
 
Evaluación del efecto de la fuente de 

carbono sobre el crecimiento y la 
composición bioquímica de la 

microalga Parachlorella kessleri 

 

 

 

 

 

 

Ing. Cindy Carolina Latorre Hernández 

 

 

 

 

 

 

 

Universidad Nacional de Colombia 

Facultad de Ingeniería, Departamento de Ingeniería Química y Ambiental 

Bogotá D.C., Colombia 

2020 





 

 

 
Evaluación del efecto de la fuente de 

carbono sobre el crecimiento y la 
composición bioquímica de la 

microalga Parachlorella kessleri 

 

 

Ing. Cindy Carolina Latorre Hernández 

 

 

Tesis presentada como requisito parcial para optar al título de: 

Magister en Ingeniería Química 

 

 

 

Director: 

Ph.D. Rubén Darío Godoy Silva 

 

 

 

 

Línea de Investigación: 

Bioprocesos – Cultivo de microalgas 

Grupo de Investigación: 

Procesos Químicos y Bioquímicos 

 

 

Universidad Nacional de Colombia 

Facultad de Ingeniería, Departamento de Ingeniería Química y Ambiental 

Bogotá D.C., Colombia 

2020 





 

 

 
 

 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A Héctor José, 

 el mejor compañero que la vida pudo darme, 

por su amor y paciencia. 

 

 

 

 

Yo te pido que seas fuerte y valiente, que no te 

desanimes ni tengas miedo, porque yo soy tu 

Dios, y te ayudaré por dondequiera que vayas. 

Josué 1:9  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Agradecimientos 

 

De la manera más sincera expreso mis agradecimientos: 

 

A Dios, por darme los medios y la fuerza necesaria que me permitió alcanzar esta meta. 

 

A mi esposo, mis padres, hermanas, tíos y primos por siempre mantenerme en sus 

plegarias, por su amor, el apoyo económico y por sus palabras de aliento en los 

momentos difíciles.  

 

A la Universidad Nacional y de manera muy especial a todo el personal docente, 

administrativo y técnico, por su oportuna ayuda en todo momento. 

 

A mi grupo de investigación, de quienes recibí innumerables enseñanzas y con quienes 

compartí momentos realmente inolvidables; especialmente a la Ing. Valeria Colón por 

su apoyo durante la fase experimental. 

 

A todos mis amigos del “salón de posgrados” y del laboratorio, por todos los momentos 

compartidos, porque siempre tuvieron una palabra para animarme, tienen un lugar muy 

grande en mi corazón. 

 

A mis amigos y compañeros de la Universidad ECCI, por todo el apoyo técnico y 

emocional que me brindaron para la realización de este proyecto.  

 

A mis amigos de siempre y a los nuevos que esta etapa me regaló y que de alguna 

manera contribuyeron a la consecución de este objetivo. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 





Resumen y Abstract  XI 

 

 

Resumen 

La microalga Parachlorella kessleri fue sometida a regímenes de cultivo autotróficos, 

fotoheterotróficos, heterotróficos y mixotróficos, con el fin de evaluar su efecto sobre el 

crecimiento y la composición bioquímica de la microalga. Las fuentes de carbono 

orgánico utilizadas fueron glucosa y glicerol, adicionadas en concentraciones de 1, 3 y 5 

g·L-1, comparadas siempre con un ensayo control autotrófico sin fuente de carbono 

orgánica únicamente suplementado con CO2 atmosférico. Los resultados indicaron que 

P. kessleri tiene mayor afinidad al uso de glucosa, bajo cualquiera de los regímenes de 

cultivo, que al glicerol, lo cual se vio traducido en mayor concentración final de células en 

estos tratamientos. 

 

La composición bioquímica de la microalga fue afectada por el tipo de régimen de cultivo 

y por la concentración de fuente de carbono, indicando en términos generales que a 

medida que se incrementa la concentración de fuente de carbono orgánica se 

incrementa también la producción de lípidos y carbohidratos. Sin embargo, se observó 

también que en los tratamientos suplementados con glicerol, a pesar de presentar 

menores concentraciones celulares máximas, fue en ellos donde se observó una mayor 

acumulación de carbohidratos y lípidos, sugiriendo un metabolismo destinado más a la 

acumulación de energía que a la reproducción bajo estas condiciones.  

 

Palabras clave: Parachlorella kessleri, cultivo fotoheterotrófico, cultivo heterotrófico, 

cultivo mixotrófico, glucosa, glicerol, composición bioquímica. 

 

 

 

 



 

 

 

Abstract 

The microalgae Parachlorella kessleri was subjected to autotrophic, photo-heterotrophic, 

heterotrophic and mixotrophic culture regimes in order to evaluate its growth and 

biochemical composition. As organic carbon sources, glucose and glycerol were tested in 

concentrations ranging from 1, 3 and 5 g∙L-1, while an autotrophic culture was used as a 

control without organic carbon source added but only atmospheric CO2. Results suggest 

P. kessleri has a better affinity for glucose than for glycerol under any of the culture 

regimes, this affinity resulted in higher cell counts for glucose-supplemented cultures. 

 

Biochemical composition of the microalgae was affected by culture regime and 

concentration of organic carbon source; in general, on increase in organic carbon 

concentration caused on increase in the concentration of lipids and carbohydrates. 

However, in treatments with glycerol, besides exhibiting lower cellular concentrations, it 

was observed higher lipid and carbohydrates accumulation, suggesting a metabolism 

focused to accumulation of energy rather than reproduction under these conditions. 

 

 

 

Keywords: Parachlorella kessleri, photoheterotrophic culture, heterotrophic culture, 

mixotrophic culture, glucose, glycerol, biochemical composition. 
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Introducción 

Las microalgas son organismos unicelulares, fotosintéticos, ampliamente estudiados y 

cultivados debido a la versatilidad de usos que pueden tener. Actualmente los usos más 

importantes están enfocados a alimentación humana y animal, suplementos alimenticios, 

fertilización, elaboración de productos cosméticos, biocombustibles y bioremediación de 

aguas contaminadas [1]–[4]. 

 

En condiciones de cultivo fotoautótrofas o fotosintéticas, las microalgas incorporan el 

carbono atmosférico a su metabolismo y utilizan la luz solar como fuente de energía. Esto 

les permite romper la molécula de agua y obtener los electrones necesarios para iniciar el 

proceso fotosintético. Sin embargo, esta modalidad de cultivo tiene varias desventajas 

como la obtención de bajas densidades celulares y largos periodos de cultivo (menos de 

1 g·L-1 de biomasa en 5 días). Estas desventajas han sido superadas por algunas 

especies de microalgas que han demostrado tener la habilidad para crecer en 

condiciones heterotróficas y mixotróficas. Dependiendo de la especie esto se traduce en 

altos rendimientos de biomasa y altas velocidades específicas de crecimiento en tiempos 
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de cultivo más cortos (entre 3-4 g·L-1 de biomasa en 3-4 días de cultivo en medio 

suplementado con glucosa entre 1 y 15 g·L-1) [5]–[11].  

 

Esas modalidades de cultivo han sido aprovechadas para producir mayores cantidades 

de biomasa microalgal y obtener mayor rendimiento en la producción de moléculas de 

alto valor. Entre estas se destacan proteínas, monosacáridos, almidones y otros 

polisacáridos, lípidos, vitaminas y pigmentos y ácidos grasos poliinsaturados (PUFA, por 

sus siglas en inglés) importantes para el desarrollo cerebral y el mantenimiento de una 

buena salud cardiovascular en humanos [11]–[13]. 

 

Las moléculas de alto valor mencionadas son producidas normalmente por las 

microalgas en condiciones de fotoautotrofía. Sin embargo, se ha encontrado que la 

variación en el tipo de la fuente de carbono, en las condiciones de iluminación o en la 

concentración de algún nutriente pueden llevarlas a condiciones de estrés y hacer que la 

producción de una u otra macromolécula se incremente o disminuya [9], [14], [23], [15]–

[22]. Por lo tanto, la composición bioquímica de las microalgas dependerá de las 

condiciones de cultivo en las cuales se desarrolle su crecimiento y conocerla o incluso 

tratar de predecirla es un aspecto importante para la obtención de subproductos a partir 

de ellas.  

 

Como se comentó anteriormente, uno de los subproductos que pueden obtenerse de las 

microalgas son los biocombustibles o combustibles de tercera generación, y el potencial 

y desafíos en este campo han sido descritos ampliamente [24]–[28]. Los biocombustibles 

a partir de microalgas se han desarrollado durante los últimos 40 años, lo cual se 

intensificó especialmente entre el 2003 y 2014 cuando el precio del petróleo se elevó por 

encima de los 145 dólares por barril. Igualmente, la presión internacional para tomar 

acciones urgentes que disminuyeran las emisiones de dióxido de carbono (CO2) y frenar 

el calentamiento global se hizo más fuerte [27]. 

 

Este impulso al desarrollo de biocombustibles a partir de microalgas dio lugar al estudio 

de la digestión anaerobia  para la producción de metano [11], la disrupción de las células 

para la extracción de lípidos y su transesterificación para producir biodiesel [25], la 
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producción de bioetanol mediante la fermentación de los carbohidratos, la producción de 

hidrógeno [29], [30] o el desarrollo de biocrudo mediante licuefacción hidrotermal [31].  

 

La producción de microalgas enfrenta varios desafíos, entre los que se destacan la 

reducción en el costo de producción, la maximización de la productividad (específica de 

la especie), la reducción del costo de capital, la reducción en el consumo de energía, y el 

aumento en la eficiencia en la utilización de nutrientes (N, P, minerales traza y CO2). Con 

las tecnologías actuales, la producción de biocombustibles es probablemente 4 a 5 veces 

más costosa que la de los combustibles fósiles y los costos finales dependen de los 

rendimientos esperados, el diseño del sistema de crecimiento y el sistema de cosecha 

empleado [27]. Otro desafío particular para el uso de microalgas en la producción de 

biocombustibles es la transición de estudios piloto a operaciones industriales. Para esto 

es necesario integrar los conocimientos de fisiología de microalgas con los bioprocesos 

para garantizar la viabilidad económica y minimizar el número de ensayos durante el 

escalado [24]. 

 

Además de estos desafíos se suma el hecho de que biocombustibles (e.g biodiesel) a 

partir de microalgas requieren pasos adicionales como secado, ruptura celular y 

extracción de lípidos para su posterior transformación. Estos procesos pueden 

incrementar hasta en un 70% los costos de producción. Por lo tanto aquellos procesos 

que impliquen el uso de toda la biomasa sin procesos de secado o extracción se han 

convertido en los más factibles para la producción de biocombustibles, siendo el más 

promisorio, la licuefacción hidrotermal (LHT). En este proceso,  se usa agua en 

condiciones supercríticas (374 °C y 22,1 MPa) que permiten que toda la biomasa de las 

microalgas sea convertida a biocrudo cuyas propiedades, composición y rendimiento son 

fuertemente dependientes de las condiciones de operación y de la materia prima [31], 

[32].  

 

A pesar del potencial, el principal inconveniente de la LHT ha sido la dificultad para 

estandarizar el proceso puesto que las microalgas, presentan una alta variabilidad en su 

contenido en proteínas, lípidos y carbohidratos, Esto ocurre aun dentro de la misma 

especie, afectando directamente el rendimiento y composición elemental del biocrudo 

obtenido. La variación en la composición de la microalga se atribuye tanto a las 
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condiciones a las cuales se realizó el cultivo como a la especie misma.  A esto se suma a 

esto el hecho que el biocrudo producido por LHT presenta elevados contenidos de 

Nitrógeno (0,2 – 8,4%) y Oxígeno N (3,8% – 37,4%) [33]–[37]que están por fuera de los 

estándares aceptables para el petrocrudo [38]. Esto da lugar a la implementación de 

procesos adicionales de tratamiento para su reducción.  

 

Uno de esos procesos es la manipulación metabólica de las microalgas utilizadas, que 

consiste en estandarizar el proceso de cultivo  donde se obtengan biomasas con 

menores contenidos de proteínas [32], [39]. Su implementación es fácil, el consumo de 

energía es mínimo y no requiere de etapas extras comparado con otros métodos de 

tratamiento de biocrudo.  

 

En este contexto, el objetivo general del presente proyecto es evaluar el efecto en la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri cuando se utilizan fuentes 

de carbono orgánicas (glucosa y glicerol) e inorgánicas (CO2) para su crecimiento. Esto 

se basa en la hipótesis que las microalgas pueden cambiar su composición bioquímica 

de acuerdo al tipo de nutrición al que son sometidas. 

 

Para el cumplimiento de dicho objetivos establecieron tres objetivos específicos, cada 

uno de ellos consiste en evaluar el comportamiento de P. kessleri y su composición 

bioquímica cuando es alimentada con glucosa y glicerol bajo condiciones 

fotoheterotróficas, heterotróficas y mixotróficas respectivamente. Para esto se estudió el 

efecto de la fuente de carbono en concentraciones de 1, 3 y 5 g·L-1 y comparando con 

condiciones autotróficas de cultivo.  

 

Este trabajo se enlaza en un proyecto que pretende desarrollar un proceso LHT para la 

producción de biocombustibles. Con base en los resultados obtenidos se espera 

identificar las condiciones más adecuadas de obtención de la biomasa para su posterior 

uso en procesos de LHT o en la producción de otros biocombustibles a partir de 

microalgas.  
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1. Antecedentes 

1.1 Microalgas como materia prima para la 

producción de biocombustibles 

Según el reporte de la Agencia Internacional de Energía de 2019, para el año 2017 

aproximadamente el 81,3% de la demanda de energía fue suplida por la transformación y 

el uso de combustibles fósiles. La combustión de dichos materiales libera a la atmósfera 

óxidos de azufre, óxidos de nitrógeno y principalmente dióxido de carbono (CO2) a una 

tasa mayor a la que el planeta es capaz de reciclar en los ciclos biogeoquímicos. Los dos 

primeros se acumulan en la baja atmosfera e interactúan formando el ozono troposférico 

y el smog (se forma a partir del monóxido de carbono, los óxidos de nitrógeno y otros 

compuestos orgánicos volátiles). Por su parte el CO2 y otros compuestos también 

generados por la actividad humana (e.g metano,  halocarbonos)  producen el llamado 

Efecto Invernadero, estos gases son llamados Gases de Efecto Invernadero (GEI) [40].  
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El efecto invernadero hace que las temperaturas promedio del planeta aumenten, porque 

la radiación solar es atrapada por estos gases y en vez de ser liberada fuera de la 

atmósfera es devuelta a la superficie terrestre. Para el caso del CO2 atmosférico, la 

Agencia Internacional de Energía reporta una acumulación en la atmosfera de 32,8 

Gigatoneladas [40]. La acumulación de GEI en la atmósfera evita el escape de la 

radiación solar, lo cual ha producido un aumento en la temperatura de la superficie 

terrestre de alrededor de 1 °C en los últimos 100 años [41]. Este tema empezó a ser una 

preocupación para los científicos en la década de los setenta, y es así como desde el año 

1979, con el fin de establecer acciones encaminadas a reducir las emisiones de GEI, la 

ONU organiza reuniones llamadas cumbres climáticas. En estas reuniones multilaterales,  

los países participantes han intentado llegar a acuerdos globales para la disminución de 

emisiones [42]. 

 

Con la intención de alinearse con esas políticas ambientales, en el año 2001 Colombia 

publicó su primera comunicación nacional sobre el cambio climático ante la Convención 

Marco de las Naciones Unidas sobre el Cambio Climático [43]. Aunque es cierto que 

Colombia no es un gran generador de GEI (aporta sólo el 0,2% del total global de 

emisiones), al igual que todos, es un país vulnerable a los efectos del cambio climático 

en las esferas social, económica y ambiental. Aproximadamente un 4% de la población 

nacional  habita las zonas costeras, vulnerables a los efectos del clima, igualmente, el 

75% del sector manufacturero, 50% de los recursos hídricos, 95% de los nevados y el 

49% de los cultivos se verían afectados por los efectos de un cambio climático global 

[43].  

 

En dicho informe se describieron las acciones que Colombia implementó desde el año 

1994 en los sectores energético, transporte, industrial, agrícola, silvicultura y de residuos 

con miras a reducir las emisiones de GEI. Entre los sectores que aportan mayores 

emisiones de CO2 son el energético (33,3%) y el de transporte (31,4%) [44]. Para mitigar 

en cierta medida la generación de emisiones contaminantes por el sector transporte, se 

impulsaron diferentes políticas públicas de carácter regional o nacional. Entre estas se 

destacan los programas adelantados en Bogotá como el Pico y Placa (año 1998),el día 

sin carro (año 2000) y la implementación del uso de Gas Natural Vehicular (año 2000). 

Muchas de estas políticas  se extendieron posteriormente a otras ciudades de Colombia 
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y Latinoamérica [43]. Otra de las políticas implementadas fue la promoción de energías 

limpias en el transporte urbano que busca incentivar el uso de combustibles alternativos: 

el gas licuado de petróleo, bioetanol, biodiesel, conversión del parque automotor para el 

uso de biocombustibles y a largo plazo, la utilización de combustibles con cero emisiones 

como hidrógeno, electricidad, celdas de combustible y energía solar [43]. 

 

En esta dirección, y con  la Ley 788 de 2002 [45] se eximió el pago de impuestos para las 

actividades destinadas a la generación de energías renovables con base en recursos 

eólicos, biomasa o residuos agrícolas. Esto dio el impulso necesario a la producción de 

biocombustibles, específicamente biodiesel y bioetanol a partir de cultivos energéticos 

como aceite de palma y caña de azúcar respectivamente.  

 

En concordancia con el programa de biocombustibles que Colombia posee formalmente 

desde el 2001, el Grupo de Investigación en Procesos Químicos y Bioquímicos desarrolla 

una línea de investigación en este campo. En particular, uno de los temas de estudio 

consiste precisamente en el uso de biomasa de microalgas (organismos microscópicos 

fotosintéticos) como materia prima para la producción de biocombustibles.  

 

Algunos de los logros científicos en este campo han sido la estandarización de métodos 

para la extracción y cuantificación de lípidos, el estudio de cuatro cepas nativas de 

microalgas para evaluar su potencial uso en la producción de biodiesel, y el estudio del 

efecto del contenido de CO2, la irradiancia, el fotoperiodo y la aireación sobre la 

producción y acumulación de biomasa y lípidos en la microalga Chlorella vulgaris [46]. 

Igualmente se ha estudiado la evaluación de los exopolisacáridos producidos por una 

cepa nativa de cianobacteria Nostoc sp. como sustrato en la producción de bioetanol 

[47]. 

 

El uso de microalgas para esta aplicación es promisorio por presentar varias ventajas: 

 

i) No requieren grandes cantidades de terreno para su producción, incluso una 

hectárea de terreno ocupada con un cultivo de microalga puede producir 100 

veces más aceite que una hectárea de cultivo de palma aceitera [25] 

ii) No compite por tierra cultivable,  
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iii) En cuanto al uso de agua, el proceso puede ser autosostenible si se utilizan 

aguas residuales como sustrato de crecimiento,  

iv) Pueden reciclar CO2 de emisiones industriales y  

v) Es posible obtener de ellas una amplia variedad de productos y subproductos de 

valor agregado, siendo éste el principal objetivo de las biorefinerías.  

