca (mg de biomasa) que fueron comparados con el porcentaje de 

lípidos obtenidos mediante el método químico de extracción y cuantificación de grasas con 

solventes codificado como MAL-03/AOAC 991.36, realizado en el laboratorio de Química 

de Alimentos de la Universidad Central del Ecuador ubicado en el campus principal en el 

sector de la Gasca-Quito. 

 

2.19 Rendimiento del fotobioreactor construido 

 

Para que el prototipo pueda ser considerado como un fotobioreactor encaminado a 

la alta producción celular, se realizó un análisis teórico basado en las ecuaciones de diseño, 
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en la que se obtuvo una cantidad de biomasa de 1,173 g/L, mientras que la cantidad 

experimental alcanzada del fotobioreactor diseñado fue de 1g/L. 

 

El porcentaje de rendimiento se pudo obtener con la Ecuación 2.9 puntualizada por 

Alarcón & Sánchez (2012): 

 

 

 

 

 

2.20 Análisis estadístico de los datos obtenidos 

 

Se obtuvieron 28 datos totales de la densidad celular provenientes de las tres 

repeticiones de la puesta en marcha del fotobioreactor a las mismas condiciones. Estos 

datos fueron procesados estadísticamente a través de un modelo de regresión polinómico. 

Este modelo fue sometido a una prueba de hipótesis con la distribución t-student para un 

nivel de confianza del 95 %. Conjuntamente, se realizó otra prueba de hipótesis de igual 

manera con la distribución de t-student para el análisis de los datos obtenidos de la 

densidad celular variantes en el tiempo con el fin de validar la hipótesis científica del 

proyecto. Se estableció para este análisis una distribución de una cola con un nivel de 

confianza del 95 %. 

 

Para la cuantificación de lípidos se estableció un Diseño Completamente Aleatorio 

(DCA), de esta manera se evaluó el porcentaje de lípidos producidos por cada miligramo de 

microalga cosechado en diferentes volúmenes. 
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El procesamiento estadístico de todos los datos tabulados se realizó a través del 

software estadístico InfoStat/Estudiantil versión 2011 y Microsoft Excel versión 2010. 
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CAPÍTULO 3: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

 

3.1 Observación, cultivo y conservación de la cepa de microalga Chlorella sp 

 

La microalga Chlorella sp se desarrolló exitosamente en medio Guillard (F/2) cuya 

composición esta descrita en el Anexo A-Tabla A.1. La tasa de crecimiento, tiempo de 

duplicación y la velocidad de formación (Prescott L. et al., 2004) de la cepa, fueron los 

siguientes: 

 

Tabla 3.1 Parámetros cinéticos de cepa escogida “Chlorella sp”. 

Parámetros cinéticos Valor 

Tasa de crecimiento máximo (µmax) 

Tasa de crecimiento (µ) 

Tiempo de generación (Tg) 

Velocidad de formación de biomasa (rx) 

0,339 d
-1

 

0,262 d
-1

 

2,63 d
-1

 

2,63 (g/L. d) 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Los parámetros cinéticos de la Chlorella sp que se cultivó, son característicos de la 

cepa; y como indica Oshé S. et al. (2008), estas tasas de crecimiento fueron determinados 

durante la fase exponencial donde se alcanzaron las densidades celulares máximas. 

 

La cepa de Chlorella sp escogida, presentó parámetros muy similares a condiciones 

autotróficas tal como describe Anitha & Sriman (2012) en su estudio. La cepa de Chlorella 

sp con la que estos investigadores cultivaron, posee un tiempo de generación de 2,3 d
-1

, un 

valor muy similar al obtenido en esta investigación (2,63 d
-1

).  

 

Los parámetros cinéticos aquí obtenidos son importantes ya que no existen estudios 

más profundos acerca de esta cepa que según el laboratorio de microbiología de la PUCE, 

fue aislada de agua residual del sector de Nayón. Esta información es útil para el desarrollo 

y mejoramiento de sistemas de cultivo aplicando métodos microbiológicos más específicos 
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que permitan masificar los cultivos de esta cepa a escala industrial y con varios fines como 

la producción de biodiesel, entre otros. 

 

 

Figura 3.1 a) Chlorella sp vista al microscopio (40 X), b) Inóculo inicial para 

escalamiento, c) Inoculación en medio de cultivo Guillard y d) línea de cultivo para reserva. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

El escalamiento microbiológico de la cepa Chlorella sp (Figura 3.1-d) fue 

desarrollado satisfactoriamente, habiendo iniciado la estabilización en un cultivo estático 

(batch) como se muestra en la Figura 3.1- b.  

 

El escalamiento fue iniciado con un inóculo en volumen de 300 mL y además se 

mantuvo una línea de cultivos como reserva (Figura 3.1-d). El sustrato fue el medio de 

cultivo Guillard modificado (Figura 3.1-c), este contenía bicarbonato de sodio que al 

disociarse en carbonatos, es una fuente de carbono extra disponible para las microalgas y 

además que con ello se mantuvo un pH alto (entre 7,5-8). Con este sustrato y los 

parámetros de control establecidos se obtuvo la curva de crecimiento presentada a 
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continuación (Figura 3.2) correspondiente a la cepa Chlorella sp con la que se desarrolló el 

proyecto. 

 

 

Figura 3.2 Curva de crecimiento de la cepa Chlorella sp cultivada. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Tal como se observa en la Figura 3.2, la cinética de crecimiento perteneciente a la 

cepa Chlorella sp con la que se desarrolló el proyecto posee una fase de latencia de 1 día, 

posterior a este día, se desarrolló la fase exponencial hasta el día 8, donde el cultivo empezó 

a regularizarse para establecerse en la fase estacionaria antes del día 12. En esta fase la 

concentración de microalgas se estabilizó, ya que la tasa de muerte de las microalgas se 

compensa con la tasa de crecimiento de las mismas (Barsanti, 2006). En este caso no se 

observa una fase de senescencia debido a que el cultivo fue alimentado con medio fresco 

cuando se escaló el cultivo de un volumen de 2,5 L a 12 L, lo que evitó que se incremente 

la tasa de muerte por agotamiento de nutrientes en el medio de cultivo (Andersen, 2005).  
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3.2 Diseño y construcción del fotobioreactor piloto para el crecimiento de la Chlorella 

sp 

Diseño del fotobioreactor 

 

El diseño mecánico del fotobioreactor se esquematizó a través de un plano en 3D, el 

detalle de las piezas se encuentra en los Anexo D-Figura D.1 y Anexo E–Figura E.1 

modelados en el software de diseño SolidWorks. El fotobioreactor diseñado se muestra a 

continuación: 

 

 

Figura 3.3 Plano del diseño del fotobioreactor en 3D. 

Fuente: Sandoval (2012) 
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Se usó como recipiente para el fotobioreactor un garrafón con capacidad de 20 litros para 

agua purificada, se calcularon las proporciones nL de semejanza geométrica entre los 

modelos a escala de laboratorio y el prototipo (Tabla 3.2).  

 

Tabla 3.2 Razones nL de proporcionalidad geométrica. 

*Lm = longitud del recipiente modelo (cm), D= diámetro del recipiente (cm) 

                     Lp = longitud del recipiente del prototipo (cm). 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

El tanque del fotobioreactor y el tanque reservorio son ligeramente transparentes lo 

que permitió el paso de la luz administrada. En la boca del botellón del fotobioreactor se 

introdujo una manguera que permitió el paso del aire al sistema de aireación diseñado. El 

tanque reservorio que fue usado también como tanque de cosecha fue empotrado en un 

pedestal de madera que brindó la facilidad de removerlo para su limpieza y desinfección.  

 

El tanque reservorio fue un botellón de similares cualidades al tanque del 

fotobioreactor (19 L), su función principal fue la de ser soporte para el tamiz (malla) a 

través del cual se filtró la biomasa microalgal y en el que quedó como residuo el medio 

filtrado, que para fines de este estudio fue desechado. También fue utilizado como 

reservorio del medio fresco a ser introducido en el fotobioreactor, con el fin de evitar la 

contaminación del fotobioreactor cada vez que se debió administrar un nuevo volumen de 

Dimensiones de los recipientes 

usados durante el escalamiento 
 

Recipiente 500 mL 
L = 11,5 

D = 7,3 
nL= 0,68 

Recipiente 1L 
L = 18 

D = 8,3 
nL= 0,62 

Recipiente 4 L 
L = 29 

D = 13 

nL= 0,63 
Dimensiones del tanque del 

fotobioreactor 

L = 46 

D = 23 
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medio fresco durante operación del mismo. Cada tanque fue unido con tuberías de PVC de 

¾” de pulgada y entre ellos existe una llave que permanece cerrada durante la operación del 

fotobioreactor como se muestra en la Figura 3.3. 

 

3.3 Sistema de iluminación 

 

El sistema de iluminación constó de 5 lámpara para que la intensidad luminosa 

disponible al interior del cultivo sea de 58 μmol quanta/m
2
.s (Mora et al, 2005). Se usaron 

4 lámparas fluorescentes de 1 m de largo marca Philips y un foco de luz fluorescente blanco 

fría, con un largo y de marca Osram. Estas fueron distribuidas tal como se muestra en la 

Figura 3.4: 

 

 

Figura 3.4 Sistema de iluminación encendido. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

La iluminación es la piedra angular en el diseño de un fotobioreactor, debido a que 

es muy difícil medir el uso eficiente de la misma (Pirt et al. 1983, Kirk 1994, Ogbonna et 

al. 1995, Janssen et al., 2002). Las lámparas fluorescentes fueron empotradas en los 

laterales (2 a cada lado y una en la parte superior) en un pedestal de madera diseñado para 
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que la iluminación se distribuyera lo más uniformemente a lo largo del diámetro y altura 

del cilindro (Álvarez , 2009); además las lámparas fueron instaladas perpendicularmente a 

los bordes del tanque del fotobioreactor de tal manera que la luz entre en el medio líquido e 

ingrese en dirección del ángulo de incidencia normal (perpendicular a la superficie ); 

minimizando los efectos de la reflexión y refracción de la luz (Andersen, 2005) . 

 

Además, fue utilizada luz blanca ya que esta se emite en todo el espectro visible 

(400-700 ηm), de modo que la luz absorbida por las clorofilas presentes en los fotosistemas 

I y II, fuera aprovechada al máximo (Barsanti, 2006). 

 

Adicionalmente los tubos fluorescentes escogidos brindaron varias ventajas, entre 

ellas que poseen una eficiencia luminosa que oscila entre los 8-11,5 % (Bulbs Gluehbirne: 

Philips Standard Lamps, 2012); que tomando en cuenta el consumo energético y larga 

duración de las mismas, fue una alternativa poco costosa de administrar los 3000 lux de 

iluminancia apta para el cultivo.  