 

 El término biorefinería hace referencia a instalaciones industriales en las que se realiza 

la transformación de biomasa en materiales, productos químicos, combustibles, energía y 

otros productos como los biocombustibles. Entre estos últimos se incluyen los de tercera 

generación como bioetanol, biocrudo, y biodiesel que puedan ser obtenidos de 

microalgas. La Figura 1-1 esquematiza los procesos en una biorefinería que usa como 

materia prima microalgas. Los procesos o usos que permiten el aprovechamiento de las 

microalgas en las biorefinerías incluyen: 

 

 i) Fermentación alcohólica o digestión anaerobia para producir bioetanol o metano 

respectivamente [48]–[52]. 

ii) Fuente de proteína para alimentación humana o animal [53]. 

iii) Extracción de productos de alto valor a nivel farmacéutico, nutricional o cosmético 

(e.g. clorofila, carotenoides PUFA [54]–[57],  

iv) Fuente de ácidos grasos que pueden ser extraídos y destinados a la producción de 

biodiesel, y  

v) Licuefacción hidrotermal (LHT) para producir biocrudo (un líquido con características 

similares a las del petróleo). 
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Figura 1-1: Biorefinería a partir de microalgas. Adaptado de Naik et al. (2010) [26]. 

 

El biocrudo es un biocombustible cuya producción presenta varias ventajas:  

i) Todos los componentes de la biomasa como carbohidratos, proteínas y lípidos 

pueden ser convertidos en biocrudo,  

ii) No requiere una etapa de secado de dicha biomasa como sí lo requieren otros 

procesos de producción de biocombustibles como la pirólisis, sino que puede 

trabajar con una concentración de sólidos totales iniciales de la materia prima 

está entre un 10 y 30% p/p (90 – 70 % de agua);[58], [59]. 

iii) No requiere procesos de extracción y transesterificación de lípidos como en el 

caso del biodiesel que suelen ser complejos y aumentar los costos de 

producción,  

iv) La LHT de microalgas logra reducir hasta en un 50% las emisiones de gases 

de efecto invernadero comparada con otros combustibles derivados del 

petróleo [60]. 

 

Respecto a la producción de biocrudo el grupo de Procesos Químicos y Bioquímicos de 

la Universidad Nacional de Colombia ha realizado investigaciones en la optimización del 
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proceso de LHT con el propósito de obtener composiciones químicas de biocrudo 

uniformes. Sin embargo, para lograr esto se requiere que la composición de las materias 

primas utilizadas (microalgas) en los diferentes lotes de producción tenga también una 

composición química uniforme. El desafío del proceso radica en que las microalgas 

desarrollan diferentes composiciones bioquímicas (i.e. contenido de proteínas, lípidos, 

carbohidratos y pigmentos principalmente) aún si se trata de la misma especie, que se 

atribuye tanto a las condiciones a las cuales se realizó el cultivo como a la especie 

misma.  

 

Para homogeneizar las condiciones del proceso y la composición del biocrudo es viable 

que la biomasa que se destine al proceso de LHT se produzca siempre en condiciones 

de cultivo similares. La composición de la microalga puede ser modulada controlando las  

diferentes variables que afectan las rutas metabólicas de las células [28], Estas variables 

incluyen la irradiación, tipo y concentración de fuente de carbono, modalidad de cultivo y 

especie de microalga utilizada.  

 

En particular, la modalidad de cultivo es un factor determinante ya que la microalga debe 

ser capaz de desarrollar una composición bioquímica adecuada para el tipo de 

biocombustible que se desea obtener. Por ejemplo, para producir biodiesel o biocrudo la 

característica más deseable es que la microalga sea capaz de acumular cantidades 

significativas de lípidos. Según reportes recientes, es necesario llegar a contenidos de 

lípidos entre el 45 y 64 % del peso seco celular y las especies capaces de alcanzar 

dichos niveles son Botryococcus braunii, Desmodesmus, sp., Nannochloropsis sp., 

Scenedesmus SDEC-8, Chlorella protothecoides, Nannochloropsis sp. y Sorokiniana 

FCG IITG [28], [61].  

 

En el caso de la producción de biogás mediante digestión anaerobia, se eliminan las 

etapas de secado, extracción y concentración de lípidos. En este caso se utiliza toda la 

biomasa obtenida, lo que representa en sí un ahorro energético. Sin embargo, el principal 

desafío de este proceso es obtener la relación C:N adecuada para que se favorezca la 

producción de metano en vez de amonio, dado que éste último es tóxico para las 

comunidades bacterianas metanogénicas. En este campo de estudio se han realizado 

avances interesantes mediante la aplicación de pretratamientos físicos y biológicos que 
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contribuyan al aumento de la cantidad de metano producido. En cuanto a la producción 

de bioetanol a partir de microalgas, es importante la bioprospección de especies que se 

caractericen por acumular altas cantidades de carbohidratos fermentables. Un ejemplo  

de dichos organismos es la microalga Chlorella vulgaris, que ha demostrado capacidad 

para generar 35 L de etanol por tonelada de biomasa [62]. A parte de los procesos 

mencionados anteriormente, las microalgas pueden ser sometidas a otros procesos con 

el fin de aprovechar su contenido energético como combustión directa, pirolisis o 

gasificación.  

 

En los siguientes apartados se amplía información acerca de la importancia de una 

adecuada selección de la cepa y de la fuente de carbono al momento de establecer una 

configuración de cultivo. Aunque el método tradicional de cultivo de microalgas es el 

fotosintético o autotrófico basado en la adquisición de carbono inorgánico en forma de 

dióxido de carbono (CO2), la adición de fuentes de carbono orgánicas han demostrado 

tener productividades de biomasa, lípidos y carbohidratos superiores [5], [7], [10], [63]–

[67].Una vez el cultivo es suplementado con alguna de ellas se dice que es mixo, hetero 

o fotoheterotrófico, dependiendo si se desarrolla o no bajo condiciones de iluminación y 

de suministro externo de CO2. La fuente de carbono orgánico más empleada hasta el 

momento ha sido la glucosa por su alta disponibilidad, aunque también ha tomado fuerza 

el uso del glicerol, las razones para el uso de una u otra se explicarán a continuación. 

1.2 Utilización de glucosa para el cultivo de 

microalgas 

Antes del desarrollo de técnicas moleculares, la correcta clasificación taxonómica de las 

microalgas constituía uno de los mayores desafíos para los biólogos. En un intento por 

organizar la información conocida hasta el año 1965, los investigadores Shihira y Krauss 

[68] realizaron una clasificación taxonómica de las especies de Chlorella conocidas hasta 

entonces basada en caracteres bioquímicos, entre los cuales se evaluaba la asimilación 

de diferentes azúcares (arabinosa, glucosa, fructosa, manosa, sacarosa, lactosa, entre 

otras). Desde ese momento se conoció la alta afinidad que tienen las especies del 

género Chlorella por este azúcar. Con el transcurso de los años, se han realizado 
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estudios que permiten dilucidar los principales rasgos del comportamiento de Chlorella y 

de otras especies de agua dulce, cuando se les es suministrada esta fuente de carbono. 

Se ha caracterizado la producción de biomasa, clorofila, el efecto del pH, la evolución del 

CO2 como producto de respiración y la generación de productos metabólicos de desecho 

[69], [70].Estudios subsiguientes empezaron a enfocarse en los cultivos heterotróficos en 

vista de la ventaja que implica la no utilización de la luz que se traduce en reducción de 

costos de los sistemas de cultivo [71], [72]. Dichos estudios exploraron el crecimiento y la 

composición bioquímica de diferentes especies de microalgas cuando están sometidas a 

condiciones mixo y heterotróficas, evaluando los efectos de la variación dela intensidad 

lumínica [73], [74]. Cuando se dispuso de un conocimiento más amplio de la bioquímica 

de las microalgas, surgieron entonces los primeros estudios sobre sistemas de cultivo 

optimizados para la producción de lípidos y las primeras caracterizaciones de los lípidos 

microalgales en busca de las mejores respuestas de ácidos grasos poliinsaturados [6], 

[21], [75].Con este conocimiento las fermentaciones cambiaron su objetivo a producción 

enfocada en biodiesel y su optimización [76]–[78]. 

 

Las investigaciones más recientes no solo enfocan sus objetivos a la producción de 

lípidos para producir biocombustibles sino además a la obtención de otros productos de 

valor agregado como pigmentos, proteínas [5] y ácidos grasos poliinsaturados como 

suplemento dietario [55]. 

1.3 Utilización de glicerol para el cultivo de 

microalgas 

El Grupo de Investigación en Procesos Químicos y Bioquímicos de la Universidad 

Nacional de Colombia, realiza actualmente un proyecto de investigación denominado 

“Alternativas energéticas renovables a partir de efluentes de la industria colombiana de 

biodiesel” cuyo objetivo general es desarrollar una estrategia de producción de un 

biocombustible (biocrudo), a partir de microalgas alimentadas con glicerol crudo. El 

glicerol crudo es el principal subproducto de la transesterificación de los triglicéridos en 

producción de biodiesel. La composición de este subproducto varía de acuerdo al tipo de 
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catálisis usada en el proceso, la eficiencia de la transesterificación y recuperación del 

biodiesel, el tipo de alcohol utilizado y las impurezas de la materia prima [79].  

 

En la producción de biodiesel, por cada 100 Kg de biocombustible, se generan 

aproximadamente 10 Kg de glicerol crudo. En el caso de Colombia  para el año 2017 se 

generaron aproximadamente 46000 toneladas [80]. Además de los altos costos para su 

refinación, la demanda de la glicerina en el mercado se ha mantenido estable, impidiendo 

absorber el volumen de glicerina cruda proveniente de la industria de biodiesel [81]. [81]. 

En 2015, solamente el sector biodiesel aportó el 65% de la producción total de glicerol a 

nivel mundial, la cual se estimó en 2 millones de toneladas [82]. La alta y constante oferta 

de dicho producto desencadenó una baja notable en los precios. Todo este panorama ha 

hecho que compañías como Dow Chemical, Procter & Gambley Solvay hayan cerrado 

algunas plantas químicas de producción de glicerol en Texas, Londres y Tavaux 

(Francia), respectivamente[83], [84]. Todo lo anterior se traduce en la necesidad urgente 

de buscar usos alternativos para su aprovechamiento. 

 

Algunos de los usos que se están implementando para este subproducto son: 

i) Refinación para transformarlo en glicerina técnica, grado alimentario o 

farmacéutico, 

ii) Transformación en biocombustibles como etanol [85], hidrógeno [85], [86], ácido 

cítrico [87], polihidroxibutirato [88], butanol [89], biogás [90] y 1,3-propanodiol 

[91], [92] 

iii) Componente de alimentos para animales [93], en particular en Colombia la 

compañía BioD S.A. ha logrado aprovechar el valor calórico de glicerol (i.e. 3800 

Kcal/Kg) y utilizarlo como suplemento energético para ganado bovino en mezclas 

con maíz molido, granos de destilería, torta de palmiste por solvente o presión, 

papa, entre otros. En este uso se ha demostrado que se da un aumento en la 

producción de leche, los parámetros reproductivos de los animales, junto con una 

reducción en los costos de producción [94] 

 

En cuanto a la refinación, la glicerina cruda tiene una composición aproximada del entre 

40% y 88% de glicerol puro en peso además de una gran cantidad de metanol, agua, 

jabones y sales provenientes del proceso de transesterificación [95]. El problema radica 
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en que debido a la alta cantidad de impurezas su costo de refinación para usos 

farmacéuticos, cosméticos y alimenticios no es viable para los pequeños productores de 

biodiesel (alrededor de 0,15 USD por kilogramo) [25], [81], [95]. Así que mientras la 

producción de biodiesel continúe, el tema de buscar un uso a la corriente residual de 

glicerol continuará siendo sumamente urgente.  

 

Teniendo esto en contexto, varios trabajos han aprovechado la alta disponibilidad y bajo 

costo del glicerol para utilizarlo como una fuente de carbono en diversos bioprocesos. 

Algunas de sus investigaciones lo utilizan en fermentaciones con la bacteria Clostridium 

sp., un microorganismo capaz de transformar esa glicerina en 1,3 propanodiol, este diol 

es un producto de mayor valor agregado y con una variedad de usos, entre los que se 

pueden mencionar: la producción del polímero PTT (politrimetilentereftalato) para la 

fabricación de fibras e hilos, la obtención de poliuretano solvente en la industria 

cosmética para preparación de champús y el uso directo en el tratamiento de algunas 

enfermedades nerviosas [96]. Igualmente se puede usar como excipiente de 

humidificante, estabilizador, anticongelante, o vehículo solvente en diferentes 

formulaciones [81]. 

 

El glicerol ha sido utilizado con éxito en fermentaciones con las microalgas 

Phaeodactylum tricornutum, Rhodomonas reticulata, Chlorella protothecoides, 

Schizochytrium limacinum, Spirulina platensis, Chlorella vulgaris y Nannochloropsis 

mejorando la producción de biomasa y ácidos grasos respecto a su control autotrófico [6], 

[8], [10], [15], [19], [21], [97]–[100]. El uso glicerol crudo en algunos de estos estudios se 

tradujo en altos rendimientos de biomasa probablemente debido al efecto de las 

impurezas de dicha materia prima. También se han estudiado diferentes configuraciones 

de cultivo con el fin de manipular la composición bioquímica de las microalgas [97], [101]. 

En el año 2013, Cerón et al. [102] reportaron el desarrollo de un sistema heterotrófico de 

Chlorella protothecoides acoplado a un proceso de producción de biodiesel, este trabajo 

coincide con los estudios de Cabanelas et al., 2013 [62]. Otros estudios por el contrario 

han encontrado cepas específicas que no pueden metabolizarlo por falta de las enzimas 

necesarias, este hallazgo infiere que posiblemente el aprovechamiento del glicerol sea un 

rasgo que dependa de la cepa [103]. 
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2. Marco teórico 

2.1 Género Parachlorella 

Parachlorella kessleri, la microalga utilizada en la presente investigación fue durante 

varias décadas clasificada erróneamente como perteneciente al género Chlorella, el 

género de microalgas más ampliamente estudiado hasta ahora debido a su gran parecido 

morfológico. Fue en la década de los ochenta, gracias al desarrollo de técnicas de 

biología molecular, que se estableció la existencia del género Parachlorella y con éste 

descubrimiento la necesidad de investigar su potencial de bioprospección [104]–[107].  

2.1.1 Origen del género Parachlorella 

P. kessleri , fue reportada por primera vez en Holanda en 1881 [108] y descrita 

inicialmente en 1893 por Artari recibiendo para entonces el basionimio (nombre científico 

con el cual fue bautizada originalmente) de Pleurococcus regularis [109]. Durante 

algunos años y debido a la falta de herramientas para una adecuada clasificación y 

divulgación, otros autores la nombraron como Chlorella regularis [68], Chlorella vulgaris 

[110]–[112] o Chlorella II [113]. Esta ambigüedad en la clasificación se debe a que los 

primeros investigadores agruparon a varias especies dentro de este género basándose 

solamente en caracteres morfológicos, utilización de diversas fuentes de carbono o 

nitrógeno para el crecimiento, o teniendo en cuenta detalles como el color del cultivo y la 

apariencia de las colonias en agar. Estas técnicas dieron origen a clasificaciones 

erróneas y claves taxonómicas incompletas y engañosas [114]. A pesar de esas 

confusiones se estableció tempranamente que Parachlorella kessleri pertenecía al filo 

Chlorophyta que agrupa las llamadas algas verdes, las cuales están estrechamente 

relacionadas a las plantas superiores porque poseen los mismos tipos de clorofila: a y b. 
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2.1.2 Historia del género Parachlorella 

Esta especie se clasificó inicialmente bajo el género Chlorella porque sus individuos se 

caracterizan por ser eucariotas, con forma esférica o elipsoides, la forma del pirenoide, y 

el organelo asociado al almacenamiento de la enzima RuBisCO (fijadora de dióxido de 

carbono) es en “forma de manto”. La reproducción de la microalga es asexual por 

liberación de autosporas, y el almidón se forma como uno de los principales productos de 

reserva dentro del cloroplasto y no en el citoplasma, característica que las diferencia del 

resto de algas eucariotas [115]. 

 

Chlorella es hasta hoy el género de algas verdes mejor estudiado [107], [116]. En 1881, 

Brandt encontró las primeras especies de Chlorella creciendo asociadas a esponjas o 

hidras y las llamó Zoochlorella. Fue en 1890 que el biólogo Beijerinck logró aislar y 

comprobar que esas microalgas no eran parásitos obligados y dio por primera vez una 

descripción del género. Esa clasificación inicial dada por Beijerinck cambió mucho a 

través de los años y fue bastante controversial; hasta 1965 el nombre del género no era 

aún aceptado por el comité de nomenclatura del Congreso Botánico Internacional [68]. 

 

Durante los años 80, Kessler presentó una clasificación convincente sustentando sus 

descubrimientos en propiedades bioquímicas y así diferenció inicialmente alrededor de 

16 taxa [117]–[119]. Tras varios estudios [120]–[123], esos taxa fueron desmantelados a 

al menos unos seis [124]. Sin el desarrollo aún de las técnicas moleculares actuales, 

esas investigaciones se dedicaron a estudiarla composición y estructura de la pared 

celular [68], [123], las características fisiológicas y bioquímicas [120] como actividad de 

enzimas hidrogenasas [113], [117], amilolíticas [68], características de los carotenoides 

[113], acidotolerancia [68], halotolerancia [68], tolerancia a metales pesados [118], [125], 

termofilia [126], [127], utilización de componentes orgánicos de nitrógeno [128], y 

composición de las azúcares, entre otros. 

 

El nombre de Chlorella kessleri fue asignado en 1969, cuando Fott & Nováková 

[114]estudiaron las cepas 211-11g y 211-11h de la colección de la Universidad de 

Cambridge que se encontraban clasificadas como Chlorella II y encontraron que la cepa 
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211-11g tenía presencia de la enzima hidrogenasa (importante para reacciones de óxido-

reducción, foto-protección y metabolismo fermentativo en las células). Además, la 

estructura del cloroplasto que era bastante específica, (i.e. “mantel-shaped”) hasta esa 

época no había sido reportada para cualquier otra alga verde. En la Figura 2-1 (e) se 

ilustra la forma particular del cloroplasto. 

 

 

Figura 2-1. Tipos de morfología de los cloroplastos presentes en el género Chlorella. a: 

forma de platillo, b: forma de banda, c: forma de faja, d: forma de copa, e: forma de 

manto, f: parietal (cubre la cavidad celular completamente). Las estructuras redondas 

dentro de cada representación celular corresponden a los pirenoides [114]. 

 

Debido a la presencia de esta particular forma de los cloroplastos, Fott & Nováková 

consideraron reubicar esta cepa como una nueva especie dentro del género Chlorella, 

llamándola Chlorella kessleri en honor a Kessler quien fue el primero en designar estas 

especies como Chlorella II. Los autores describen en su trabajo de manera detallada la 

morfología de C. kessleri: células esféricas, el cloroplasto cubre casi la totalidad de las 

células, excepto porque en la base del mismo se ubica el pirenoide. Estos autores 

diferenciaron 16 taxa del género Chlorella solamente basados en rasgos morfológicos y 

fisiológicos.  
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El pirenoide fue una pieza clave para la clasificación de las especies del orden 

Chlorellales antes del desarrollo de técnicas moleculares. Ikeda [129] encontró una 

relación evolucionaria entre la estructura del pirenoide y la química de la pared celular: 

algunas especies de microalgas del género Chlorella tienen paredes celulares 

compuestas por glucano y en otros casos están compuestas por glucosamina. En las 

primeras, los pirenoides presentan estructuras diversas, mientras que para el segundo 

caso (P. kessleri, C. sorokiniana y C. vulgaris) las morfologías de los pirenoides son 

idénticas. Esto último indica una relación evolucionaria más cercana y además afirma 

que este rasgo puede ser usado como marcador evolutivo, puesto que la morfología 

entre una especie y otra es diferente.  