 

Al igual que las plantas superiores, las microalgas necesitan de fotoperíodos que les 

permitan generar los intermediarios metabólicos como el ATP y NADPH de la fase 

luminosa que permitan la formación de los enlaces C-C de los carbohidratos de la fase 

oscura en los que se fija el CO2 atmosférico durante el ciclo de Calvin (Robles, 2003).  

 

La Chlorella sp creció satisfactoriamente con fotoperíodos de 12 horas de luz y 12 

horas de oscuridad según lo mencionado por Morales (2012). Los fotoperíodos juegan un 

papel trascendental en la reproducción microalgal permitiendo la regulación de la división 

celular y estableciendo un tiempo para la ejecución del proceso fotosintético en la fase 

iluminada con la consecuente respiración en el período de oscuridad, sincronizando el 

metabolismo del cultivo para la obtención de cantidades representativas de biomasa 

(Andersen, 2005). 
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3.4 Sistema de administración de CO2 a través de aireación 

 

Se diseñó un sistema de aireación con aire comprimido tipo (airlift) ya que este 

sistema cumple con varias funciones entre ellas proveer a las células microalgales de CO2; 

ya que a través del burbujeo se facilita la difusión del aire (con una cantidad de 0,033 % de 

CO2). Para incrementar la transferencia de masa se diseñó el sistema para que se produzcan 

burbujas de aire con 1 mm de diámetro debido a que mientras más pequeña es la burbuja 

más eficiente es la transferencia de masa del aire inyectado al medio de cultivo líquido 

(Geakoplis, 1998). 

 

El sistema de aireación constó de un tubo de 1 cm de diámetro que se cortó en 

porciones equidistantes, estas uniones fueron conectadas a través de uniones tipo T a las 

que se conectó porciones de 10 cm del mismo tubo que fueron acopladas a otra unión de 

tipo T con 4 salidas, esta permitió que todo el sistema se pueda conectar a la manguera 

principal de entrada de aire proveniente del compresor (Figura 3.5-b). Se elaboró el sistema 

de aireación en forma de circunferencia con el objeto de que este abarque la mayor 

superficie interna posible en el fondo del tanque del fotobioreactor tal como se muestra en 

la Figura 3.5-a: 

 

 

Figura 3.5 a) Sistema de distribución para burbujeo, b) Compresor y llaves para controlar 

el caudal de aire. 

Fuente: Sandoval (2012) 



102 

 

El sistema de aireación se diseñó a condiciones de laboratorio. Se calculó 

experimentalmente un caudal másico y se obtuvo la potencia necesaria del compresor 

(Rojas, 2009). Los criterios tomados en cuenta para la selección del compresor se 

encuentran descritos en la siguiente tabla: 

 

Tabla 3.3 Parámetros para la construcción del sistema de aireación. 

Parámetros para la aireación (tipo airlift) Valores 

Caudal másico ( ) 1,9604 x 10
-4 

kg/s 

Potencia teórica requerida ( ) 19,96 W 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

En base a los datos obtenidos teóricamente, se escogió como el más apto un 

compresor de acuario de 20 W marca Hidrofarm, con capacidad de caudal de bombeo de 

2700 L/h (Anexo F). 

 

Los sistemas basados en la aireación del cultivo con aire comprimido (airlift), se 

emplean con frecuencia debido a su sencillez en el diseño para inducir un esfuerzo de 

cortante pequeño, que no cause daño mecánico a las células y además de que evitan el 

autoensombrecimiento de las células por el mezclado (Andersen, 2005). 

 

Según Doran (1995), la distribución hidrodinámica homogénea se consigue con la 

generación de burbujas ascensionales uniformes de diámetro pequeños (en este caso fue de 

1 mm) generando un mezclado suave con bajas velocidades superficiales en el medio de 

cultivo. 

 

No se administró CO2 adicional a través de la aireación, ya que como concluyen 

Hernández et al. (2009), no existe una diferencia significativa sobre la tasa de crecimiento 

de Chlorella kessieri usando el tratamiento solo con aire, comparado con la inyección de 

CO2 en una proporción de 25 % v/v en el aire. Esto refleja que este género de microalga no 
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consume más carbono del estrictamente necesario para su crecimiento y que la disolución 

del CO2 en el medio de cultivo es suficiente para cubrir la demanda metabólica de este gas 

a pesar de que las microalgas poseen aproximadamente un 50 % de carbono de base seca en 

su estructura celular (Sánchez Mirón et al., 1999). 

 

3.5 Sistema de cosechado, reservorio de biomasa y alimentación de medio de cultivo 

fresco al tanque del fotobioreactor 

 

Este sistema estuvo compuesto por un tanque de similares características al tanque 

del fotobioreactor (Figura 3.6- b). En él se colocó la malla sintética a través de la que se 

filtró la biomasa. El tamiz circular tuvo un diámetro de 21 cm (similar al diámetro del 

tanque), el cual es desmontable. Este tamiz brindó la facilidad de cambiar la malla para 

lavarla y para poder colocar papel filtro en el que se tomaron las muestras para la 

cuantificación de lípidos (Figura 3.6-a). 

 

 

Figura 3.6 Sistema de cosechado. a). Microalgas cosechadas b) Tanque reservorio. c) 

Manguera de circulación. 

Fuente: Sandoval (2012) 
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La técnica de cosecha en los cultivos depende de las características de las 

microalgas; entre ellos se destaca el tamaño, densidad, y el valor de los productos de 

destino (Olaizola, 2003). Por disponibilidad de recursos y facilidad de aplicación del 

método se escogió la filtración con la que se logró recolectar la biomasa y se la separó del 

medio líquido.  

 

Un proceso de filtración convencional es el más apropiado para la recolección de 

microalgas, sin embargo para géneros con dimensiones menores a 30 micras, como 

Scenedesmus, Dunaliella y Chlorella no es el más indicado (Mohn, 1980). Por lo que la 

técnica aplicada en este estudio no fue la óptima ya que se perdió biomasa en el medio 

líquido que fue desechado. Como menciona Petrusevski et al. (1995), la microfiltración de 

membrana y la ultrafiltración son técnicas que podrían ser factibles de ser usadas para la 

cosecha de células del género Chlorella, ya que son capaces de retener microorganismos 

aún más pequeños (bacterias) debido a que las membranas usadas para este fin poseen 

tamaños de poro entre 0,001 y 0,1 µm. 

 

Adicionalmente, este tanque fue usado como reservorio para el inóculo con medio 

fresco previa a la operación del fotobioreactor. Este cultivo fue circulado a través de una 

tubería de ¾” conectada con la bomba hidráulica que posee una manguera que desemboca 

en el fotobioreactor para ingresar el cultivo en el fotobioreactor previo a la puesta en 

marcha se observa en las Figura 3.6-b y 3.6-c. 

 

Los parámetros de diseño calculados para un fotobioreactor semicontinuo, fueron 

necesarios para establecer el caudal de alimentación (según la concentración de biomasa) y 

a partir de este, seleccionar la bomba hidráulica adecuada.  

 

Otros parámetros de igual importancia fueron obtenidos antes de la puesta en 

marcha del fotobioreactor. Entre ellos están: la concentración mínima del nutriente 
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limitante ) y la variación de concentración de biomasa en el fotobioreactor (Xf) en 

función del tiempo (3 días), estos parámetros se muestra en la Tabla 3.4. 

Tabla 3.4 Parámetros para la construcción del sistema de circulación del medio de cultivo 

fresco. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Como la potencia requerida es mínima (0,00327 W), y la altura que el líquido debe 

recorrer es de 1 m, se seleccionó una bomba centrífuga de acuario con una potencia de 5 W 

marca UPQ (Anexo F), con capacidad de bombeo de 20 L/h y altura máxima de 1,5 m. No 

se realizaron cálculos de pérdidas de carga por frotamiento del líquido al atravesar la 

manguera de alimentación debido a que fue considerado como un fluido de una solución 

diluida con propiedades similares al agua, con una viscosidad de 0,01 poises a 25 °C 

(Castellan, 1987).  

 

De igual manera otro criterio de selección es la altura de bombeo, ya que influye en 

la capacidad máxima con que la bomba puede suministrar líquido a través de un sistema de 

tubería (manguera) con una altura estática h lo que incrementa la pérdida de carga total en 

el sistema. Sin embargo la altura a circular es de 1 metro, la cual no es representativa para 

el cálculo de pérdida de cargas ya que como menciona Mott (2005), este análisis de cargas 

es pertinente a alturas de bombeo mayores a 10 m.  

 

3.6 Almacenamiento de la biomasa 

 

Parámetros obtenidos según ecuaciones de diseño para un cultivo 

semicontinuo 
Valor 

Caudal (F) 1,026 L/d 

Concentración sustrato limitante ( ) 1,358 g N/L 

Variación de la concentración de biomasa en el fotobioreactor en 

función del tiempo (  

 

1,173 g/L.d 
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La biomasa que fue secada directamente al sol, se almacenó en frascos. Esta 

biomasa se presentó sólida, compacta, con un olor característico y de un color verde oscuro 

(Figura 3.7). 

 

Figura 3.7 Biomasa de Chlorella sp secada al sol. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Debido a que la Chlorella sp presenta una estructura celular compuesta en un 20 % 

de celulosa que al deshidratarse presenta un aspecto calcáreo (Richmond, 2004). Y posee 

un olor característico llamado comúnmente como “olor a mar” debido a los compuestos 

nitrogenados y minerales acumulados en sus estructuras como potasio, zinc, cobre entre 

otros (Barsanti, 2006). 

3.7 Puesta en marcha del fotobioreactor construido: rendimiento y sistemas acoplados 

Se puso en marcha al fotobioreactor construido cuando se alcanzó el volumen 

funcional de 15 L. Se realizaron tres repeticiones de la puesta en marcha del fotobioreactor. 

En cada repetición se inóculo el volumen escalado con 1 x 10
6
. Durante 14,5 días de 

operación en cada repetición, se tomaron muestras de 1 mL del cultivo cada 12 horas desde 

el día 1 posterior a la inoculación, para el respectivo conteo celular en cámara Neubauer; a 

través del cual se evaluó la densidad celular del cultivo en el fotobioreactor construido. 