 

Hoy en día, esa clasificación basada en caracteres morfológicos ha quedado relegada 

gracias al desarrollo de técnicas en biología molecular específicamente, de la reacción en 

cadena de la polimerasa (PCR) que permite la amplificación de regiones del ADN y 18S 

del ARNr, siendo hasta el momento los métodos más acertados para realizar una 

apropiada clasificación de las algas verdes [124], [130]. 

 

En 1974 Hellmann y Kessler utilizaron las primeras técnicas de biología molecular para 

hacer un análisis comparativo de la composición básica del ADN, evaluando el contenido 

de Guanina - Citocina (CG) y solamente lograron observar una diferencia intraespecífica 

entre cepas de Chlorella vulgaris. Wolgfan & Kessler (1978) [132] y Huss et al. (1989) 

[130] usaron el método de hibridación de ADN pero encontraron que los taxa eran 

bastante heterogéneos y que esta técnica no brinda información concluyente acerca de 

las especies dentro de este género, su evolución y su relación con otras algas verdes. 

 

Huss y Sogin (1990) [124] fueron pioneros en utilizar las técnicas de análisis de ácidos 

nucleicos para la identificación de algas verdes. En este trabajo mencionan que realizar 

el análisis molecular a nivel de ADN del género Chlorella no arroja resultados 

concluyentes acerca de las relaciones interespecíficas dentro del mismo. Por el contrario, 

el análisis de las subunidades del ARN ribosomal (ARNr), sí parece ser útil para éste 

propósito, siendo las secuencias de ARNr de la subunidad pequeña (16S) una de las 

más estudiadas en organismos eucariotas y procariotas. 



40 Evaluación del efecto de la fuente de carbono sobre el crecimiento y la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri 

 

 

 

Estos mismos autores iniciaron en 1999 un estudio de la subunidad 18S del ARNr dentro 

de diferentes especies del género Chlorella para establecer su relación con otros 

miembros pertenecientes también a la división Chlorophyta y de allí concluyeron que el 

género se reduce a cuatro especies: C. vulgaris, P. kessleri , C. lobophora y C. 

sorokiniana. Más adelante, en 2004, Krienitz et al. [107] harían un valioso aporte al 

investigar la subunidad 18S del ARN ribosomal (ARNr) de Chlorella y otros taxa 

relacionados y la región ITS2 de 17 cepas de Chlorellaceae [107]. En este trabajo se 

encontró que esta familia está dividida en dos ramas o clados, es decir, grupos que 

proceden de un ancestro común: el clado Parachlorella que agrupa las especies Chlorella 

beijerinckii, Parachlorella kessleri, Discloster acuatus y Closteriopsis acicularis, y el clado 

Chlorella que incluye las especies C. vulgaris, C. lobophora y C. sorokiniana. En este 

punto se creó el género Parachlorella y la llamada hasta ese momento Chlorella kessleri 

se ubicó aquí con su correspondiente cambio de nomenclatura. La investigación más 

reciente acerca de la filogenia de Chlorella hizo una clasificación completa de 

Chlorophyta, Trebouxiophyceae y Chlorellaceae analizando esas mismas secuencias del 

ARNr [133].  

 

En 2009, Turmel et al. [134], secuenció el genoma del cloroplasto de P. kessleri y de C. 

vulgaris encontrando que entre ellas se conservan todos los 105 genes que se codifican 

a excepción del gen trnR (ccg) en P. kessleri.  

 

Basándose en estos hallazgos puede afirmarse que P. kessleri en efecto estaría 

estrechamente emparentada con el género Chlorella, en este estudio se asumirá que al 

menos en cuanto a procesos bioquímicos estas especies tienen los mismos 

comportamientos.  

2.1.3 Otros rasgos morfológicos 

A pesar de que la clasificación por caracteres morfológicos dio ideas erradas acerca de la 

verdadera clasificación de las especies del género Chlorella, sí fue útil para recolectar 
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información acerca del comportamiento y morfología de cada especie, entre las cuales se 

mencionan: 

 

- En el caso de P. kessleri además de la presencia de hidrogenasa y el pirenoide 

en forma de manto, se encontró también que la glucosa, la galactosa y la fructosa 

estimulan el crecimiento en luz y en oscuridad. La manosa y el acetato pueden 

soportar ligeramente el crecimiento de la microalga en cultivos bajo iluminación, 

pero la mayoría de las veces es inefectiva. El nitrógeno puede ser asimilado 

desde amonio o desde nitratos de manera equivalente [68]. P. kessleri no tolera 

altas concentraciones salinas, Kessler (1974) [135] estableció que este límite en 

tan solo 2%. Esta algo no tiene la capacidad de producir enzimas extracelulares 

que le permitan hidrolizar almidón y proteínas [136]. 

 

- En Latinoamérica fue reportada la presencia de P. kessleri en una laguna ácida 

volcánica en la región de la Patagonia (Argentina) y la importancia de este 

descubrimiento radica en que se comprobó que dicha especie es capaz de tolerar 

ambientes ácidos (pH entre 3 y 4) y temperaturas aproximadas de 35 ºC[137], 

[138], resultados que además confirmaron los obtenidos previamente por Kessler 

(1965, 1972, 1985) [126], [127], [139]. 

 

- Las fibras de la pared celular están compuestas exclusivamente de glucosamina, 

y la matriz de hemicelulosa contiene azucares como glucosa, galactosa, ramnosa, 

xilosa y en menores cantidades arabinosa, manosa y fructosa; su espesor es de 

aproximadamente 60 a 80 nm [137]. 

 

- P. kessleri no produce carotenoides secundarios (astaxantina, cantaxantina y 

xantofila) [138]. 

 

- La reproducción se realiza por autosporas, una célula madre produce 2, 4, 6, 8 y 

raramente 16 autosporas de forma elipsoidal o poliédrica [137].  
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2.1.4 Investigaciones en P. kessleri 

Una vez superada la controversia acerca de la taxonomía, las investigaciones se 

enfocaron en la bioprospección de la cepa, es así como una de las primeras 

investigaciones al respecto fue la de Řezanka y Podojil [140], [141]. Entre 1983 y 1984, 

estos autores describieron y separaron los ácidos grasos de cadena larga obtenidos de 

P. kessleri cultivada auto y heterotróficamente, mediante cromatografía liquida de alta 

eficiencia (HPLC) y cromatografía de gases acoplada a masas (CG-MS). Allí se encontró 

que la composición de ácidos grasos varía de acuerdo al tipo de crecimiento de las 

microalgas y que algunos de ellos se expresaron exclusivamente bajo una de las dos 

modalidades de crecimiento, pudiendo usarse como marcador taxonómico. En este 

sentido varios estudios se han hecho con el fin de inducir la sobreproducción de lípidos 

mediante la depleción de algún nutriente [142]–[146]. En P. kessleri la depleción de 

fósforo llevó al incremento de ácidos grasos insaturados [147] y Přibyl et al. (2012) [148] 

limitaron la concentración de nitratos y fosfatos lo cual resultó en el cese de la división 

celular y el incremento de lípidos en la célula.  

 

Otra aproximación al comportamiento de P. kessleri fue reportada recientemente [149]–

[152], quienes investigaron acerca de las características fotosintéticas de P. kessleri , la 

afinidad por el CO2, y los mecanismos de concentración del carbono. Sato y 

colaboradores [153] también profundizaron sus estudios en el proceso de síntesis de 

glicerolípidos que se forman en los cloroplastos y el efecto de la luz roja y azul fue 

investigado por Grotjohann et al., (1992) [154]. 

 

Una preocupación sobre la creciente contaminación de ecosistemas acuáticos por 

metales pesados y compuestos orgánicos persistentes (pesticidas e hidrocarburos) llevó 

a Juárez et al., (2008) [155] a evaluar no solo la tolerancia de P. kessleri a altas 

temperaturas sino también el efecto in vivo del cromo hexavalente (Cr+6) sobre el 

mecanismo fotosintético al mismo tiempo que se evaluó sobre Eudorina unicocca, otra 

microalga de agua dulce. La diferencia entre ellas es que P. kessleri presenta pared 

celular mientras las células de E. unicocca se encuentran cubiertas por un mucílago que 

constituyen diferentes mecanismos de exclusión para los metales pesados. Como 
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resultados encontraron que E. unicocca es mucho más sensible al Cr+6, tolerando 

concentraciones solo de 40 µM. En el caso de P. kessleri probablemente la presencia de 

pared celular le confiere mayor tolerancia al Cr+6 sin efectos significativos en su aparato 

fotosintético por concentraciones por debajo de 4000 µM. Estos efectos fueron 

observados gracias a la degradación de los pigmentos fotosintéticos inducida por la 

presencia del cromo. En cuanto a la tolerancia a herbicidas, Romero et al. (2011) [156] 

evaluaron el efecto que tiene el glifosato sobre P. kessleri. Éste herbicida actúa 

inhibiendo enzimas clave ya sea de la biosíntesis de aminoácidos o de porfirinas. La 

biosíntesis de proteínas en P. kessleri no se vio afectada y su crecimiento se detuvo 

después de 96 horas de ser expuesta a 70 mg·L-1 de glifosato, el estrés por la presencia 

de este compuesto en el medio desarrolló un incremento en la vacuolización, es decir, en 

el tamaño y número las vacuolas dentro de las células y en el número de esporangios, 

las estructuras reproductivas que forman la autosporas.  

 

En 2015, Kasiri et al., [157] utilizó la metodología de superficie de respuesta para 

optimizar variando la intensidad de luz, las concentraciones de fosfato y las 

concentraciones de CO2, obteniendo como valores óptimos 70 μmol·m-2·s-1 , 29 mM y 

35% respectivamente, un estudio similar también fue presentado por De Morais et al. 

(2007) [158]. 

 

En cuanto a la producción de biocombustibles P. kessleri también has sido usada en 

biorefinería para la producción de biogás [159] aunque solo alcanzó un rendimiento de 

metano del 62%. Este es un porcentaje medio teniendo en cuenta que microalgas como 

Chlamydomonas reinhardtii alcanzaron rendimientos hasta del 111%. Otra aplicación fue 

la realizada por Dandipet (2013) [160] destinada a la producción de P. kessleri enfocada 

al rendimiento en biodiesel, y para ello utilizó como materias primas hidrolizados de sorgo 

y maíz utilizados para la producción de bioetanol y un sistema heterotrófico. Wang et al. 

(2013) [161] investigaron el crecimiento mixotrófico de P. kessleri sobre agua residual 

suplementada con glucosa, glicerol y etanol, y el perfil de ácidos grasos obtenido. Bajo 

estas condiciones la microalga acumuló hasta el 54% de masa seca en lípidos (7,11 g·L-

1) para glucosa y para glicerol se obtuvo el 21,19%. Aunque en este último, 

aproximadamente la mitad de esos lípidos son saturados, lo cual convierte a esa 
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condición de cultivo en una de las más prometedoras para la obtención de biodiesel. Con 

esta misma finalidad incluso se han desarrollado nuevas metodologías de cultivo, como 

la propuesta por Shiratake et al. (2013) [162]. Esta busca incrementar el contenido de 

triglicéridos disminuyendo sustancialmente la cantidad de agua utilizada en los cultivos, 

puesto que solo requiere de una superficie húmeda constantemente para incrementar la 

biomasa. Otros esfuerzos también se han realizado para producir hidrógeno a partir de la 

transformación de biomasa de esta microalga [163]. 

 

Estudios similares al presentado en este trabajo, donde se evalúa el efecto modalidades 

de cultivo y diferentes fuentes de carbono a diferentes concentraciones sobre la 

composición bioquímica de P. kessleri son los realizados por Deng et al. (2019 a, b), 

Hamza et al. (2013) [5], [164], [165], sus resultados serán comparados y discutidos en el 

capítulo 4. 

2.2 Métodos de cultivo de microalgas 

Las microalgas son en la actualidad una de las materias primas más prometedoras por la 

versatilidad de productos que pueden ser obtenidos a partir de ellas como se observó en 

la Figura 1-1. Cualquiera que sea el producto de interés que se desee obtener, un cultivo 

de microalgas ideal es aquel que permita obtener los mayores rendimientos en los 

menores tiempos y a bajos costos. Para alcanzar la mayor productividad de biomasa en 

relación a los costos, es importante seleccionar cuidadosamente el método de cultivo 

adecuado en el cual se establezcan cuáles serán las fuentes de carbono y energía que 

soportarán el crecimiento de las microalgas. Estos métodos aparecen resumidos en la 

Tabla 2-1. 

Modo de crecimiento Fuente de energía 
Fuente de 
carbono 

Requerimientos de la 
disponibilidad de luz 

Fotoautotrófico o 
autotrófico 

Luz Inorgánica Obligatoria 

Heterotrófico Orgánica Orgánica No obligatoria 

Fotoheterotrófico Luz Orgánica Obligatoria 

Mixotrófico Luz y orgánica 
Inorgánica y 

orgánica 
No obligatoria 

Tabla 2-1: Modos de cultivo de microalgas [166]. 
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- En los cultivos autotróficos la fuente de carbono a partir de la cual se realizará la 

construcción de los componentes celulares es el dióxido de carbono (CO2) y la 

fuente de energía que permitirá romper los enlaces químicos es la luz. 

- En cultivos heterotróficos, la fuente de energía y de carbono es la misma: un 

compuesto orgánico que puede ser por ejemplo glucosa, acetato o glicerol, este 

tipo de cultivos no requiere de iluminación.  

- En los cultivos fotoheterotróficos las células usan luz para obtener energía y 

constituyen biomoléculas a partir del catabolismo de fuentes de carbono 

orgánicas. En esta modalidad, la luz y las fuentes de carbono orgánicas deben 

ser suministradas de manera obligatoria, esta alternativa ha sido poco estudiada, 

- y en la modalidad mixotrófica, ambas fuentes de carbono orgánica e inorgánica e 

iluminación son asimiladas al mismo tiempo, el CO2 es fijado mediante la 

fotosíntesis la cual requiere condiciones de iluminación, mientras que los 

compuestos orgánicos son asimilados a través de la fosforilación oxidativa y 

consumo de oxigeno (heterotrofía). 

 

Recientemente la modalidad mixotrófica ha sido más ampliamente estudiada debido a 

que muchas cepas de microalgas han demostrado tener tasas de crecimiento más altas 

comparadas con aquellas obtenidas bajo modalidades heterotróficas o autotróficas [9], 

[10], [167]–[169]. Algunos científicos sugieren que la tasa de crecimiento bajo la 

modalidad mixotrófica corresponde aproximadamente a la suma de tasas de crecimiento 

máximas obtenidas bajo cultivos autotróficos y heterotróficos [170]. Sin embargo, otros 

investigadores consideran que esta tasa de crecimiento no puede ser simplemente la 

combinación de ellas sino que más bien ambos procesos metabólicos pueden ser 

afectados sinérgicamente el uno al otro, lo que resulta en una mejora de la productividad 

de biomasa [166]. La modalidad heterotrófica también es bastante atractiva para los 

investigadores puesto que al no requerir luz disminuye los costos de producción, aunque 

pueden presentarse problemas de contaminación.  

 

Además de tener claridad sobre la modalidad de cultivo más conveniente, también es 

importante hacer una adecuada selección de la cepa de microalga que alcance los 
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mejores rendimientos en la configuración de cultivo que sea seleccionada: lote, lote 

alimentado, continuo, o semicontinuo a escala laboratorio, piloto o comercial, o el modo 

metabólico de crecimiento (Tabla 2-1). En este punto es importante tener en cuenta que 

aunque existen varias especies capaces de intercambiar sus vías metabólicas y 

adaptarse a los diferentes modos de crecimiento, su éxito no puede generalizarse puesto 

que incluso con la misma especie pueden presentarse resultados diferentes. Esto 

dependerá en parte de la especie de microalga utilizada puesto que muchas de ellas 

pueden ser autótrofas obligadas o heterótrofos facultativos [170]. En algunos casos 

pueden desarrollarse mixotróficamente pero sólo bajo ciertas condiciones específicas de 

intensidad lumínica [7] y en otros simplemente son incapaces de metabolizar ciertas 

fuentes de carbono [68]. Además de la fuente de carbono suplementada también deben 

brindarse concentraciones óptimas de macro y micronutrientes, ya que deficiencias en 

cualquiera de ellos causa cambios metabólicos y fisiológicos y decrecimiento en la 

productividad [54]. Una vez alcanzada la cantidad de biomasa óptima, los procesos 

siguientes tienen que ver con la cosecha de la biomasa, la disrupción celular para la 

extracción de los productos químicos de alto valor y su separación o purificación si es el 

caso [170]. 

 

En la Tabla 2-2 se enumeran las ventajas y limitaciones de las modalidades de cultivo 

más utilizadas para microalgas, y la selección del método más adecuado dependerá de 

los productos y subproductos que se deseen obtener. Para cada una de las limitaciones 

descritas en la Tabla 2-2 existen oportunidades de mejora, y algunas de ellas se resumen 

en la Figura 2-2. Entre ellas se puede resaltar la que tiene que ver con la manipulación 

metabólica de las cepas por medio del modo de cultivo, y por lo tanto en la producción de 

metabolitos primarios. Por esta razón las microalgas exhiben una variada composición 

bioquímica (contenido de lípidos, proteínas y carbohidratos) que depende no solo de la 

especie, sino de las condiciones bajo las que se hacen los cultivos. Esto incluye el tipo de 

fuente de carbono, regímenes de luz o la disponibilidad de otros macro y micronutrientes. 

 

Esta variabilidad hace difícil la estandarización de procesos de transformación de esa 

materia prima, en la producción de biodiesel (en la cual se espera un alto contenido de 

lípidos en la microalga) o de biocrudo (que contenga bajos contenidos de nitrógeno y 
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azufre) [33]–[37]. Este es un inconveniente fundamental debido a que la uniformidad del 

proceso de producción, la calidad y composición del producto dependerá de la 

composición de la materia prima utilizada. 