 

Los parámetros de control fueron previamente establecidos en base a datos 

bibliográficos y ensayos realizados antes del proyecto. Se mantuvo una temperatura de 

23±2°C (Morales, 2012); pH (7- 8), fotoperíodo de 12 horas de luz/ 12 horas de oscuridad 



107 

(Mora, 2004) y dosificación de CO2 través de aireación (0,03 %) a condiciones 

autotróficas; se puede comparar con la curva de crecimiento descrita por CHOI et al (2012) 

para un volumen de 1 litro se pudo describir que la cinética de crecimiento posterior al día 

tiende a una curva logarítmica propia de los cultivos microbiológicos.  

 

El fotobioreactor fue construido para mantener un régimen de cultivo semicontinuo 

(Figura 3.8); el diseño del tanque para este fin está basado en los principios del 

escalamiento industrial tomando en cuenta el principio de las similitudes geométricas 

(Bailey y Ollis, 1986), lo que es primordial para el escalamiento y permite tener idea de las 

razones de proporcionalidad que afectan al cultivo.  

 

La similitud geométrica cilíndrica se mantuvo durante el escalamiento 

microbiológico, conservando muy similares las proporciones de semejanza geométrica nL 

cuando se colocó el cultivo escalado en el tanque del fotobioreactor ya que cada punto del 

sistema inicial (botellas con volúmenes de hasta un galón) tuvieron su correspondiente 

punto en el sistema final (botellón de 20 litros) por lo que las proporciones presentaron una 

semejanza geométrica no distorsionada (Galmes, 2006). 

 

El rendimiento del prototipo fue evaluado a través de la concentración en gramos 

por litro (g/L) de biomasa. Se relacionó la biomasa teórica calculada y la biomasa real 

obtenida. El porcentaje de rendimiento del prototipo fue obtenido con la Ecuación 2.9: 

Porcentaje de rendimiento = * 100= 85,25 % 

Según Ugwu (2005) los equipos fotobioreactores cerrados deben conseguir 

concentraciones de biomasa mayores a 1 g/L. Experimentalmente, se consiguió una 

concentración de 1 g/L después del día 12,5 de cultivo mientras que teóricamente se 

esperaba 1,173 g/L por lo que la rendimiento real fue de 85,25 % ; razón por la cual el 

prototipo fue altamente eficiente y funcional para el cultivo de células de Chlorella sp a 
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escala intermedia, pudiendo optimizar el fotobioreactor modificando los nutrientes en el 

medio de cultivo o el sustrato para satisfacer al máximo los requerimientos de la microalga 

(Pulz, 2001). 

 

 

Figura 3.8 Fotobioreactor construido. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

3.8 Análisis estadístico de datos 

 

Los datos de la densidad celular con los que se procesó el análisis estadístico fueron 

tomados cada 12 horas posterior a la inoculación (día 0). Se efectuó el conteo en cámara de 

recuento celular (Neubauer) a través de observación directa en el microscopio con un 

aumento de 40 X. 
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3.8.1 Curva de crecimiento de la Chlorella sp en base al volumen escalado del 

fotobioreactor 

 

La curva de crecimiento fue establecida a volumen de 15 L (volumen útil) en base a 

la media de las 3 repeticiones de la densidad celular versus el tiempo. Estos datos fueron 

evaluados a través del Microsoft Excel versión 2010 como se presenta a continuación: 

 

Figura 3.9 Regresión con ajuste polinómico de la media durante operación del 

fotobioreactor. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Para evaluar el crecimiento de la Chlorella sp en el fotobioreactor diseñado con un 

volumen funcional de 15 L, se elaboró análisis de regresión con ajuste polinómico de grado 

2, el cual reveló una alta correlación entre las variables (coeficiente de determinación R
2
 de 

0,981) tal como se muestra en la Figura 3.9.  
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Adicionalmente se realizó el respectivo análisis estadístico de la media de las 

densidades celulares con relación al tiempo durante las 3 repeticiones en las que se operó el 

fotobioreactor. 

 

Para el análisis se aplicó la prueba de hipótesis para un nivel de confianza del 95 % 

a través de la distribución t-Student; en las que se evaluaron 28 datos totales, 26 grados de 

libertad y un nivel de significación α del 0,05. Estos resultados fueron significativos a un 

nivel p< 1,716 x 10
-23

, corroborando la alta correlación entre las variables analizadas. Los 

datos obtenidos fueron procesados con el software estadístico InfoStat/Estudiantil versión 

2011, el cual arrojo los siguientes resultados: 

 

Tabla 3.5 Prueba de hipótesis para la verificación del modelo a través de la prueba t-

student. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Se elaboró además un diagrama de dispersión con el número de células contadas en 

cada cuadrante de la cámara Neubauer (Ecuación 1.19), durante las 3 repeticiones de la 

puesta en marcha. Se realizó un ajuste polinómico de grado 2 con los datos en el que el 

coeficiente de determinación (R
2
) fue de 0,975 tal como se muestra continuación: 

 

Coeficiente de 

determinación 

(R2) 

Coeficiente de 

correlación 

(r) 

Número de 

datos 

(n) 

Grados 

de 

libertad 

(gl) 

Valor de t 

calculado 

Valor 

de t 

tabla 

 

Nivel de 

confianza 

(95%) 

Valor 

de p 

0,981 0,991 28 26 35,288 2,055 α =0,05 p< 0,0001 

Ho: No existe correlación entre las variables densidad 

celular vs tiempo visto (α >0,05)  
Significativo 

p < 0,005 Ha: Existe correlación entre las variables densidad 
celular vs tiempo (α < 0,05) 
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Figura 3.10 Ajuste polinómico de las células contadas en cámara durante la operación del 

fotobioreactor. 
Fuente: Sandoval (2012) 

 

La curva de crecimiento de la cepa de Chlorella sp cultivada presenta alta 

correlación con relación al tiempo, ya sea de la media de las densidades celular (0,981) o 

por cada célula contada en cada cuadrante de la cámara de recuento celular (0,975), esto se 

debe a que el crecimiento representado por la densidad celular en un tiempo de 14,5 días, 

indicó el incremento de la concentración celular con el transcurrir del tiempo en el que se 

desarrolló el cultivo (tiempo de operación del fotobioreactor), ajustándose además al 

modelo establecido para la cinética de microorganismos descrito por González González 

(2010), en condiciones autotróficas. 

 

El medio de cultivo que se usó durante todo el experimento fue un medio que 

conservó las proporciones de micronutrientes (nitrógeno y fósforo) de 16: 1 según 

menciona Berges et al. (2001); proporciones adecuadas para el desarrollo de la Chlorella sp 

entre ellos el medio Guillard (F/2), bold basal, entre otros.  
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Se observó un ajuste polinomial de grado 2, muy cercano a 1. Esto se debe a que 

finalizada la fase exponencial (día 12,5) se observó una estabilización en el número de 

microorganismos ya que el cultivo tiende a equilibrarse en la fase estacionaria tal como 

propone Rosales (2004); pudiéndose obtener concentraciones de biomasa similares durante 

el tiempo en el que el cultivo se mantenga en operación con un régimen semicontinuo. 

 

A pesar de que el volumen funcional de 15 L, fue inoculado con una misma 

densidad celular (día 0 con densidad celular de 1 x 10
6
) en las 3 repeticiones de la puesta en 

marcha, los conteos celulares tomados el día 1, variaron en las repeticiones 2 y 3 a pesar de 

que se conservaron las mismas condiciones durante el cultivo que en la repetición 1. Esto 

se debe a que existió la presencia de parásitos en el cultivo (3 por cada 1’450000 en la 

repetición 2 y de 5 por cada 1’375000 en la repetición 3).  

 

Sin embargo como menciona Sánchez Varo (2000), la contaminación con parásitos 

no representa serios problemas para el comportamiento del microalga, ni se ve afectado en 

gran medida, aún más si se tiene volúmenes representativos a concentraciones altas del 

microorganismo en el cultivo (escala intermedia-industrial). Por esta razón a medida que 

fueron transcurriendo los días, las curvas de crecimiento de la repetición 2 y 3 fueron 

adoptando formas similares a la curva de crecimiento de la repetición 1. Las curvas de 

crecimiento de las tres repeticiones durante la puesta en marcha del fotobioreactor se 

muestran a continuación: 
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Figura 3.11 Curvas de crecimiento de las repeticiones durante la puesta en marcha del 

fotobioreactor. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

3.8.2 Cantidad de biomasa producida en función de la densidad celular 

 

La hipótesis planteada para el proyecto, fue establecida inicialmente para que el 

recuento celular sea de al menos 70’000.000 de células por mililitro de medio cultivado 

durante la operación con el cultivo ya estabilizado en el fotobioreactor. Se realizó una 

prueba de hipótesis a través de la distribución t-Student de una cola con un nivel de 

confianza del 95 %. Los resultados de los parámetros del análisis estadístico fueron 

procesados con el software estadístico InfoStat /Estudiantil versión 2011 y se describen a 

continuación:  
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Tabla 3.6 Prueba de hipótesis aplicando la distribución t-student para la validación 

de la hipótesis científica del proyecto. 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Media poblacional 

Hipotética 

(µ0) 

Grado de 

libertad 

(gl) 

Valor de t tabla 

 

Tamaño 

Muestral 

(observaciones) 

 

Número de 

Datos (n) 

Nivel de 

confianza 

(95%) 

70 x 10
6
 2 4,303 3 3 α =0,05 

 

Días 

NO cumple hipótesis 
 

Días 

SI cumple hipótesis 

Valor de t calculado Valor de t calculado 

1 

1,5 

2 

2,5 

3 

3,5 

4 

4,5 

5 

5,5 

6 

6,5 

7 

7,5 

8 

8,5 

9 

9,5 

10 

10,5 

11 

11,5 

-834,716 

-1302,803 

-3041,480 

-1732,214 

-2237,810 

-726,320 

-528,960 

-3493,000 

-388,772 

-36,393 

-64,745 

-20,940 

-19,809 

-14,937 

-23,157 

-54,272 

-19,748 

-15,366 

-11,960 

-5,644 

-4,258 

              0,405 

12 

12,5 

13 

13,5 

14 

14,5 

3,449 

                7,962 

18,403 

17,035 

16,536 

35,753 
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Para la prueba de la hipótesis planteada, la media y la varianza general no fueron 

calculadas debido a que la variable independiente es el tiempo, además al comparar las 

observaciones pertenecientes a distintas muestras se estaría forzando el análisis estadístico 

(cada medición es una muestra tamaño 3), por lo que la diferencia significativa entre cada 

una de las muestras no es el objetivo del análisis; razón por la cual se comparó la media 

poblacional hipotética (µ0= 70 x 10
6
) con los valores de t calculados según la metodología 

mencionada por Chaves (2011).  