 

 

Figura 2-2: Retos y opciones de mejora en cultivos mixotróficos y heterotróficos de 

microalgas [170] 



48 Evaluación del efecto de la fuente de carbono sobre el crecimiento y la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri 

 

 

Cultivos heterotróficos Cultivos mixotróficos 

Ventajas 

Altas tasas de crecimiento y productividades de biomasa comparados con los cultivos 

fotoautotróficos (pueden ser superiores hasta 3 y 4 veces) 

Permite altas tasas de crecimiento en menores tiempos de cultivo y rendimientos de biomasa más altos 

comprados con modos de crecimiento autotrófico y heterotrófico debido a que la célula asimila 

simultáneamente dióxido de carbono y una fuente de carbono orgánica 

Posibilidad de manipular la composición de biomasa mediante el cambio de sustratos orgánicos 

que estimulan vías metabólicas y biosintéticas específicas 
Fase exponencial más prolongada 

Reducción en los costos de construcción de los bioreactores 
Se reduce la perdida de biomasa causada por la respiración en las condiciones de oscuridad 

(heterotrofía) 

Se elimina la limitación que presenta el crecimiento autotrófico que tiene que ver con la distribución 

eficiente de la luz cuando el cultivo alcanza altas densidades celulares. 
Reducción del efecto fotoinhibitorio que puede darse 

 
Flexibilidad para intercambiar el metabolismo entre el modo autotrófico y heterotrófico dependiendo de 

la disponibilidad de luz y de carbono orgánico 

 
Protección contra el daño foto-oxidativo debido a la acumulación de oxigeno que sucede generalmente 

en sistemas de cultivo cerrado. 

Posibilidad de usar aguas residuales para remover materia orgánica por la eficiencia en la remoción de nutrientes (N y P). 

Mayor acumulación de lípidos en comparación con cultivos fotoautotróficos. 

Limitaciones 

- Requerimiento de inyección de oxígeno para llevar a cabo la respiración. 

- Incapacidad para producir metabolitos que requieren ser inducidos por luz. 

- La adición de un sustrato orgánico aumenta los gastos de energía y los costos generales puede presentarse contaminación y competencia con otros microorganismos que crecen más rápido que 

las microalgas. 

- La cantidad de microalgas que pueden crecer heterótrofo y mixotróficamente es limitada. 

- Necesidad de construcción de bioreactores complejos que mantengan condiciones de oxigenación, temperatura y agitación que puedan mantener la esterilidad del cultivo que implican el gasto 

de energía eléctrica, costos de construcción y operación. Tabla 2-2: Ventajas y limitaciones de los cultivos heterotróficos y mixotróficos de microalgas. Adaptado de [77], [170]–

[176][170][170][170][170][170]. 
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2.3 Metabolismo de microalgas 

2.3.1 Fotosíntesis en microalgas 

Las microalgas toman el carbono atmosférico en forma de CO2 o ácido carbónico 

(H2CO3) y lo fijan, es decir, lo trasforman en biomasa mediante la fotosíntesis. En este 

proceso se forman hexosas con las cuales se construirán los componentes celulares 

liberando oxígeno atmosférico como subproducto. Los ecosistemas marinos absorben 

aproximadamente la misma cantidad de CO2 desde el atmósfera como ecosistemas 

terrestres [177], específicamente, los productores primarios marinos absorben alrededor 

de 50 Gt de carbono por año [178]. 

 

Para llevar a cabo la asimilación del carbono inorgánico, la fotosíntesis involucra algunas 

reacciones que se deben realizar en presencia de luz y otras que no dependen 

directamente de ella. Este proceso se expone en la Figura 2-3. 

 

 

Figura 2-3: Resumen esquemático de la fotosíntesis. Adaptado de Masojídek et al. (2013) 

[179]. 

 

La fotosíntesis requiere dos etapas: reacciones dependientes de la luz en las que se 

producen además del oxígeno, moléculas de alta energía de adenosín trifosfato (ATP) y 

dinucleótido fosfato de nicotinamida adenina reducido (NADPH). Estas son 

posteriormente utilizadas en el ciclo de Calvin-Benson en el cual se fija el carbono; a 

estas reacciones posteriores también se les llama reacciones no dependientes de la luz 

[179]. 
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En un proceso complementario, durante las horas de oscuridad, ocurre el proceso 

contrario a la fotosíntesis en el cual se consume oxígeno para realizar la catálisis de los 

carbohidratos. Este proceso es llamado respiración, por lo tanto la fotosíntesis se 

considera como la suma de la fotosíntesis neta (producción de O2) y la respiración 

(consumo de O2) [179]. Sin embargo, es de especial atención la cantidad de radiación 

lumínica que puedan llegar a recibir los organismos fotoautotróficos, pues intensidades 

muy altas de luz pueden causar destrucción de clorofilas y la fotoinhibición Esto trae 

como consecuencia que la mayoría de la luz solar es desperdiciada como calor y solo 

una pequeña parte de ella es aprovechada y convertida por la fotosíntesis [180]. Esta 

radiación también es llamada radiación fotosintéticamente útil (en inglés: PAR) y 

corresponde aproximadamente al 45-50% del total de la radiación recibida [181]. 

 

 Reacciones dependientes de la luz 

 

Para dar inicio a la fotosíntesis se requiere que las partículas que los fotones, sean 

atrapados por la clorofila presente en los cloroplastos. La Figura 2-4 describe la 

estructura característica de estos organelos en el filo Chlorophyta. Dentro de los 

cloroplastos, la estructura básica del aparato fotosintético consta de una serie de 

vesículas membranosas aplanadas llamadas tilacoides o discos, y una matriz o estroma 

circundante.  

 

Figura 2-4: Esquema de la estructura del cloroplasto en Chlorophyta. Tomado de Lee 

(2008) [115]. 
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El cloroplasto se caracteriza por poseer doble membrana y en su interior los tilacoides se 

agrupan de dos a seis por banda, en una agrupación llamada grana. La fotosíntesis 

ocurre en la membrana tilacoidal, que contiene las moléculas de clorofila y la fijación de 

dióxido de carbono ocurre en el estroma [115]. En la membrana tilacoidal se encuentran 

los siguientes complejos: i) complejos captadores de luz, que captan los fotones y se 

encargan de transferirlos al centro de reacción, ii) fotosistemas I y II (el fotosistema I 

absorbe luz de longitudes de onda largas-infrarrojo- y el fotosistema II absorbe luz de 

longitudes de onda más cortas-rojo-[182]) iii) citocromo b6 y iv) ATP sintasa [115], [179], 

[183] en la Figura 2-5 se ilustra la membrana tilacoidal y la transferencia de electrones 

dentro de ella. 

 

Figura 2-5: Esquema del arreglo de los fotosistemas I y II, complejo citocromo b6 y ATP 

sintasa dentro de la membrana del tilacoide. hv: energía de la luz, PS I: fotosistema I, PS 

II: fotosistema II, PQ: plastoquinona, PQH2: plastoquinona reducida, Cyt bf: Complejo 

citocromo b6/f, PC: plastocianina, FNR: ferredoxina, ADP: adenosín difosfato [179]. 

 

El sistema de la Figura 2-5 actúa como una cadena transportadora de electrones y su 

objetivo es transferir electrones desde compuestos que tienen alta tendencia a ganarlos 

hasta compuestos que tienen alta tendencia a cederlos. Dado que los electrones 

necesarios para iniciar el proceso deben ser extraídos de la molécula de agua y ésta a su 

vez es una molécula con un potencial de reducción (E0) bastante bajo, (i.e. baja 
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tendencia a transferir electrones), se requiere de la energía de la luz (hv) para realizar la 

fotólisis y romper la molécula de H2O. De allí se liberan electrones que son atrapados en 

el fotosistema II (PSII) y luego son transferidos a través de la membrana tilacoidal por 

una serie de transportadores que incluye plastoquinonas, citocromo b6/f, plastocianina y 

finalmente al fotosistema I (PSI). En la membrana tilacoidal se inician los pasos que 

llevan a la reducción de NADP+ a NADPH que actúa como el transportador de electrones 

desde la fotosíntesis al ciclo de Calvin-Benson donde serán requeridos más adelante. 

Durante el paso de los electrones a través de esta cadena también se liberan protones 

(H+), que generan una fuerza protón motriz que inicia la producción de ATP catalizado 

por la enzima ATP sintasa que también será requerida en el ciclo de Calvin [182].  

 

 Reacciones no dependientes de la luz 

 

El ATP y NADPH producidos en la fotosíntesis ahora deberán ser utilizados en el 

siguiente proceso que consiste en el anabolismo de carbohidratos a partir del dióxido de 

carbono atmosférico. La enzima clave del proceso es la ribulosa bisfosfato 

carboxilasa/oxigenasa (RuBisCO). La enzima RuBisCO recibe su nombre debido a que 

presenta actividad carboxilasa y oxigenasa que son competitivas entre sí y dependen de 

la concentración de CO2 u O2 cerca del sitio activo de la enzima. Cuando existe exceso 

de O2 en el medio, éste puede ser captado por RuBisCO y conducido por una ruta 

metabólica diferente llamada fotorrespiración [184]. Mientras la fotorrespiración tenga 

lugar, la célula no puede llevar a cabo reacciones fotosintéticas, consumiendo ATP y 

NADPH obtenidos de la fotosíntesis (Ver Figura 2-6a). Por otro lado, una alta 

concentración de CO2 en el medio conducirá a la biosíntesis de macromoléculas, proceso 

llamado también como el ciclo de Calvin-Benson el cual tiene lugar en el estroma de los 

cloroplastos (Figura 2-4) y se lleva a cabo en cuatro fases consecutivas, la Figura 2-6(b) 

ilustra los pasos que se explican a continuación  

 

i) Fase de carboxilación: esta primera fase consiste en adicionar una molécula 

de CO2 a la ribulosa bifosfato, la reacción es catalizada por la enzima 

RuBisCO. De esta reacción se generan dos moléculas de 3-fosfoglicerato 

[179]. 
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ii) Fase de reducción: el 3-fosfoglicerato es fosforilado con una molécula de 

ATP para producir 1,3-bifosfoglicerato, después una molécula de NADPH 

generada desde la fotosíntesis transfiere un electrón a la molécula, lo cual 

produce que la molécula sea reducida a gliceraldehído-3-fosfato. esta 

molécula es clave porque es intermediaria en la glucólisis [179], [182]. 

iii) Fase de síntesis: los carbohidratos son sintetizados a partir de 

gliceraldehído-3-fosfato, pero también a partir de esta molécula se generan 

ácidos grasos, aminoácidos y ácidos orgánicos [179]. 

iv) Fase de regeneración: la ribulosa bifosfato es regenerada para volver a 

comenzar el ciclo [179]. 

 

 

Figura 2-6: Fotorrespiración y Ciclo de Calvin. a. Comparación entre las actividades 

oxigenasa y carboxilasa de RuBisCO. b. Esquema del ciclo de Calvin [179], [182],[184]. 
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Durante la fotorrespiración el oxígeno es acoplado al azúcar ribulosa 1,5-bifosfato (RuBP) 

por la enzima RuBisCO de este proceso se obtiene como producto CO2, además de 

serina y amonio. Ambos procesos consumen ATP y NADPH con la diferencia que en la 

fotorrespiración esta energía es consumida sin que se dé la biosíntesis de carbohidratos 

lo cual representa una ineficiencia potencialmente significante en términos energéticos. 

En el Ciclo de Calvin el dióxido de carbono (CO2) es adicionado a una molécula de 1,5 

ribulosa bifosfato (RuBP) catalizado por la enzima RuBisCO y tiene como finalidad la 

asimilación de carbono inorgánico para su transformación en materia orgánica. 

 

El gliceraldehído 3-fosfato obtenido en el ciclo de Calvin es transportado fuera del 

cloroplasto hacia el citosol de la célula y en este punto puede ser desviado hacia dos 

rutas metabólicas diferentes según las necesidades de la célula: la síntesis de 

carbohidratos (gluconeogénesis) o la ruta oxidativa a través de la glicólisis para obtener 

piruvato. 

2.3.2 Rutas metabólicas 

El gliceraldehído 3-fosfato que proviene del ciclo de Calvin es el precursor clave de varios 

procesos biosintéticos relacionados a continuación: 

 

 Ruta Embden-Meyerhof-Parnas 

Esta ruta llamada así en honor a sus descubridores implica la oxidación de glucosa hasta 

piruvato, proceso conocido también como glucólisis y su proceso reverso que implica la 

síntesis de glucosa (gluconeogénesis) desde algún intermediario del proceso. La mayoría 

de sus reacciones son reversibles excepto algunas que son altamente reguladas (son 

favorecidas energéticamente en la dirección de síntesis de glucosa) y requieren enzimas 

diferentes en cada dirección (Figura 2-7). 

 

El gliceraldehído-3-fosfato, producto del ciclo de Calvin, ingresa en la ruta de Embden-

Meyerhof-Parnas (EMP) y funciona como un intermediario clave en la síntesis de 

biomoléculas, este proceso ocurre en el citosol. 
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 Gluconeogénesis:  

Cuando las microalgas son cultivadas en condiciones autotróficas se requiere sintetizar 

glucosa a partir del gliceraldehído-3-fosfato proveniente del ciclo de Calvin. El 

gliceraldehído-3-fosfato es convertido a fructosa-6-fosfato y posteriormente a glucosa-6-

fosfato que seguirá la ruta de las pentosas (Figura 2-7) [182], [185]. Este ciclo es clave 

para obtener glucosa, que es precursora de polisacáridos (principalmente almidón) y de 

pentosas que formarán más adelante los ácidos nucleicos.  

 

 Glucólisis:  

En organismos heterotróficos, la glucosa es transportada al interior de la célula y 

mediante este proceso es oxidada a piruvato (Figura 2-7) [186]. Este proceso es 

importante porque de él se obtiene energía y especies reductoras que corresponden a 

dos moléculas de ATP y NADH por cada molécula de glucosa que son necesarios en 

otros procesos celulares [182]. La glucólisis además convierte los carbohidratos en 

compuestos que sufren oxidación terminal (acetil-CoA) o que se usan para la biosíntesis. 

 

 Ruta de las pentosas: 

Una vez que la glucosa es obtenida por la célula, sea a través de gluconeogénesis o 

mediante transporte activo desde el exterior, puede seguir esta ruta alterna. El principal 

objetivo de la ruta de las pentosas es utilizar la glucosa para generar NADPH, pentosas 

(ribosa y desoxirribosa) y treosas que se usan en reacciones biosintéticas de nucleótidos 

y aminoácidos (Figura 2-7) [182]. 

 

En esta ruta, por cada tres moléculas de glucosa-6-fosfato se generan tres moléculas de 

CO2 y tres azúcares de cinco carbonos. La ribulosa-5-fosfato entra a una serie de 

reacciones en las cuales los azúcares de entre tres y siete carbonos son interconvertidas 

a glucosa-6-fosfato. Este puede ingresar nuevamente en la ruta y ser oxidado, lo que la 

convierte en alternativa de la glucólisis. La mayoría de enzimas encontradas en esta ruta 

participan también en el ciclo de Calvin, es decir, el metabolismo del carbono en el 

citoplasma y el mecanismo fotosintético son regulados por controles celulares comunes.  
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Figura 2-7: Esquema de la ruta Embden-Meyerhof-Parnas y de la ruta de las pentosas. 

La flecha roja indica la catálisis de glucosa hasta piruvato, este proceso es llamado 

glucólisis. Por otra parte, cuando la célula realiza fotosíntesis, la célula sintetiza glucosa a 

partir del gliceraldehído-3-fosfato (G3P) en el proceso indicado con la flecha color verde 

el cual es llamado gluconeogénesis. Adaptado de Chen & Jiang (2017), Madigan et al. ( 

2015),  Pérez-García et al. (2000) y Chen et al. (2000) [182], [184], [187], [188]. 

 

La ruta EMP comparte muchos intermediarios con el ciclo de las pentosas fosfato y es 

por eso que ambas pueden ser interactivas.  

 

 Ciclo del ácido cítrico: 

La Figura 2-8 describe el ciclo del ácido cítrico, ciclo de Krebs o ciclo de los ácidos 

tricarboxílicos. Esta es la principal ruta de oxidación de los carbohidratos y ácidos grasos. 

Es importante porque la suma de la glucólisis y el ciclo del ácido cítrico producen en total 
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38 moléculas de ATP por cada molécula de glucosa y algunos de sus intermediarios 

como ácido glutárico y el oxaloacetato son precursores de varios aminoácidos.  

 

El ciclo inicia cuando el piruvato (una molécula de tres carbonos) obtenido en la glicólisis, 

es transportado hasta las mitocondrias y es oxidado a acetil (molécula de dos carbonos), 

el carbono restante es liberado como CO2. El acetil se une a una molécula de coenzima 

A y forman el acetil coenzima A (Acetil-CoA), el cual se condensa con oxaloacetato para 

generar citrato. El ciclo resulta en la oxidación del piruvato a 3 moléculas CO2, y en la 

obtención de intermediarios como el ácido glutárico que es enviado a la ruta de 

biosíntesis de aminoácidos y de malato que es clave para la síntesis de ácidos grasos 

[182]. Además se obtienen NADH y FADH2 que son moléculas de alta energía capaces 

de donar electrones [182]. El oxaloacetato regenerado puede ir también en una reacción 

reversible para convertirse en piruvato y retornar a la gluconeogénesis [189]. 
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Figura 2-8: Ciclo de Krebs o ciclo de ácidos tricarboxílicos. Tiene lugar en la mitocondria. 

[187], [190] 

 

 Biosíntesis de polisacáridos: 

Los polisacáridos son sintetizados adicionando una forma de glucosa activada a un 

polímero preexistente. En microalgas, el principal polímero de reserva es el almidón y se 

sintetiza en el cloroplasto, en el cual cada una de las unidades de glucosa está unida por 

enlaces 1-4 α-glucosídicos formando una cadena llamada glucosan o glucano. El ciclo 

comienza en el proceso de gluconeogénesis cuando la fructosa-6-fosfato se convierte a 

glucosa-6-fosfato, más adelante a glucosa-1-fosfato y finalmente a ADP-glucosa. El 

almidón consta de dos fracciones, la amilosa que no es soluble en agua fría y la 

amilopectina que sí lo es. La amilosa comprende casi 20% en masa del almidón y 

consiste de varios cientos de moléculas de glucosa unidas entre sí por enlaces 14-α-

glucosídicos. La amilopectina comprende 80% restante del almidón y es más compleja 

en estructura que la Amilosa puesto que contiene ramificaciones 16-α-glucosídicas, 

aproximadamente cada 25 unidades de glucosa [189], [191] (Figura 2-9). 

 

 Biosíntesis de lípidos: 

Los lípidos son un grupo heterogéneo de componentes que incluyen grasas, aceites, 

esteroides y ceras que se relacionan más por sus propiedades físicas que químicas, son 

relativamente insolubles en agua y solubles en solventes no polares. Los lípidos más 

simples son ésteres de ácidos grasos (largas cadenas carbonadas) con alcohol. Los 

ácidos grasos pueden ser saturados (solo presentan enlaces sencillos en la porción larga 

hidrófoba de la molécula) o instaurados (presentan uno más enlaces dobles en su 

cadena), también pueden ser ramificados o tener un número impar de átomos de 

carbono. El número y la posición de estos dobles enlaces a menudo es específico de la 

especie o del grupo, y los dobles enlaces generalmente se forman por de-saturación de 

un ácido graso saturado. Los ácidos grasos son de alta importancia fisiológica puesto 

que son los principales componentes de las membranas(glicoglicerolípidos y 

fosfoglicerolípidos) y porque son reservas de energía de la célula (triacilglicerol) [192], 

[193]. 
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Su biosíntesis requiere carbono en forma de acetil-CoA, ATP, NADPH y un conjunto de 

proteínas codificadas en el núcleo celular y se lleva a cabo en los cloroplastos. Se cree 

que la molécula de acetil-CoA es demasiado grande como para ingresar al cloroplasto 

debido a su limitada permeabilidad y la falta de transportadores. Por esto comúnmente, 

se acepta que el acetil-CoA se produce en cada compartimento celular que lo requiere 

como un iniciador importante en diversas reacciones bioquímicas [194].Existen varias 

rutas bioquímicas que suceden dentro del cloroplasto que podrían conducir a la 

producción de acetil-CoA, pero la que se considera la mayor fuente, es la mediada por la 

enzima piruvato deshidrogenasa. El fosfoenolpiruvato proveniente de la glucólisis (Figura 

2-7) ingresa al cloroplasto y allí su grupo fosfato es removido gracias a la acción de la 

enzima piruvato quinasa plastídica obteniendo piruvato. Luego la piruvato 

deshidrogenasa actúa sobre el piruvato retirando un grupo carboxilo para obtener el 

radical acetil. El proceso requiere coenzima A (CoA), NAD+ como receptor de electrones 

y ácido lipóico como cofactor, y es regulada por luz, Mg+, y se inhibe por la 

retroalimentación de acetil-CoA y NADH [193]. 