 

Los valores de t calculados hasta el día 12, no cumplieron con la hipótesis debido a 

que son menores que el t calculado por tabla (4,303). Los valores de t calculados desde el 

día 12,5 son superiores al valor t por tabla, cumpliendo con la hipótesis. De esta manera se 

demuestra que el fotobioreactor es eficiente para mantener un cultivo semicontinuo a 

concentraciones iguales y/o superiores a 70 x 10
6 

de células por mililitro de medio 

cultivado, manteniendo al cultivo en fase estacionaria, donde la tasa de muerte de las 

células microalgales se compensa con la tasa de crecimiento de nuevos individuos 

manteniendo la concentración celular constante en esta fase (Andersen, 2005). 

 

3.8.3 Cuantificación de lípidos por miligramo de biomasa producido durante la 

operación del reactor 

 

Al día de inoculación se tomó un volumen de 0,5 L el día de inoculación (0), que 

fue filtrado como muestra inicial y las siguientes 3 muestras en los días 7, 11 y 14,5. Se 

tomaron 12 muestras en total durante 3 repeticiones mientras operaba el reactor con su 

volumen útil de 15 L. 

 

De estas muestras obtenidas se cuantificó el porcentaje de lípidos, los valores 

obtenidos se muestran en la Tabla 3.7. 
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Tabla 3.7 Resultados de la cuantificación de lípidos por miligramo de volumen cosechado. 

Tiempo 

 

(días ) 

Volumen 

 

(L) 

 

Tratamientos 
 

mg de biomasa 

por volumen 

cosechado 

(mg peso seco) 

 

Repetición 1 
 

% de lípidos por 

volumen cosechado 

(mg lípidos/100 mg 

de biomasa) 

 

Repetición 2 
 

% de lípidos por 

volumen cosechado 

(mg lípidos/100 mg 

de biomasa) 

 

Repetición 3 
 

% de lípidos por 

volumen cosechado 

(mg lípidos/100 mg 

de biomasa) 

 

Promedio 

de lípidos 

totales 
Chlorella sp 

(%) 

0 0,5 10 4,11 4,11 4,11 

4,11 
7 0,7 500 4,12 4,11 4,12 

11 1,5 1300 4,11 4,11 4,11 

14,5 3 3000 4,12 4,12 4,12 

Fuente: Sandoval (2012) 

 

Esta microalga podría llegar a producir de 5-58 % (p/p) de lípidos siempre que la 

biomasa sea bioquímicamente inducida) como menciona Jaramillo (2011). Esta cepa de 

Chlorella sp posee una cantidad promedio de 4,11 % de lípidos, siendo una cepa 

potencialmente útil para ser cultivada a gran escala para la producción de biodiesel. 

 

Se estableció el análisis estadístico para evaluar el porcentaje de lípidos producidos 

por cada miligramo de microalga cosechado en diferentes volúmenes.Se tomó una muestra 

inicial que sirvió de testigo (muestra inicial) al día de inoculación, durante las 3 

repeticiones. Se usó papel filtro Whatman # 2 para que el tipo de papel no interfiera en la 

precisión de los resultados durante la aplicación de los métodos analíticos de cuantificación 

de grasas (Villasana, 2011).  

 

Los porcentajes de lípidos en diferentes días de cultivo, fueron tomados en cuenta 

con el fin de comparar como varía la concentración de lípidos por miligramos de biomasa. 

Por lo que se comparó los miligramos de biomasa que se pudieron obtener en volumen de 

cosechado en diferentes etapas del cultivo (días). Se aplicó un Diseño completamente 

aleatorio (DCA) a través del software estadístico InfoStat /Estudiantil versión 2011. Los 

resultados adquiridos se describen en la Tabla 3.8.  
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Tabla 3.8 Diseño completamente aleatorio (DCA) aplicado para la cuantificación de 

lípidos. 

F.V. gl SC CM F(calculada) Ftabla p-valor 

% de lípidos por 

volumen cosechado 
3 2,2 x 10

-4
 7,5 x 10

-5
 

9 

 

3,07 

 

0,006 Error 8 6,7 x 10
-5

 
8,3 x 10

-6
 

Total 11 2,9 x 10
-4

 

Ho: La cantidad de biomasa por volumen cosechado no influye en el porcentaje de 

lípidos totales por volumen cosechado 

(α >0,05) Significativo 

p> 0,05 

 Ha: La cantidad de biomasa por volumen cosechado influye en el porcentaje de 

lípidos totales por volumen cosechado 

(α < 0,05) 
Fuente: Sandoval (2012) 

 

En el análisis estadístico de la cuantificación de lípidos, se procesaron los datos de 

las distintas muestras que se obtuvieron de varios volúmenes cosechados. Se pudo observar 

un valor de p < 0,005, por lo que se aceptó la hipótesis alternativa ya que existe una 

diferencia significativa entre las medias de los 4 tratamientos aplicados. Al mismo tiempo, 

como se manifiesta a simple vista mientras más cantidad de biomasa es cosechada, mayor 

es la cantidad de lípidos que se pueden obtener como materia prima para la producción de 

biodiesel (Obando, 2011). 

 

 

Figura 3.12 Diferencia de medias de los tratamientos aplicados. 

Fuente: Sandoval (2012) 
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Como se observa en la Figura 3.12, el porcentaje más alto de lípidos se consiguió 

con una cantidad de biomasa más alta, sin embargo las diferencias entre los tratamientos 

con volúmenes cosechados de 1,5 y 3 litros no presentan diferencia significativa entre ellos, 

al igual que entre los tratamientos a volúmenes 0,5 y 0, 7 litros; esto se debe a que fueron 

tomados en etapas similares de cultivo.  

 

Se realizó el test de lsd-Fisher para complementar el análisis de la diferencia entre 

medias. La diferencia mínima significativa (dms) fue de 0,005 y el error de 0,000 (Anexo 

G-Tabla G.1), con lo que queda corroborada la aceptación de la hipótesis alternativa ya que 

las letras distintas indican diferencias significativas entre los tratamientos. En la Figura 

3.12 se pudo observar que hay diferencia significativa entre los tratamientos representados 

con la letra A y los tratamientos representados por la letra B. 

 

Las desigualdades entre los tratamientos simbolizados con letras A y B pudieron ser 

ocasionadas debido a que las muestras fueron tomadas en diferentes estadios del cultivo (A 

en fase estacionaria y B en fase exponencial), además de otros factores fisiológicos de la 

microalga. Tal caso pudo haberse suscitado entre los tratamientos B; ya que el estado del 

cultivo en el que fue cosechada la biomasa (fase exponencial) no contuvo una alta 

concentración de células ni tampoco cantidades representativas de lípidos que normalmente 

son acumuladas como sustancias de reserva en las estructuras celulares (Barsanti, 2006).  

 

Además se pudo haber originado un cosechado no homogéneo a pesar de que el 

volumen filtrado fue el mismo, las células de tamaño menores a las 12 µm según menciona 

Hoek et al (1995), pudieron atravesar los poros del papel filtro utilizado (tamaño de poro de 

8 µm), influyendo en la cuantificación total de los lípidos presentes en la biomasa tomada 

como muestra. Sin embargo, la mayor variación pudo haber sido causada por la poca 

sensibilidad del método químico utilizado debido a que pudo existir volatilización de 

lípidos o los solventes utilizados pudieron no haber sido los adecuados (Villasana, 2011). 
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Ya que las muestras fueron manipuladas como muestras alimentarias, el método 

MAL-03/AOAC 991.36 emplea solventes como el éter de petróleo el cual es apolar (Lolos 

et al., 1999), mientras que existen métodos más precisos para la extracción y cuantificación 

de lípidos como el método de Bligh y Dyer (1959), que emplea mezclas de solventes con 

mayor polaridad como cloroformo/metanol (Keijbets et al., 1985). Este método fue 

adaptado para la extracción de lípidos en microalgas (Arredondo &Voltolina, 2007), el cual 

no pudo ser aplicado debido a la carencia de material y disponibilidad reactivos. 
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CAPÍTULO 4: CONCLUSIONES Y RECOMENDACIONES 

 

4.1 Conclusiones 

 El fotobioreactor semicontinuo diseñado y construido fue eficiente para el 

crecimiento y masificación de Chlorella sp cuando el cultivo alcanzó la fase 

estacionaria (posterior al día 12,5); manteniendo estable la concentración de 

biomasa a lo largo del tiempo de operación del prototipo. 

 

 El rendimiento del prototipo fue del 85,25 %, pudiéndose incrementar este 

porcentaje al modificar los nutrientes en el medio de cultivo y sus concentraciones 

para satisfacer al máximo los requerimientos de la microalga.  

 

 La cepa de Chlorella sp escogida posee un tiempo de generación (2,63 d
-1

), siendo 

una cepa que por su corto tiempo de generación, capacidad de adaptación a 

volúmenes de escala intermedia y parámetros de cultivo no exigentes, es susceptible 

de ser cultivada a escala industrial. 

 

 El análisis estadístico corroboró la alta correlación existente entre la densidad 

celular y el tiempo de operación del fotobioreactor (R
2
 de 98,1), mediante el ajuste 

polinómico que fue instaurado durante el proceso aplicado en el análisis de la 

cinética de crecimiento de la Chlorella sp.  

 

 El porcentaje de lípidos presente en la biomasa seca de Chlorella sp fue en 

promedio del 4,11 %; asimismo se obtuvo porcentajes del 4,11 % en un volumen 

cosechado de 1,5 L (día 12,5) y 4,12 % en un volumen cosechado de 3 L (día 14,5); 

por lo que si se mantiene este régimen de operación en el fotobioreactor, se podría 

extraer lípidos de esta biomasa haciéndola una candidata potencial para ser materia 

prima en la producción de biodiesel. 
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4.2 Recomendaciones 

 Se debe inducir la producción de mayor porcentaje de lípidos en las microalgas a 

través de la activación de otras vías metabólicas, causadas por stress celular como la 

disminución en las concentraciones de nutriente limitante u otras condiciones como 

iluminancia y temperatura. 

 

 Se debe optimizar el medio de cultivo (sustrato) para incrementar la biomasa 

producida y alcanzar un porcentaje de rendimiento más cercano al ideal. 

 

 Se debe aplicar métodos más específicos para la extracción y cuantificación de 

lípidos que sean más sensibles ante la presencia de lípidos en las microalgas. 

 

 Se recomienda continuar con la investigación de esta cepa de Chlorella sp ya que en 

base a la experiencia adquirida es un fuente potencial de lípidos y biomasa, que 

puede ser aprovechada para la elaboración de biocombustibles y además ser 

empleada en otros campos de la biotecnología. 

 

 Se podría optimizar el método de cosecha a través de la aplicación de técnicas de 

microfiltración de membrana y ultrafiltración como alternativas a la filtración 

convencional. 
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