 

Posteriormente, al acetil-CoA es agregado un CO2 para obtener malonil Co-A por la 

enzima acetil-CoA carboxilasa. Posteriormente el grupo malonil es transferido a una 

proteína transportadora de grupo acilo (ACP por sus siglas en inglés) y de esta manera 

se obtiene malonil-ACP [193]. 

 

Los ácidos grasos son sintetizados por la condensación de acetil-CoA y malonil-ACP, 

este proceso involucra la adición de dos carbonos cada vez a la proteína ACP. Esa 

proteína retiene el ácido graso en crecimiento a medida que se construye y lo libera una 

vez que ha alcanzado su longitud final. Cada alargamiento de dos carbonos implica 

cuatro pasos enzimáticos: condensación, reducción, deshidratación y una segunda 

reducción que consume dos moléculas de NADPH y libera una molécula de CO2 del 

malonil-ACP [182], [193].  

 

La síntesis de ácidos grasos termina por la acción de las tioesterasas acil-ACP que 

generan ACP y cadenas de ácidos grasos libres de los complejos acil-ACP. Estos 

corresponden a: 16:0-ACP (16 carbonos, sin insaturaciones unidos a la proteína ACP), 
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18:0-ACP (18 carbonos, sin insaturaciones unidos a la proteína ACP, 18: 1Δ9-ACP (18 

carbonos, 1 insaturación en el carbono 9 de la cadena unidos a la proteína ACP) y a 

veces 14 0-ACP ACP (14 carbonos, sin insaturaciones unidos a la proteína ACP). Los 

ácido grasos acil-ACP tioesterasas son las responsables de remover la proteína ACP 

para que pueda volver a ser usada como acetil-CoA [193]. 
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Figura 2-9: Biosíntesis del almidón. Se ilustran también las estructuras de la amilosa y la amilopectina. Adaptado de McMurry 

(2008)y Wünschiers (2013) [189], [191].
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Las cadenas de ácidos grasos son llevadas al retículo endoplasmático donde serán 

transformados en triglicéridos mediante la llamada ruta Kennedy. En esta ruta los ácidos 

grasos sufren una transesterificación de la siguiente manera: el gliceraldehído-3-fosfato 

proveniente del ciclo de Calvin es reducido a glicerol-3-fosfato. Esta es una molécula de 3 

carbonos, suceden dos transferencias de acilo consecutivas desde acil-CoA a las posiciones 

1 y 2 del glicerol-3-fosfato para generar ácido lisofosfatídico y ácido fosfatídico (PA) es decir, 

un difosfoglicérido. Finalmente la enzima 1,2-diacilglicerol aciltransferasa cataliza el último 

paso que es la transesterificación terminal por un acil-CoA de la posición 3 del 

difosfoglicérido [188]. 

 

La acumulación de lípidos depende de las condiciones ambientales en las cuales se 

encuentre la microalga, por ejemplo, la depleción de algún nutriente conlleva a la producción 

de altas cantidades de lípidos. La composición de ácidos grasos de las células varía de una 

especie a otra y varía también de acuerdo a las condiciones de crecimiento [193]. El hecho 

de que algunas microalgas sean mayores productoras de lípidos parece estar relacionado 

con el número de genes que codifican enzimas relacionadas con la síntesis de lípidos tal es 

el caso de C. reinhardtii, P. tricornutum y Ectocarpus siliculosus.  

  

 Biosíntesis de proteínas: 

Esta tiene lugar en los ribosomas, donde la secuencia de nucleótidos del ácido 

ribonucleico mensajero (ARNm) es traducida a la secuencia de aminoácidos de una 

proteína, por lo cual el ARNm se acopla al ribosoma. En el primer paso, el ARN de 

transferencia (ARNt) identifica la secuencia iniciadora de la traducción en el ARNm que 

es una secuencia específica de nucleótidos que marcan siempre la iniciación de la 

síntesis de una proteína. El segundo paso es la elongación donde sucesivos ARNt se 

acoplan a la cadena de ARNm, el ARNt trae consigo aminoácidos que van siendo unidos 

entre ellos por enlaces peptídicos. La traducción termina cuando es leída una secuencia 

de terminación en el ARNm.  
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2.3.3 Asimilación del carbono orgánico durante el 

metabolismo mixotrófico y heterotrófico 

Como se explicó en el apartado 2.2, una de las formas de alcanzar mejores rendimientos en 

los cultivos manteniendo una adecuada relación costo-beneficio es mediante la adición de 

fuentes de carbono orgánicas.  

 

Los análisis económicos muestran que en general, del total de costos de producción, la 

fuente de carbono orgánica representa un 45,4%, los micronutrientes el 3,3%, la electricidad 

30,6%, la esterilización por vapor el 14,2% y la aplicación de aire estéril el 6,6% [61], [173], 

[195]. 

 

Para tener certeza sobre cuáles son las fuentes de carbono que la microalga puede asimilar 

es importante desarrollar pruebas a nivel laboratorio antes de iniciar un proceso a gran 

escala. En la biomasa microalgal, el carbono representa casi el 50% del peso seco y por lo 

tanto uno de los mayores costos de inversión en los sistemas de producción. Esto crea la 

necesidad de encontrar sustratos cada vez más económicos y asequibles. Entre los 

sustratos que están siendo explorados han tomado fuerza aquellos que se generan como 

subproducto de otros procesos de transformación. Este es el caso de la glicerina 

proveniente del proceso de elaboración de biodiesel o el uso de aguas residuales 

domésticas y/o de procesos agroidustriales [15], [51], [101], [196]–[200].  

 

A nivel metabólico, la asimilación de las fuentes de carbono orgánicas tiene como finalidad 

la obtención de energía en forma de ATP. Esto permite el mantenimiento celular, biosíntesis 

y la obtención de esqueletos de carbono para la formación de biomoléculas, implicando que 

se transfieran electrones desde estas moléculas hasta un aceptor final: el oxígeno. Tales 

fuentes de carbono orgánicas pueden ser metabolizadas bajo heterotrofía, mixotrofía, 

fotoheterotrofía para producir biomasa o metabolitos de alto valor [170]. 

 

Bajo heterotrofía, el carbono tomado por la célula debe ser transformado en intermediarios 

de las principales vías metabólicas, reemplazando las moléculas producidas 

fotosintéticamente, las células deben tener la facultad para dividirse y activar los metabolitos 
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en ausencia de luz. Bajo este proceso la energía se genera a través de la fosforilación 

oxidativa acompañada por consumo de O2 como aceptor final de electrones.  

 

En mixotrofía la fijación del carbono inorgánico se hace mediante la fotosíntesis y el carbono 

orgánico es asimilado a través de la respiración aerobia, influida por la disponibilidad de O2. 

Se ha observado que cuando se presenta esta modalidad de crecimiento, la célula de cierta 

manera se “acostumbra” a utilizar el carbono orgánico y disminuye su afinidad por el CO2, 

pero el poco CO2 que logra asimilar es procesado hasta siete veces más eficientemente 

comparado con regímenes autotróficos [201]. La fuente de carbono orgánica mejora la 

respiración en luz y en oscuridad y aunque se esperaría que como producto de esta 

respiración exista una cantidad de CO2 considerable en el medio, de hecho es todo lo 

contrario. En este caso se encuentra en bajas concentraciones, probablemente debido a la 

asimilación más eficiente del mismo y a que pueda estar siendo reciclado por la parte 

fotosintética de la modalidad mixotrófica.  

 

 Glucosa 

La glucosa es la fuente de carbono más comúnmente utilizada porque se alcanzan mejores 

rendimientos celulares comparados con otras fuentes de carbono (azúcares, alcoholes o 

ácidos orgánicos) y esto se explica en el hecho que la molécula de glucosa libera más 

energía (i.e. 2872 kJ·mol−1)durante su catálisis en comparación con otros sustratos (glicerol  

1643 kJ·mol−1, ácido acético 894 kJ·mol−1, etanol 1319 kJ·mol−1) [187].  

 

Cuando la glucosa está presente en el medio, la glucosa ingresa al citoplasma de las 

microalgas por medio de un transporte activo de hexosas ligado a simporte de protones, 

este mecanismo transporta azúcares y protones con una estequiometria de 1:1 [202] y la 

célula debe invertir una molécula de ATP por cada molécula de glucosa transportada. Este 

sistema transportador es codificado por el gen hup1, la síntesis del transportador inicia 

aproximadamente a los 15-18 minutos después de agregar el azúcar al medio [188]. La 

expresión de este gen en Chlorella es inducido solamente por la presencia de D-glucosa, D-

fructosa, y D-galactosa pero no por pentosas, sacarosa, D-manosa o disacáridos [187]. Esta 

es la razón por la que Shihira & Krauss [68] encontraron diversidad en la respuesta de 

crecimiento cuando evaluaron el crecimiento de los aislados de Chlorella en medios 
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suplementados con diferentes tipos de azúcares. Chlorella además posee dos genes más 

relacionados con el transporte de hexosas: hup2 y hup3 conducidos también por la 

presencia de glucosa. En P. kessleri se activaron los genes hup1, aat (translocador de 

nucleótidos de adenina que intercambia ATP mitocondrial por ADP citosólico) [203] y gap1 

que cataliza la transformación de gliceraldehído-3-fosfato en 1,3-bifosfoglicerato cuando la 

microalga se transfirió a un medio con glucosa y se sometió a un crecimiento heterotrófico 

[187].  

 

El factor presencia o ausencia de luz interactúa también con la glucosa en el medio, 

afectando varias de las rutas metabólicas de las microalgas: cuando se tienen en un 

régimen de crecimiento mixotrófico, la luz “regula a la baja” la expresión del gen hup1 y por 

lo tanto la eficacia de la toma de glucosa. La glucosa que logra ser ingresada al interior de la 

célula es metabolizada principalmente por la ruta glucolítica. Por el contrario, bajo 

condiciones de heterotrofia la glucosa es metabolizada principalmente por la ruta de las 

pentosas (Figura 2-7) [73], [170], [184], esto significa que para obtener el gliceraldehído-3-

fosfato la célula recurre a la transformación de la glucosa a sedoheptulosa-7-fosfato, como 

se ilustra en el recuadro de la Figura 2-7. Por ejemplo Boyle& Morgan (2009) [182] y Chen 

Yang et al. (2000) [202], reportan que en Chlorella sorokiniana, bajo crecimiento 

heterotrófico la glucosa es metabolizada en un 90% mediante la ruta de las pentosas. En 

este caso, a pesar de presentar una concentración similar a la presentada bajo el 

crecimiento autotrófico, la concentración de enzima necesaria para transformar glucosa-6-

fosfato a fructosa-6-fosfato disminuye en su actividad. Las demás enzimas necesarias para 

transformar el gliceraldehído-3-fosfato aguas abajo del proceso glicolítico no se ven 

afectadas ni en concentración ni en actividad. En el metabolismo heterotrófico también es 

obvia una esperada reducción en la concentración de las enzimas del ciclo de Calvin 

encargadas de la fijación de carbono inorgánico [170]. En cuanto al ciclo de Krebs, éste 

parece no estar influido por el efecto de la luz tal como reportan los estudios de Hong & Lee 

(2007) [182], Yang et al. (2002) [203], Chen et al., (2000) [204]. En este caso pues las 

concentraciones y actividades de las enzimas no presentan variación en el crecimiento auto, 

hetero o mixotrófico [170]. Otro efecto de la iluminación reportado en la literatura fue el 

reportado por Cho et al. (1981) [207], en el que describe que en ausencia de luz, la glucosa 

presente en el medio induce la expresión de dos genes transportadores de aminoácidos a 
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través de la membrana celular. La glucosa no inhibe la ruta EMP, el ciclo de las pentosas ni 

el ciclo de Krebs, por lo cual se reportan tasas de crecimiento en cualquiera de las 

modalidades de cultivo superiores a las autotróficas [170]. 

 

La presencia de glucosa también tiene un efecto sobre el pH del medio. Al inicio del cultivo 

el medio se torna ácido debido a los productos ácidos de su metabolización excretados por 

la microalga (ácido fórmico y acético). Aproximadamente, al segundo día del cultivo, se 

contrarresta acidez porque cuando se toma la glucosa los protones también son 

transportados al interior de la célula. Esto provoca una alcalinización del medio por aumento 

en la concentración en iones OH-. 

 

En cuanto a las tasas de crecimiento, la mayoría de estudios reportan mejores resultados 

para cultivos heterotróficos alimentados con glucosa. Sin embargo, en otras investigaciones 

[208] se reportan mejores resultados bajo el crecimiento fotoautotrófico. Es importante 

aclarar que los efectos de la glucosa sobre el metabolismo de las microalgas pueden variar 

de una especie de microalga a otra y si la iluminación es o no suministrada. En cultivos 

mixotróficos, Martinez & Orus (1991) y Valiente et al. (1992) [209], [210], reportaron que la 

célula disminuía su afinidad por la toma de CO2 en cultivos de Chlorella, pero a pesar de 

este hecho, la fotosíntesis se realiza de manera más eficiente, y el CO2 producido de la 

respiración de la glucosa es reutilizado para el proceso fotosintético. Esto explicaría que la 

mayoría de estudios obtienen tasa de crecimiento más altas comparadas con otras 

modalidades de cultivo. 

 

 Glicerol 

El uso del glicerol como fuente de carbono para el cultivo de microalgas tiene como ventaja 

principal su bajo costo puesto que es obtenido como subproducto de la producción de 

biodiesel. Es un sustrato compatible con las enzimas y membranas celulares sin efectos 

tóxicos, y es metabolizado fácilmente por muchas microalgas cuando es suministrado en 

bajas concentraciones. En este caso se reportan rendimientos de biomasa comparables con 

los obtenidos de cultivos suplementados con glucosa [170], [211], [212].  
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La molécula de glicerol ingresa a la célula mediante difusión simple y es fosforilado en el 

citoplasma usando ATP. Luego mediante reacciones sucesivas es transformada a glicerato 

y gliceraldehído-3-fosfato.  

 

Durante este proceso, en algún punto se forma sn-glicerol-3-fosfato; se cree que este 

intermediario inhibe la glucólisis, y favorece la gluconeogénesis. Sin embargo, se inhibe la 

ruta de las pentosas por lo cual la mayoría de sustrato termina siendo desviado hacia la 

síntesis de carbohidratos [170]. También se infiere que cuando se suministra como única 

fuente de carbono se reduce el flujo enzimático del ciclo de Calvin, lo cual implicaría que no 

pueda ser aprovechado de manera eficiente fotoheterotrófica o mixotróficamente [14]. Sin 

embargo, el factor genético de la microalga juega un papel importante. Algunas especies 

como Agmenellum quadruplicatum, Goniotrichium elegans, Navicula pelliculosa, Nostoc sp. 

y otras como Chlorella vulgaris, Nannochloropsis spp. y Schizochytrium limacinum han 

demostrado su utilización de forma heterotrófica [9], [66].También, la composición 

bioquímica de las microalgas cultivadas depende de la concentración de glicerol en el medio 

[170]. El glicerol induce una serie de cambios estructurales y bioquímicos en la célula como 

la acumulación de pigmentos, la reducción el número de tilacoides por célula y el tamaño de 

las partículas del fotosistema II [213]. 

2.3.4 Composición bioquímica de las microalgas 

La composición de la biomasa se ve afectada por varios factores: i) régimen de crecimiento 

(autotrófico, mixotrófico, heterotrófico o fotoheterotrófico), ii) la genética de la cepa y iii) la 

fuente de carbono suministrada. Se reporta usualmente como porcentaje de biomasa por 

peso seco de proteínas, lípidos, carbohidratos o cualquier otra molécula específica.  

 

La mayoría de estudios en los últimos años han estado enfocados a promover en las 

microalgas una sobreproducción de lípidos, que puedan ser luego extraídos y transformados 

en biodiesel. Las principales estrategias para lograrlo son la depleción de algún nutriente en 

el medio, generalmente nitrógeno. Sin embargo, en microalgas como Cryptheconidium 

conhii y C. sorokiniana se observó que dicha acumulación fue promovida no tanto por 

agotamiento de nitrógeno sino por exceso de carbono en el medio de cultivo [214]–[216].  
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De manera general se reporta que los lípidos y carbohidratos tienden a ser acumulados por 

las microalgas en una mayor cantidad cuando crecen bajo condiciones mixo o heterotróficas 

comparados con las condiciones autotróficas. Esto sucede porque las células consumen la 

fuente de carbono a una velocidad más alta que la de reproducción celular, promoviendo la 

conversión del exceso de azúcar en lípidos [170].  

 

Sin embargo, esta afirmación no puede ser generalizada, sino que se debe tener en cuenta 

una vez más la genética de la cepa. Esto, puesto que existen algunas especies 

genéticamente más predispuestas a acumular carbohidratos en situaciones de estrés y es 

así como soportan la síntesis de proteínas [214], [215], [217], [218]. Ésta probablemente es 

una de las razones por las que Xiuling Li et al.(2013) [142] incluso afirma que las cepas 

apropiadas para sobreproducción de lípidos no son apropiadas para la producción de 

almidón y viceversa. 

 

La microalga utilizada en este estudio, P. kessleri, se caracteriza por el almacenamiento 

preferente de energía en forma de almidón en lugar de lípidos cuando crece en condiciones 

de abundancia de nutrientes. Sin embargo, cuando es sometida a depleción de nutrientes, el 

contenido de almidón decrece y el de lípidos tiene a incrementar [146]. El estudio de Kong et 

al. (2013) [100] obtuvo un incremento de lípidos con el aumento en la concentración de 

glicerol obteniendo 7,48% para el modo autotrófico y 10,64% para el modo mixotrófico 

suplementado con 10 g·L-1 de glicerol. En este mismo estudio, el contenido de carbohidratos 

se mantuvo casi invariable respecto al control (alrededor del 6%) y el contenido de proteínas 

disminuyó sustancialmente presentando valores de 18,13%, 8%, 3% y 2,5% 

respectivamente en medios con concentraciones de 0, 1, 5 y 10 g·L-1 de glicerol. Este autor 

concuerda con Orús et al. (1991) [219] afirmando que la disminución de proteínas va 

acompañada por el incremento de lípidos y carbohidratos. De esto se concluye que las 

condiciones mixotróficas y la suplementación de fuentes de carbono orgánico promovieron 

la producción de biomasa, lípidos y carbohidratos, al tiempo que redujeron la biosíntesis de 

pigmentos y proteínas. Esto indica que las condiciones mixotróficas cambiaron las vías 

metabólicas del nitrógeno y el carbono. En el estudio de Deng et al. (2019) [164], el 

contenido de proteínas en un cultivo heterotrófico de P. kessleri suplementado con 2 g·L-1 de 
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glucosa no fue muy diferente del control autotrófico (51.6 y 51.9 % respectivamente). La 

principal diferencia entre las dos modalidades es quizá el contenido de carbohidratos y 

lípidos, puesto que el contenido de carbohidratos aumentó 6% y el de lípidos se redujo un 

5% respecto al control. 

 

El contenido de pigmentos también se ve afectado por el modo de cultivo, Kong et al. (2013) 

[100] suplementaron C. vulgaris con glicerol en concentraciones de 0, 1, 5 y 10 g·L-1, 

encontrando una disminución en el contenido de clorofila los cuales fueron 36,00; 25,05; 

8,00 y 7,55 mg·g-1, respectivamente. Esto apoya los resultados obtenidos por Lewitus et al. 

(1991) [213] quienes describen que la presencia de glicerol afecta negativamente la 

acumulación de pigmentos y las estructuras plastídicas. En este trabajo se encontró también 

un incremento en la concentración de almidón con la adición de glicerol al medio. En cultivos 

mixotróficos con glucosa, el contenido de proteínas también disminuye, pero el contenido de 

carbohidratos y lípidos aumenta mientras más glucosa es agregada al medio. 

 

Se sugiere que el almacenamiento de carbohidratos es la forma más eficiente de 

acumulación de energía porque se requiere menos ATP y NADPH para la síntesis de 

carbohidratos comparado con el requerimiento de la síntesis de lípidos. Aunque estos 

últimos tienen una mayor densidad de energía que los carbohidratos de almacenamiento, no 

es suficiente para compensar la energía invertida en su síntesis. Yang et al. (2002) 

compararon los niveles de ARNm durante mixotrofía (suplementada con glucosa) y 

autotrofía, encontrando un nivel similar de expresion de proteínas bajo ambas condiciones, 

lo cual significa que la presencia de glucosa y luz no altera los niveles de expresión de 

proteínas. 
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3. Materiales y métodos 

3.1 Microorganismo y condiciones de mantenimiento 

Para la realización de este trabajo se utilizó la microalga Parachlorella kessleri (LAUN 002) 

cepa suministrada por el Laboratorio de Cultivo de Algas del Departamento de Biología de la 

Universidad Nacional de Colombia.  

3.1.1 Aislamiento y mantenimiento de la cepa 

En la Figura 3-1 se esquematiza el manejo de la cepa desde el momento de su recepción, 

hasta su aislamiento y a continuación se da una explicación del proceso. 

 

 

Figura 3-1: Aislamiento y mantenimiento de la cepa P. kessleri 
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Con el fin de asegurar que durante todo el experimento se utilizara un ejemplar axénico, la 

cepa suministrada se resembró varias veces por agotamiento en cajas de Petri. Esto se 

realizó usando agar medio basal Bold (BBM) estéril preparado según los reactivos y 

cantidades presentados en el Anexo A y adicionando 1 g·L-1 de glucosa. En adelante, este 

medio de cultivo será designado como Glu1. Las cajas fueron incubadas a una temperatura 

de 25 ± 2 °C y una irradiancia de 36 µmol·m-2·s-1, fotoperiodo de 12 horas de luz y 12 horas 

de oscuridad (12:12 L: O) hasta observar el crecimiento de colonias verdes características 

de P. kessleri (aproximadamente 7 días). Esas condiciones de irradiancia, temperatura y 

fotoperiodo se mantuvieron constantes durante todo el experimento. 

 

i) Una vez se evidenció el crecimiento de P. kessleri, en condiciones estériles, se tomaron 

colonias aisladas y se transfirieron a nuevas cajas con medio Glu1. Este procedimiento fue 

repetido cuantas veces fue necesario hasta que no se observó más crecimiento fúngico o 

bacteriano ni mediante tinción de Gram ni mediante observación a simple vista.  

 

ii) A partir de estas cajas de Petri con cultivos axénicos, se inocularon 10 mL de medio BBM 

líquido estéril en tubos con tapa rosca, en las condiciones de temperatura y fotoperiodo 

descritas anteriormente. La agitación a 100 rpm se realizó en una incubadora Heidolph 

PROMAX 1020 a la cual se le adaptaron luces LED para suministrar las condiciones de 

irradiancia antes descritas. Esto se evidenció hasta que se evidenció crecimiento 

caracterizado por un típico cambio de color del medio de incoloro a verde oscuro, y un 

aumento en la turbidez del mismo. 

3.2 Adaptación dela cepa al cultivo con fuentes de 

carbono orgánicas 

3.2.1 Preparación del preinóculo 

La Figura 3-2 ilustra el proceso de preparación del preinóculo de los experimentos que se 

hizo con el fin de adaptar la microalga al consumo de glucosa y glicerol.  
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Figura 3-2: Preparación del preinóculo. 

 

La Figura 3-2 se explica de la siguiente manera:  

 

i)  A partir de los tubos obtenidos en la sección 3.1.1 se inocularon por siembra superficial 

cajas de Petri que contenían los siguientes medios de cultivo: agar BBM suplementado con 

5 g·L-1 de glucosa, agar BBM suplementado con 5 g·L-1 de glicerol (medios que en adelante 

serán designados como Glu5 y Gly5 respectivamente) y agar BBM. Las cajas de Petri 

fueron incubadas hasta evidenciar el crecimiento en su superficie caracterizado por la 

formación de colonias color verde (aproximadamente 15 días). 

 

Las colonias que crecieron en estas cajas fueron transferidas en su totalidad con asa 

microbiológica a botellas tipo SCHOTT de 250 mL que contenían 200 mL de medio líquido 

Glu5, Gly5 o BBM según el caso. Las botellas se mantuvieron cerradas en la incubadora 
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con agitación de 100 rpm, temperatura, irradiancia y fotoperiodo hasta evidenciar el 

crecimiento del microorganismo. Este se caracteriza por el cambio de color del medio de 

incoloro a verde oscuro y el incremento de la turbidez del mismo. Finalmente se 

almacenaron a 4°C.  

 

ii) Estos frascos constituyeron la reserva del experimento y se mantuvieron a lo largo de 

todo el proyecto, siendo renovados cada dos meses. Este proceso se realizó mediante la 

adición de medio fresco, y monitoreando al mismo tiempo la ausencia de microorganismos 

contaminantes mediante siembra en superficie en cajas con agar Glu1. 

3.2.2 Escalado del preinóculo 

El escalado del cultivo se hizo en varias etapas según se observa en la Figura 3-3, 

guardando una proporción de 20% de inóculo y 80% de medio fresco estéril como se 

describe a continuación. 

 

i) A partir de los frascos de reserva se transfirieron 50 mL del cultivo a botellas que 

contenían 200 mL de medio BBM líquido, 200 mL de medio BBM líquido suplementado 

con 1 g·L-1 de glucosa, y 200 mL de medio BBM líquido suplementado con 1 g·L-1 de 

glicerol según su procedencia (medios que en adelante serán designados como Glu1 y 

Gly1 respectivamente). A partir de este momento se diferenciaron los cultivos según su 

finalidad en el experimento así como se esquematiza en la Figura 3-4:  

 

a. Fotoheterótrofos; expuestos a irradiancia, fotoperiodo, fuente de carbono orgánica y 

agitación por aireación con eliminación del CO2 atmosférico. 

b. Mixotróficos: expuestos a iluminación, fotoperiodo, fuente de carbono orgánica y agitación 

por aireación sin retiro del CO2 atmosférico. 

c. Heterótrofos; en oscuridad, suplementados con fuente de carbono orgánica y agitación 

por aireación con eliminación del CO2 atmosférico. 

d. Fotoautótrofos o autótrofos; expuestos a iluminación, fotoperiodo y agitación por aireación 

sin retiro del CO2 atmosférico, sin ninguna adición de fuente de carbono orgánica. Estos 
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últimos constituían el control del experimento y de ellos se hicieron cuantas repeticiones 

fueron necesarias. 

 

 

Figura 3-3: Escalado. 

 

 

Figura 3-4: Esquema del experimento según las fuentes de carbono y las condiciones de 

cultivo. 
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A todos los cultivos les fue suministrado aire atmosférico a un flujo aproximado de 0,7 vvm, 

filtrado a través de filtros hidrofóbicos con tamaño de poro de 0,22 µm. Para los cultivos 

autotróficos y mixotróficos, la cantidad de CO2 atmosférico fue medida con un equipo 

Sparlink PS 2110 - marca PASCO, encontrando que la concentración promedio fue de 345 

ppm. Para el caso de los cultivos fotoheterotróficos y heterotróficos el CO2 del aire se 

eliminó por burbujeo a través de una solución 2 M de NaOH antes de ingresar al cultivo. 

Igualmente se usó una trampa de agua para evitar que gotas de la solución de NaOH fueran 

arrastradas al cultivo. La solución fue reemplazada cada semana para evitar la saturación 

con bicarbonato de sodio. 

 

El crecimiento de los cultivos fue monitoreado cada 24 horas mediante la lectura de 

absorbancia en un espectrofotómetro Cytation 3 (BioTek®) a 680 nm hasta que alcanzaron 

la fase estacionaria. 

 

ii) Cuando los cultivos alcanzaron la fase estacionaria, se transfirieron 100 mL a nuevas 

botellas tipo SCHOTT que contenían 400 mL de medios frescos. Se mantuvieron los 

criterios de aireación y de condiciones de la Figura 3-4. Se evaluó la absorbancia del 

cultivo cada 24 horas y cuando alcanzaron la fase exponencial se procedió a inocular 

botellas que de 1 L. 

 

3.3 Establecimiento del experimento 

A partir de las botellas de 500 mL de la sección ii) del numeral 3.2.2 se inocularon botellas 

tipo SCHOTT de capacidad 1 L, que contenían medios estériles BBM, Glu1 y Gly1 de 

manera que contuvieran una concentración de células inicial de aproximadamente 1·106 

células·mL-1 (Figura 3-5). 

 

Los cultivos fueron monitoreados hasta alcanzar la fase estacionaria tomando una alícuota 

aproximada de 5 mL cada 24 horas gracias al dispositivo descrito en el numeral 3.3.1. A 
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partir de esta alícuota se determinó el número de células por mililitro de cultivo mediante 

conteo directo, empleando una cámara de Neubauer (Anexo B), un microscopio con cámara 

incorporada (OMAX A35140U), la metodología estandarizada por el grupo de investigación y 

el software Image J. Se determinó también el pH usando un equipo HANNA HI2020-01 y el 

consumo de la fuente de carbono de acuerdo a la metodología descrita en numeral 3.3.4. 

También fue monitoreado el peso seco al inicio y al final del experimento con el fin de 

determinar los rendimientos del cultivo (numeral 3.3.3). 

 

 

Figura 3-5: Establecimiento del experimento. 

 

Cuando la diferencia en la concentración celular entre tres medidas consecutivas fue menor 

que 5% se define que el cultivo alcanza la fase estacionaria.  

 

Cuando los tratamientos de 1 g·L-1 alcanzaban la fase estacionaria, a partir de cada botella 

se inocularon otras botellas de manera pero en esta ocasión, se incrementó la concentración 

de la fuente de carbono a 3 g·L-1, como cultivos de control se inocularon con medio BBM 

como se esquematiza en la Figura 3-5 guardando también que la concentración inicial de 
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células fuera 1·106 células·mL-1. Para estos tratamientos de 3 g·L-1, se monitorearon 

también los parámetros antes mencionados y al alcanzar la fase estacionaria se inocularon 

a partir de ellos otras botellas con concentraciones de glucosa o glicerol de 5 g·L-1 y los 

controles que fueron monitoreadas de igual manera.  

 

Con el fin de hacer una fácil identificación de las unidades experimentales, en cuanto al tipo 

de fuente de carbono, concentración y modo de cultivo utilizado, la nomenclatura 

establecida en la Tabla 3-1 se utilizará en adelante en el presente documento utilizando las 

abreviaturas correspondientes. La Figura 3-4 y la Tabla 3-1 presentan el diseño 

experimental realizado para evaluar el crecimiento y la composición bioquímica como 

respuesta al efecto de varios factores: cuatro tipos de régimen de crecimiento (fotohetero, 

mixo, hetero y autotrófico) que debido a su naturaleza cualitativa se consideraron estos 

como variables discretas y dos diferentes fuentes de carbono (glucosa/glicerol) a 

concentraciones de 1, 3 y 5 g·L-1. Cada una de las casillas de la Tabla 3-1 corresponde a un 

tratamiento, cada uno de los cuales tenía tres réplicas. 

 

G
lu

c
o

s
a
 

g·L-1 FT HT MX 

 

G
li
c

e
ro

l 

g·L-1 FT HT MX 

1 Glu1 FT Glu1 HT Glu1 MX 1 Gly1 FT Gly1 HT Gly1 MX 

3 Glu3 FT Glu3 HT Glu3 MX 3 Gly3 FT Gly3 HT Gly3 MX 

5 Glu5 FT Glu5 HT Glu5 MX 5 Gly5 FT Gly5 HT Gly5 MX 

Control 0 AUT  Control 0 AUT 

Tabla 3-1: Planteamiento del diseño experimental. Las unidades experimentales 

identificadas con Glu corresponden a medios de cultivo BBM suplementados con glucosa y 

aquellos designados con Gly son suplementados con Glicerol. Los números 1, 3 y 5 indican 

la concentración de la fuente de carbono en g·L-1. FT: régimen fotoheterotrófico, HT: 

régimen heterotrófico, MX: régimen mixotrófico. Las letras a: corresponden a cultivos 

fotoheterotróficos; b: corresponde a cultivos heterotróficos y c: corresponde a cultivos 

mixotróficos. Los cultivos correspondientes a la modalidad autotrófica en el esquema se 

asocian como cultivos mixotróficos sin fuente de carbono orgánica. Los controles del 

experimento correspondían a cultivos sin carbono orgánico (0 g·L-1).  
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En resumen, cuando cada uno de los tratamientos alcanzaba la fase estacionaria, una parte 

de la población celular se utilizaba para inocular el tratamiento posterior con mayor 

concentración de carbono orgánico. El cultivo líquido sobrante de cada uno de los 

tratamientos se recolectó en tubos cónicos de 50 mL y se centrifugó usando una centrífuga 

Rotofix 32 (Hettich) a 4000 rpm (2469×g) durante 10 minutos usando un rotor de 8 tubos tipo 

Swing-out a 45° (Cat. No. 1617). El precipitado se lavó y se centrifugó nuevamente; el 

sobrenadante fue descartado y el precipitado que contenía las células de microalgas se 

colectó y se congeló a -20 °C hasta su posterior proceso. Posteriormente se liofilizó la 

biomasa usando un equipo Labconco FreeZone 4.5 operado a temperatura de -140 ºC y 

presión de 1,18 mBar durante 48 horas. La biomasa liofilizada sobrante se almacenó a 

temperatura ambiente hasta su procesamiento para determinación de composición 

bioquímica.  

3.3.1 Toma de muestras del cultivo 

Para tomar muestras de los cultivos, cada botella SCHOTT cuenta con un sistema de 

conexiones en la tapa para tomar muestras de forma estéril (Figura 3-6). El sistema cuenta 

con una válvula anti-retorno que permite extraer líquido del sistema sin que parte de él 

pueda devolverse o pueda ingresar aire por el mismo conducto. El líquido que queda en el 

conducto de extracción es empujado nuevamente hacia el bioreactores mediante aire filtrado 

que se inyecta por otro conducto. 
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Figura 3-6: Sistema para tomar muestras de forma estéril. 

 

3.3.2 Control de la contaminación 

Debido a que los cultivos son susceptibles a una fácil contaminación debida a la presencia 

de fuente de carbono orgánica, el control periódico de los mismos ayudó a descartar a 

tiempo aquellos en los que fue posible evidenciar contaminación a simple vista y mediante 

tinción de Gram.  

 

Para todos los preinóculos y tratamientos se realizaron pases a agar BBM suplementado 

con glucosa y se realizaron tinciones de Gram hacia el segundo día de cultivo. Si en algún 

momento se encontraba contaminación en un tratamiento, era descartado y debía ser 

renovado a partir de un preinóculo estéril o a partir de los preinóculos de reserva. 

 

La preparación del material juega un papel clave, estrategias como desinfectar el material de 

vidrio toda la noche en solución de hipoclorito, esterilizar el material antes y después de su 

uso o esterilizar las soluciones de preparación de los medios pueden ayudar a reducir la 
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contaminación. Durante la etapa de cultivo y crecimiento de la microalga se debe verificar 

continuamente el estado de los filtros hidrofóbicos que permiten el paso de aire hacia el 

cultivo y filtran las impurezas. El filtro debe ser renovado con el inicio de cada tratamiento o 

cuando se observe que el filtro cambia de color, no debe presentar humedad para garantizar 

su correcto funcionamiento. 

3.3.3 Rendimiento de peso seco 

El incremento en el peso de la biomasa por cada litro de cultivo en cada unidad 

experimental, se determinó por gravimetría. Del primer y último día del cultivo se tomó una 

alícuota de 5 mL y se filtró en un sistema de vacío a través de una membrana de 

nitrocelulosa con tamaño de poro de 0,45 µm pre-secada y pre-pesada. El filtrado retenido 

por la membrana fue secado a 80 °C durante 24 horas; cumplido el tiempo, fue retirado del 

horno, se dejó enfriar en un desecador y se pesó. El rendimiento en peso seco fue 

determinado como la diferencia de pesos entre la membrana seca que contiene la muestra y 

de la membrana seca vacía. El incremento de peso fue reportado en unidades g·L-1. La 

productividad de biomasa fue calculada dividiendo el peso seco entre los días del cultivo g·L-

1·día-1.  

3.3.4 Consumo de la fuente de carbono 

El consumo de la fuente de carbono orgánica fue monitoreado diariamente mediante la toma 

de una alícuota del cultivo para lo cual se separó la biomasa del sobrenadante por 

centrifugación a 4000 rpm (2469×g) durante 10 minutos. Para este objetivo se desarrollaron 

y estandarizaron los protocolos descritos en los anexos C y D.  

3.4 Determinación de la composición bioquímica 

Para determinar el contenido de proteínas, lípidos, carbohidratos, cenizas y humedad, la 

biomasa liofilizada se maceró y homogeneizó. Se pesaron 50 miligramos de cada 

tratamiento y se re-suspendieron en 50 mL de la solución buffer correspondiente. Para 

lípidos, proteínas y carbohidratos, se desarrolló el mismo procedimiento de disrupción, 

variando únicamente la solución en la cual las microalgas fueron resuspendidas: 
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metanol:cloroformo, buffer Phosphate Bovine Serum (PBS) y agua destilada 

respectivamente. El recipiente que contenía la muestra resuspendida fue cargado en un 

cubo con hielo para evitar sobrecalentamiento y evaporación del solvente. Se hizo 

disrupción celular según la metodología estandarizada por el grupo de investigación, en la 

cual se utilizó ultrasonido proporcionado por un sonicador Branson Sonifier 450 Digital y 

cuerno de ½” disponible en el Laboratorio de Ingeniería Química, cuya frecuencia de 

sonicación es 20 kHz, la amplitud de sonicación fue configurada al 70% durante un tiempo 

de 60 minutos a intervalos intermitentes intercalando pulsos de encendido de 59 segundos y 

de apagados de 20 segundos. Se tomó una muestra de aproximadamente 2 mL antes y 

después de la disrupción y se conservaron en hielo hasta el momento del análisis de 

composición bioquímica, esas muestras permitieron verificar la efectividad de la disrupción 

celular.  

 

Las muestras extraídas del rompimiento fueron centrifugadas durante 5 minutos a 2400 x g 

en una microcentrífuga Z-233 M-2 (Hermle®). Con ayuda de una micropipeta, los 

sobrenadantes fueron transferidos a nuevos tubos debidamente identificados con el fin de 

separar los restos celulares.  

 

Las alícuotas tomadas del proceso de disrupción fueron centrifugadas y los sobrenadantes 

extraídos para separarlos de los residuos celulares. Los sobrenadantes fueron sometidos a 

cuantificación de proteínas, lípidos o carbohidratos. Para cuantificar la proteína algal se 

siguió la metodología de Bradford [220]; la cuantificación el contenido de carbohidratos de 

las microalgas se hizo por método fenol–ácido sulfúrico siguiendo la metodología propuesta 

por DuBois [221] y la cuantificación de lípidos se realizó mediante el método sulfo-fosfo-

vainillina (ver Anexos E, F y G) [220], [222], [223]. 

 

Para calcular el porcentaje de proteínas, lípidos y carbohidratos en la biomasa fue necesario 

realizar metodologías que permitieran hallar el porcentaje de cenizas y humedad de cada 

uno de los tratamientos. 
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3.4.1 Determinación del contenido de humedad de 

biomasa de microalgas 

En una balanza de humedad (AMB 50, Adam Equipment) se pesaron aproximadamente 0,2 

g de microalga liofilizada y se registró el peso exacto. Se programó la temperatura de la 

balanza a 105°C y calentar la muestra hasta peso constante. Se registró el peso final de la 

muestra. 

 

Para el cálculo del contenido de humedad se siguió la siguiente fórmula: 

 

% ℎ𝑢𝑚𝑒𝑑𝑎𝑑 =  
𝑊1 − 𝑊2

𝑊1 
𝑥 100  Ec. 3-1 

 

Donde: 

W2: peso de la muestra de microalga después de calentar a 105°C hasta peso constante 

W1: peso de la muestra de microalga antes de calentar a 105°C 

 

Este procedimiento se realizó por duplicado para cada uno de los tratamientos y se calculó 

el promedio. 

3.4.2 Determinación del contenido de cenizas de 

biomasa de microalgas 

Para la determinación de cenizas se tomó una cápsula de porcelana vacía y se llevó a 

calentamiento gradual en una mufla marca Terrígeno a una velocidad de 5 °C·min-1 hasta 

alcanzar los 575 °C, esa temperatura se mantuvo durante 4 horas. Una vez terminado el 

tiempo de calentamiento, se dejó enfriar aproximadamente 20 horas, se retiró de la mufla 

con ayuda de unas pinzas y se llevó aun desecador hasta alcanzar la temperatura ambiente, 

se pesó y se registró el peso de la cápsula (Wc). 

 

El siguiente paso fue agregar a la cápsula aproximadamente 0,5 g de microalga liofilizada y 

registrar el peso exacto (cápsula + microalga) (Wm). El sistema fue calentado a 575°C por 4 

horas, a una velocidad de calentamiento de 5 °C·min-1; terminado el tiempo de 
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calentamiento y enfriamiento (aproximadamente 20 horas), se retiró la cápsula de la mufla 

con ayuda de las pinzas se llevó a un desecador hasta alcanzar la temperatura ambiente, se 

pesó y se registró el peso exacto (Wf). 

 

Para el cálculo del contenido de cenizas se siguió la siguiente formula: 

 

% cenizas =
𝑊2

𝑊1∗(100−𝐻)
∗ 100  Ec. 3-2. 

 

Donde: 

W1 = Wm- Wc 

W2= Wf - Wc 

 

W1: peso de la muestra de microalga antes de calentar a 575°C por 4 horas, en gramos. 

W2: peso de la muestra de microalga a de calentar a 575°C por 4 horas, en gramos. 

H: porcentaje de humedad de la microalga en gramos de agua/gramos de biomasa. 

 

Para este procedimiento no se realizaron repeticiones debido a la alta cantidad de biomasa 

requerida.  

3.5 Tratamiento estadístico de datos 

Las respuestas obtenidas para cada réplica para crecimiento celular, consumo de fuente de 

carbono y pH fueron analizados mediante un diseño de bloques con parcelas divididas en el 

tiempo, debido a que en algunos tratamientos la aleatorización no pudo ser completa.  

 

En cuanto a composición bioquímica, se realizó el análisis estadístico para cada una de las 

respuestas de cada réplica, basado en un diseño de bloques completamente aleatorizado.  

 

Las barras de error en los gráficos corresponden a la desviación estándar. Se realizó 

análisis de varianza (ANAVA) con un nivel de significancia del 5% a las respuestas 
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obtenidas. Se establecieron las diferencias estadísticas entre tratamientos mediante la 

prueba de Tukey. 

 

Para el análisis de los datos se utilizó el software estadístico Statistix 9. 
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4. Resultados y discusión 

Debido a la novedad del género Parachlorella, muchas de las características metabólicas y 

bioquímicas del género aún se encuentran en estudio o fueron confundidas durante mucho 

tiempo con aquellas exhibidas por C. vulgaris. Por lo tanto, los resultados de la presente 

investigación se compararon con otras investigaciones hechas con C. vulgaris y otras 

especies del género Chlorella, asumiendo que debido a su parentesco genético el 

metabolismo debería ser muy similar entre dichos géneros. La Figura 4-1 corresponde a una 

microfotografía tomada en el microscopio electrónico de barrido (SEM) de la microalga 

utilizada.  

 

Figura 4-1: Fotografía en SEM de Parachlorella kessleri. a. Células de P. kessleri, 

magnificación: 2000X, 15kV. b. Magnificación: 15000X, 10kV, 5 µm. La figura b indica el 

diámetro de una célula desarrollada en condiciones autotróficas correspondiente a 4,36 µm. 

Microfotografía tomada por la autora. 
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4.1 Evaluación del efecto de la glucosa y diferentes 

regímenes de cultivo sobre el crecimiento de 

Parachlorella kessleri 

El desempeño de P. kessleri en las fuentes de carbono y las diferentes modalidades, fue 

analizado mediante las respuestas de número de células, consumo de fuente de carbono, 

velocidad específica de crecimiento. 

4.1.1 Crecimiento celular de P. kessleri en glucosa 

El crecimiento celular se determinó mediante conteo celular en cámara de Neubauer cada 

24 horas hasta observar que el cultivo alcanzó la fase estacionaria. 

 

Los datos fueron analizados estadísticamente tomando como bloques los regímenes de 

crecimiento y como tratamientos las concentraciones de glucosa. El análisis de varianza de 

la Tabla 4-1 permitió determinar que las varianzas de los tratamientos no son iguales.  

 

Origen de las 
variaciones 

Suma de 
cuadrados 

Grados de 
libertad 

Promedio de 
los cuadrados 

F p-valor 

Tiempo 0,3281 5 0,0657   

Concentración  0,3029 3 0,1009 19,71 0,0000 

Error Tiempo*Concent 0,0768 15 0,0051   

Régimen 0,0082 2 0,0041 11,56 0,0001 

Concentración*Régimen 0,0279 6 0,0046 13,14 0,0000 

ErrorTiempo*Conc*Régim 0,0142 40 0,0003   

      

Total 0,7589 71    

Tabla 4-1: ANAVA del efecto del régimen de cultivo y la concentración de glucosa sobre el 

crecimiento celular. 

 

El crecimiento celular para los tratamientos en glucosa en regímenes de cultivo 

fotoheterotrófico, heterotrófico y mixotrófico se exhibe en la Figura 4-2. 
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Figura 4-2: Curvas decrecimiento de la microalga P. kessleri en medio BBM suplementado 

con glucosa en diferentes concentraciones bajo tres modalidades de cultivo. Para cada 

tratamiento en glucosa, cada punto representa el promedio de tres medidas. Las barras 

sobre los puntos representan la desviación estándar, en aquellos puntos donde no se ve la 

barra, la desviación estándar es menor al tamaño del punto en la gráfica. 

 

Para identificar si existieron diferencias estadísticamente significativas entre los tratamientos 

en cuanto al crecimiento celular, se tomó el número máximo de células alcanzado en cada 
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uno de ellos y este valor se dividió entre el número inicial de células. De esta manera se 

calculó el incremento celular. Los incrementos celulares se compararon entre sí mediante la 

prueba de Tukey y los resultados se exponen en la Figura 4-3.  

 

 

Figura 4-3: Incremento máximo celular para los tratamientos suplementados con glucosa. 

Letras diferentes indican diferencia significativa con una confianza del 95% acorde a prueba 

de Tukey. 

 

En los cultivos control, el incremento celular fue de 5,45 veces en 5 días; este valor es muy 

variado entre la bibliografía consultada. Para la misma especie se encontraron incrementos 

de 1.75-3.5 veces en 4 días [199], 3,36 veces en 7 días [164], 11 veces en 30 días [152], 10 

veces en 20 días [143]. En otras investigaciones realizadas por el grupo de investigación 

reportan para este mismo tratamiento en Chlorella vulgaris un aumento aproximado de la 

densidad celular de 37 veces en 6 días [3] y 105 veces en 8 días [46]. Otros trabajos con 

Chlorella vulgaris reportan incrementos de 3 veces en 4 días [224] o 50 veces en 14 días 

[225]. En cada uno de esos estudios se reportan condiciones diferentes de crecimiento en 

las cuales varían condiciones como la irradiancia, el fotoperiodo, la temperatura o el flujo de 

aireación, por lo tanto podrían atribuirse a estos factores las diferencias en los números 

celulares. 

 

a
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Los tratamientos fotoheterotróficos incrementaron su número de células al incrementar la 

concentración de glucosa en el medio. Obteniendo de esta manera incrementos celulares de 

24, 27 y 58 veces en 48, 24 y 72 horas, para los tratamientos Glu1, Glu3 y Glu5 FT, 

respectivamente. Bajo esta modalidad de cultivo son muy pocos los antecedentes con los 

cuales pueden compararse los resultados obtenidos debido a que el suministro de fuente de 

carbono orgánica y de irradiancia incrementa los costos de producción. Estos resultados 

para fotoheterotrofía fueron mayores que los obtenidos por Patel et. al (2019) [7] quienes 

utilizaron este régimen de cultivo para el crecimiento de Chlorella protothecoides obteniendo 

incrementos celulares de apenas 6 veces en un medio Glu5 FT y con una irradiancia 4,16 

veces más alta (150 µmol·m-2·s-1).  

 

Los cultivos heterotróficos se comportaron de manera similar, obteniendo incrementos 

celulares de 14, 32 y 95 veces en 48, 96 y 120 horas, para los tratamientos Glu1, Glu3 y 

Glu5 HT, respectivamente. Siendo éste último la respuesta más alta en cuanto a incremento 

celular para todos los tratamientos suplementados con glucosa, fue 17 veces más alto que 

el resultado obtenido para el cultivo control. Los resultados obtenidos fueron superiores a los 

obtenidos por Deng et. al (2019) quienes obtuvieron bajo esta modalidad un incremento 

celular de 6.66 veces en 48 horas en un medio suplementado con 2 g·L-1 de glucosa [164]. 

También fueron superiores al resultado obtenido por Patel et. al (2019) [7], quienes 

obtuvieron bajo un tratamiento Glu5 HT un incremento celular máximo de 11 veces. Esta 

respuesta puede hacer de esta modalidad de cultivo muy prometedora si se desean altos 

incrementos celulares en lapsos cortos de tiempo, porque se eliminan los requerimientos de 

luz, implicando por consiguiente un ahorro energético y de costos de diseño del bioreactor. 

 

Según la Figura 4-3, los tratamientos Glu5 FT y Glu5 HT obtuvieron los mayores 

incrementos celulares. Los demás tratamientos no obtuvieron diferencias estadísticamente 

significativas para el incremento celular y fueron ubicados en un mismo grupo, lo cual indica 

que en fotoheterotrofía y heterotrofia agregar 1 o 3 g·L-1 de glucosa no marca diferencia para 

esta respuesta; en este mismo grupo también se ubicaron las respuestas de los tratamientos 

mixotróficos.  
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La modalidad mixotrófica, tampoco promovió el crecimiento celular y se obtuvieron 

incrementos celulares de 15 y 22 veces en 96, y 48 horas para los tratamientos Glu1 y Glu3 

MX, respectivamente. El tratamiento Glu5 MX obtuvo una respuesta menor, de sólo 18 

veces en 2 días. Bajo mixotrofía se espera una complementariedad entre los mecanismos 

autotrófico y heterotrófico, pero un menor crecimiento obtenido en este estudio, puede 

explicarse según Wan et al. (2011) porque mediante la realización de una PCR en tiempo 

real, pudieron observar una disminución en la expresión del gen rbcL (ribulosa 1, 5-bifosfato 

carboxilasa/oxigenasa subunidad grande), que interviene en la síntesis de RuBisCO (Figura 

2-6), la enzima que fija el CO2 y de esta manera, una menor cantidad de carbono del medio 

podría estar siendo aprovechada como sustrato para construcción de componentes 

celulares [226].  

 

En resumen, la modalidad que favorece el incremento celular para la cepa de Parachlorella 

kessleri utilizada en este estudio es la heterotrofía y es posible utilizar cantidades de glucosa 

de hasta 5 g·L-1. A partir de los datos obtenidos en este estudio y de aquellos reportados en 

la literatura, no se puede concluir que exista una modalidad de cultivo preferida por las 

diferentes especies de los géneros Chlorella y Parachlorella para promover el crecimiento 

celular, de hecho los resultados obtenidos pueden ser muy variables como se aprecia en la 

Tabla 4-2 donde se compara el peso seco de la biomasa obtenida en estudios similares bajo 

diferentes modalidades de cultivo. 

 

De acuerdo a la Tabla 4-2,  en los resultados obtenidos por Cheirsilp & Torpee (2012) [7] y 

Lin & Wu (2015) [227], la modalidad mixotrófica obtuvo mayores pesos secos celulares que 

las modalidades autotrófica y heterotrófica. Por otro lado, Deng et al. (2019) [164]; Patel et 

al. (2019) [7] y Heredia-Arroyo et al. (2010) [6] no encontraron diferencias significativas en 

cuanto al peso seco obtenido bajo heterotrofía y mixotrofía para dos especies de microalgas 

diferentes,. El trabajo de Yeh & Chang (2012) [228] utilizó Chlorella vulgaris y encontró los 

mayores pesos secos en crecimiento autotrófico comparado con las otras tres modalidades 

de cultivo. Y finalmente, Perez-Garcia et al. (2010) [176], quienes realizaron el conteo 

directo para determinar el incremento celular, encontraron que el crecimiento de C. vulgaris 

en heterotrofía es superior que en mixotrofía, comportamiento similar al de P. kessleri 

reportado en esta investigación. 
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 Peso seco de biomasa por modalidad de cultivo 

Microalga Autotrófico Heterotrófico Mixotrófico Fotoheterotrófico Referencia 

Chlorella sp. 0,6 0,7 1,4  [78] 

Chlorella sp. Y8-1 0,22 0,17 0,45  [227] 

Parachlorella kessleri 0,49 1,03 1,03  [164] 

Chlorella protothecoides 1 4 4,07  [6] 

Chlorella protothecoides 0,72 3,33 3,02 1,50 [7] 

Chlorella vulgaris 4,8 0,5 1,8 3,5 [228] 

Tabla 4-2: Cantidad de biomasa en g·L-1 alcanzada por diferentes especies de microalgas 

bajo cuatro modalidades de cultivo. 

 

El motivo por el cual se obtienen incrementos celulares tan diversos, puede estar en que 

cada uno de estos estudios utiliza configuraciones diferentes de cultivo. Estas variaciones 

implican desde la elección de la cepa adecuada, la variación del medio de cultivo, la 

utilización de diferentes irradiancias, variaciones en flujos de aireación, el enriquecimiento 

del aire suministrado con CO2 hasta la evaluación de diferentes fotoperiodos.  

4.1.2 Velocidad específica de crecimiento (µ) en glucosa 

El análisis de varianza presentado en la Tabla 4-3 permitió determinar el efecto de la 

modalidad de cultivo y de la dosis de glucosa suministrada sobre la velocidad específica de 

crecimiento (µ) de la microalga. Se encontró que la velocidad de crecimiento es indiferente 

del tratamiento bajo el cual sea expuesta la microalga y que sí varía dependiendo de la 

concentración de glucosa agregada. 

Origen de las 
variaciones 

Suma de 
cuadrados 

Grados de 
libertad 

Promedio de 
los cuadrados 

F p-valor 

Régimen 0.00012 2 0.00006   

Concentración  0.01229 3 0.00410 19,16 0,0018 

Error 0.00128  6 0.00021   

      

Total 0.01369 11    

Tabla 4-3: ANAVA efecto del régimen de cultivo y la concentración de glucosa sobre la 

velocidad específica de crecimiento. 
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La Figura 4-4 muestra las velocidades específicas de crecimiento de los tratamientos en 

glucosa. Se realizó una prueba de Tukey con un nivel de confianza del 5% para hallar 

diferencias significativas entre las velocidades de crecimiento de los tratamientos 

suplementados con glucosa. Esta prueba estadística ubicó la µ de los tratamientos 

autotróficos como la más baja en un grupo estadísticamente diferente de los tratamientos 

suplementados con glucosa.  

 

 

Figura 4-4: Velocidad específica de crecimiento para los tratamientos suplementados con 

glucosa. n=3. Barra error: 1 Error Estándar de regresión. Letras diferentes indican diferencia 

significativa con una confianza del 95% acorde a prueba de Tukey. 

 

La prueba de Tukey ubicó las respuestas de las velocidades de crecimiento en 6 grupos 

diferentes, agrupando bajo la letra a aquellos tratamientos con las respuestas más altas 

para µ, y bajo la letra f los tratamientos con las menores respuestas.  

 

Entre los tratamientos con glucosa, el tratamiento Glu5 HT es ubicado en un primer grupo 

(grupo a) por presentar el mayor valor de µ. En un segundo grupo se ubicaron los 

tratamientos suplementados con 3 g·L-1 de glucosa (grupo b). El tratamiento Glu5 FT a 
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pesar de presentar un alto incremento celular (Figura 4-3), no presenta una velocidad 

acelerada de crecimiento y es ubicado en un mismo grupo con el tratamiento Glu5 MX. Y 

finalmente, los tratamientos suplementados con 1 g·L-1 de glucosa se ubicaron por tener las 

medias más bajas en un mismo grupo estadístico (grupo e).  

 

La modalidad autotrófica, presentó una µ promedio de 0,02 h-1. Este valor fue similar a la 

calculada por Serrano (2012) calculó este valor en 0,03 h-1, Ardila (2012) [3] obtuvo un valor 

de 0,021 h-1 para Chlorella vulgaris. En otros estudios recientes con P. kessleri este valor 

para cultivos autotróficos fue de 0,017 h-1 [5], 0,008 h-1 [229], 0.019 h-1 [199] y 0,013 h-1 [230]. 

Otras investigaciones en C. vulgaris reportan 0,02 h-1 [100] y 0,03 h-1 [176]. Es decir que para 

los tratamientos autotróficos, el parámetro µ estuvo dentro de los intervalos descritos en 

estudios previos.  

 

Las velocidades específicas de crecimiento para los cultivos heterotróficos tienen 

comportamientos esperados: aumentan cuando se aumenta la glucosa suministrada. De 

esta manera se obtuvieron valores para µ de 0,06; 0,09 y 0,11 para Glu1 HT, Glu3 HT y 

Glu5 HT, respectivamente. 

 

Para los tratamientos en luz, esta afirmación se cumple para los tratamientos 

suplementados con 1 y 3 g·L-1. Los tratamientos con 5 g·L-1 presentan menor velocidades. 

De esta manera se tienen valores de µ de 0,05; 0,10 y 0,07 h-1 para Glu1 FT, Glu3 FT y Glu5 

FT, respectivamente. En mixotrofía se obtuvieron los siguientes valores: 0,06; 0,11 y 0,05 h-1 

para Glu1 MX, Glu3 MX y Glu5 MX, respectivamente. El comportamiento de la velocidad 

específica de crecimiento en los cultivos mixotróficos coincide con el observado en el 

estudio de Deng et al. (2019) [5] quienes reportan valores de 0,031; 0,036 y 0,034 h-1 en 

Glu2 MX, Glu4 MX y Glu6 MX.  

 

Analizando estos resultados se tiene que el tratamiento Glu5 HT no solo es el tratamiento 

que alcanza un mayor número de células al final del cultivo, sino que además es el 

tratamiento en el cual las células a una mayor velocidad. 
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Las velocidades específicas de crecimiento de P. kessleri obtenidas bajo heterotrofía en 

este trabajo, fueron mayores que las reportadas en bibliografía disponible. Debido a la 

escasez de estudios con los cuales pueda hacerse una comparación, en la mayoría de 

casos esto fue posible sólo comparando con estudios que utilizaron mayores 

concentraciones de glucosa (6, 15 y 30 g·L-1). Sin embargo, incluso de esta manera, los 

resultados fueron satisfactorios porque las µ obtenidas en este estudio fueron mayores que 

las reportadas, incluso cuando utilizaron esas cantidades mayores de glucosa, lo cual indica 

que la cepa en estudio es capaz de crecer tan rápido como otras especies utilizando 

menores cantidades de glucosa. En la Tabla 4-4 se realiza una comparación entre las tasas 

máximas obtenidas en cada tratamiento con las reportadas en trabajos similares. 

 

Tasa máxima de crecimiento por modalidad de cultivo(h-1) 

Microalga AUT 
Concentración de 

glucosa (g·L-1) 
FT HT MX Referencia 

Parachlorella kessleri 0,02 3 0,10  0,036 Este estudio 

Parachlorella kessleri  5  0,11  Este estudio 

Parachlorella kessleri 0,017 6   0,034 [5] 

Chlorella protothecoides 0,005 15  0,04 0,04 [6] 

Chlorella vulgaris 0,03 10  0,04 0,02 [176] 

Tabla 4-4: Velocidad específica de crecimiento (h-1) máxima alcanzada por diferentes 

especies de microalgas bajo cuatro modalidades de cultivo y diferentes concentraciones de 

glucosa. 

4.1.3 Consumo de glucosa 

La Figura 4-5 expone la cinética de consumo de glucosa para las diferentes modalidades de 

cultivo.  

 

La variación en la concentración inicial de glucosa puede deberse a que en algunos casos el 

preinóculo tenía glucosa residual y en otros, la cantidad de preinóculo era lo suficientemente 

alta para alcanzar a diluir la glucosa del medio receptor.  
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Figura 4-5: Concentración de glucosa en cultivos de P. kessleri bajo diferentes regímenes de 

cultivo. Cada punto representa el promedio de tres medidas. Las barras sobre los puntos 

representan la desviación estándar, en aquellos puntos donde no se ve, la desviación 

estándar es menor al tamaño del punto en la gráfica. 
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En la Figura 4-5, se aprecia que en los tratamientos suplementados con 1 g·L-1 de glucosa, 

ésta es consumida casi en su totalidad entre el segundo y tercer día de cultivo.  Para los 

tratamientos en 3 g·L-1 de glucosa, después de 5 días aún puede encontrarse un remanente 

glucosa en el medio de alrededor de 0,1 g·L-1 para fotoheterotrofía y heterotrofía; para esta 

misma dosis, en mixotrofía, en el tercer día de cultivo no se encontró glucosa en el medio. 

En los cultivos suplementados con 5 g·L-1, incluso hasta el sexto día aún se encontró 

glucosa en el medio. 

 

Es probable que este resultado podría ser el resultado de un agotamiento de los macro y 

micronutrientes debido a que la disminución del consumo de glucosa coincide con el alcance 

de la fase estacionaria del crecimiento, en este estudio los macro y micro nutrientes no 

fueron cuantificados y en un futuro trabajo podrían ser complementados. 

 

El comportamiento de esta cinética es similar a la observado por Deng et al. (2019 a, b) y 

Heredia-Arroyo et al. (2011) [5], [10], [164] quienes también determinaron que la glucosa 

agregada en concentraciones de 2; 4 y 5 g·L-1 respectivamente fue consumida casi 

completamente hacia el segundo día de cultivo. Deng et al. (2019) [5] también observó que 

en concentraciones mayores a 6 g·L-1 la cinética de consumo se extiende, encontrando 

hasta 2 g·L-1 de glucosa residual en el sexto día en el ensayo que contenía 15 g·L-1 

inicialmente. Lo mismo sucedió cuando Lee & Lee (2001) [231] cultivaron P. kessleri en 

agua residual artificial suplementada con 1,125 g·L-1 de glucosa, en condiciones de 

iluminación continua y ciclos de luz y oscuridad de 2000 lux, quienes registraron que el 80% 

de la glucosa fue consumida durante el primer día de cultivo, permaneciendo el restante 

como remanente en el medio de cultivo. 

 

Debido a que los pesos secos de los tratamientos presentaron una alta variación y los 

cálculos derivados de estos datos como rendimientos, coeficientes de mantenimiento, 

velocidad específica de consumo de glucosa y productividad de biomasa presentaron 

inconsistencias; en este trabajo nos abstuvimos de presentar las cifras correspondientes, 

por lo tanto, se recomienda complementar la investigación presentada con resultados 

experimentales en un futuro trabajo. 
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4.1.4 pH 

El monitoreo y control del pH es un factor importante en los cultivos de microalgas porque de 

él depende la solubilidad, disponibilidad de los nutrientes y de los iones H+ [164], [232]. El pH 

fue ajustado al inicio de todos los cultivos para tener un valor inicial entre 6 y 7. Diariamente, 

hasta que el cultivo alcanzó la fase estacionaria, fue tomada una alícuota a partir de la cual 

se tomaron varios parámetros: conteo celular, concentración de la fuente de carbono y pH. 

Durante el transcurso de los experimentos, el pH no fue controlado y a partir de los datos 

obtenidos se construyeron los gráficos presentados en la Figura 4-6. 

 

La Figura 4-6 representa las medidas de pH para los cultivos fotoheterotróficos, mixotróficos 

y heterotróficos de P. kessleri suplementados con 1, 3 y 5 g·L-1 de glucosa. Estos 

parámetros fueron comparados con el pH del cultivo control. En el ensayo control el pH es 

mantenido casi cercano a la neutralidad gracias a la adición de sales como K2HPO4 o 

KH2PO4 que actúan como soluciones tampón. En este tratamiento se evidencia un ligero 

incremento del pH desde 6,59 a 7, 31 que puede ser atribuido al proceso de fijación de CO2, 

debido a que durante la fotosíntesis el medio libera iones OH- dentro de las células y para 

neutralizar su efecto, deben ser ingresados al interior iones H+ desde el exterior, resultando 

en un incremento del pH extracelular según se ha reportado por otros autores [164].  

 

La principal característica que presenta el pH en los tratamientos fotoheterotróficos y 

heterotróficos suplementados con glucosa es que en las primeras horas del cultivo tiende a 

disminuir; coincidiendo también con el consumo de glucosa que como producto de esta 

respiración la célula libera ácidos al medio. Entre esos productos estarían los ácidos ácido 

acético, láctico y fórmico que se han encontrado en otras investigaciones [69], [70]. En 

algunos casos, después de unas horas el pH aumenta, lo cual sucede porque al ingresar 

glucosa a través de la membrana celular, ésta es acompañada por iones H+ lo cual hace que 

en el espacio extracelular poco a poco se presente un déficit de ellos y que queden 

solamente iones OH- los cuales alcalinizan el medio.  
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Figura 4-6: Variación del pH para tratamientos suplementados con glucosa.  Barra error: 1 

Desv. Estándar. Cada punto representa el promedio de tres medidas. Las barras sobre los 

puntos representan la desviación estándar, en aquellos puntos donde no se ve, la 

desviación estándar es menor al tamaño del punto en la gráfica. 
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En los cultivos mixotróficos el pH se comportó de manera diferente, a bajas concentraciones 

de glucosa, probablemente el metabolismo de la glucosa existente aporte ácidos al medio 

extracelular, pero ese aporte se ve compensado por dos efectos: por un lado el proceso 

fotosintético donde al realizar la fijación de carbono dentro de las células se liberan OH- que 

deben ser neutralizados por los iones H + que se toman del entorno extracelular y por otro 

lado la toma de glucosa que también requiere el ingreso de protones a la célula.  

 

Por lo cual, en vez de presentar una caída drástica al inicio del cultivo aportada por los 

productos ácidos de la respiración de la glucosa, el pH se mantuvo incrementando 

ligeramente a lo largo del cultivo coincidiendo con la cinética de crecimiento de la Figura 4-2.  

 

Los resultados encontrados difieren de los obtenidos por Yu et al. (2017) [233] que propone 

que el pH óptimo para el desarrollo de P. kessleri es de 6 a 10 ya que como se puede 

observar, en este trabajo el pH en algunos casos fue tan bajo como 3,6 en los primeros días 

de cultivo sin efectos adversos en el crecimiento.  
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4.2 Evaluación del efecto del glicerol y diferentes 

regímenes de cultivo sobre el crecimiento de 

Parachlorella kessleri 

4.2.1 Crecimiento celular de P. kessleri en glicerol 

Los datos en cuanto a crecimiento celular fueron analizados tomando como bloques los 

regímenes de crecimiento y como tratamientos las concentraciones de glicerol. El análisis de 

varianza de la Tabla 4-5 permitió determinar que las diferencias entre algunas de las medias 

son estadísticamente significativas.  

 

Origen de las 
variaciones 

Suma de 
cuadrados 

Grados de 
libertad 

Promedio de 
los cuadrados 

F p-valor 

Tiempo 0,2755 6 0,0459   

Concentración 0,1077 3 0,0359 13,95 0,0001 
Error Tiempo*Conc  0,0463 18 0,0025   

Régimen 0,0044 2 0,0022 5,49 0,0071 
Régimen*Conc 0,0114 6 0,0019 4,69 0,0008 

Error 
Tiempo*Régimen*Conc 

0,01954 48 0,0004   

      
Total 0,4651 83    

Tabla 4-5. ANAVA efecto del régimen de cultivo y la concentración de glicerol sobre el 

incremento celular. 

 

Las curvas de crecimiento celular de P. kessleri en glicerol en regímenes de cultivo 

fotoheterotrófico, heterotrófico y mixotrófico, son mostradas en la Figura 4-7. 
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Figura 4-7: Curvas de crecimiento de la microalga P. kessleri en medio BBM suplementado 

con glicerol en diferentes concentraciones bajo tres modalidades de cultivo. Para cada 

tratamiento en glicerol, cada punto representa el promedio de tres medidas. Las barras 

sobre los puntos representan la desviación estándar, en aquellos puntos donde no se ve la 

barra, la desviación estándar es menor al tamaño del punto en la gráfica. 

1 g/L 3 g/L 5 g/L

Concentración de glicerol

Control

1

10

0 24 48 72 96 120 144

M
il
lo

n
e
s 

d
e
 c

é
lu

la
s 

· 
m

L
-1

Tiempo de cultivo (h)

Mixotrofía

1

10

0 24 48 72 96 120 144 168 192

M
il
lo

n
e
s 

d
e
 c

é
lu

la
s 

· 
m

L
-1

Tiempo de cultivo (h)

Fotoheterotrofía

1

10

0 24 48 72 96 120 144

M
il
lo

n
e
s 

d
e
 c

é
lu

la
s 

· 
m

L
-1

Tiempo de cultivo (h)

Heterotrofía



102 Evaluación del efecto de la fuente de carbono sobre el crecimiento y la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri 

 

 

 

Al igual que en los tratamientos suplementados con glucosa, se calculó el incremento celular 

para determinar el incremento real en el número de células desde el primer al último día del 

cultivo. Los resultados entre tratamientos fueron comparados mediante pruebas de Tukey, 

indicando que el único tratamiento en el cual el incremento celular es más alto y 

significativamente diferente es el suplementado con glicerol a 1 g·L-1 bajo fotoheterotrofía; el 

resto de tratamientos no fueron estadísticamente diferentes. Estas comparaciones pueden 

observarse en la Figura 4-8.  

 

 

Figura 4-8: Incremento máximo celular para los tratamientos suplementados con glicerol. 

Letras diferentes indican diferencia significativa con una confianza del 95% acorde a prueba 

de Tukey. 

 

Aquí se observa que los incrementos celulares alcanzados por los cultivos en glicerol son 

mucho menores que aquellas alcanzadas en glucosa. Por ejemplo, en glucosa las mayores 

concentraciones celulares rondaron los 80 a 100 millones de células·mL-1. 

Comparativamente, entre los tratamientos con glicerol el mayor número de células fue de 33 

millones de células·ml-1 (Gly1 FT). Este es un claro indicio de la baja afinidad de la cepa 

utilizada por esta fuente de carbono, y que el crecimiento fue ligeramente inhibido por 

glicerol a altas concentraciones. 



103 Evaluación del efecto de la fuente de carbono sobre el crecimiento y la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri 
 

 

 

 

Los cultivos fotoheterotróficos alcanzaron incrementos de 44,25; 8,52 y 12,17 veces para las 

concentraciones de 1, 3 y 5 g·L-1 en 7, 6 y 4 días, respectivamente. Lo cual indica que bajo 

esta modalidad la célula no puede tolerar el glicerol a altas concentraciones. Este tipo de 

régimen de cultivo presentan pocos antecedentes para microalgas, se tiene por ejemplo el 

trabajo realizado por Patel et al. (2019) quienes adicionaron glicerol a medios de cultivo para 

el crecimiento de Chlorella protothecoides bajo los mismos regímenes de cultivo estudiados 

en este trabajo. La forma como inhibieron la fotosíntesis y se garantizó la fotoheterotrofía fue 

mediante la adición de 3-(3,4-Diclorofenil)-1,1-dimetilurea (DCMU), bajo este régimen de 

cultivo las células no presentaron crecimiento al cabo de 4 días. 

 

Para los cultivos heterotróficos, el glicerol fue asimilado de mejor manera, obteniendo 

mayores incrementos a medida que aumenta la concentración e glicerol. El número celular 

se incrementó en 14,3; 14,6 y 20,9 veces a medida que la concentración de glicerol aumentó 

a 1, 3 y 5 g·L-1. Con esta especie, bajo este régimen de cultivo no se han encontrado 

estudios similares; la mayoría se han realizado con Chlorella protothecoides como lo 

hicieron Chen & Walker (2011) [67] y O’Grady & Morgan (2011) [15] quienes  obtuvieron 

incrementos celulares de 19 veces en 6 días y 13 veces en 5 dias, al suplementar el medio 

con mayores cantidades de glicerol (30 g·L-1). Por lo tanto, sería conveniente evaluar en 

estudios futuros si es posible obtener mayores incrementos celulares usando este régimen 

de cultivo y concentraciones más altas de glicerol, con el fin de eliminar los requerimientos 

lumínicos y poder aprovechar este compuesto como fuente de carbono.   

 

En los tratamientos mixotróficos Gly1 MX; Gly3 MX y Gly5 MX se observó un incremento de 

10,3; 19,8 y 15,2, respectivamente. Lo cual quiere decir que bajo mixotrofía, P. kessleri no 

pudo tolerar una concentración de 5 g·L-1 de glicerol en el medio. El comportamiento de los 

resultados obtenidos se asemeja a los encontrados por Liang et al. (2009), donde C. vulgaris 

se incrementó 7,22 cuando se agregaron g·L-1 de glicerol al medio y su incremento fue 

menor (6,56 veces) cuando se agregaron 20 g·L-1 de glicerol. Por el contrario, Kong et al. 

(2013) [100] obtuvieron mayores incrementos de C. vulgaris mientras incrementaron la 

concentración de fuente de carbono:  1,5; 5,5 y 6,5 veces en 4 días cuando suplementaron 

el medio con 1, 5 y 10 g·L-1 de glicerol, respectivamente. Es decir, que para Parachlorella 
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kessleri aún no puede definirse una hipótesis sobre cuál será su comportamiento en 

mixotrofía, puesto que se han realizado muy pocos estudios al respecto. En este sentido, 

este trabajo indica que para alcanzar altos crecimientos celulares con la cepa de P. kessleri 

utilizando glicerol, éste debe ser agregado en una concentración de 1 g·L-1 y el cultivo debe 

ser sometido a condiciones fotoheterotróficas. 

4.2.2 Velocidad específica de crecimiento en glicerol 

El análisis de varianza presentado en la Tabla 4-6 permitió determinar el efecto de la 

modalidad de cultivo y de la dosis de glicerol suministrada sobre la velocidad específica de 

crecimiento de la microalga. Se encontró que no existen diferencias en las varianzas de los 

tratamientos.  

 

Origen de las 
variaciones 

Suma de 
cuadrados 

Grados de 
libertad 

Promedio de 
los cuadrados 

F p-valor 

Régimen 0,0032 2 0,0016 2,28 0,2287 

Concentración 0,0004 2 0,0002 0,32 0,7443 

Error 0,0029 4 0,0007   

      

Total 0,0066 8    

Tabla 4-6: ANAVA efecto del régimen de cultivo y la concentración de glicerol sobre la 

velocidad específica de crecimiento. 

 

La Figura 4-9 muestra las velocidades específicas de crecimiento (µ) de los tratamientos en 

glicerol y de acuerdo a los resultados de la Tabla 4-6, realizar a estos parámetros una 

prueba de Tukey ubica a todos los tratamientos en un mismo grupo estadístico. 

 

A pesar de que estadísticamente no existen diferencias significativas entre las velocidades 

específicas de los tratamientos, en la Figura 4-9 se observan ligeras diferencias. Puede 

afirmarse que las células crecen más rápido en concentraciones de 1 g·L-1 de glicerol bajo 

cualquier modalidad de cultivo. Bajo condiciones mixotróficas, incluso, pueden utilizarse 

concentraciones de 5 g·L-1 que se traducen en rápidos crecimientos celulares, pero se 

alcanza rápidamente una fase estacionaria y su crecimiento cesa , aunque solo en el 

tratamiento Gly1 FT, la alta velocidad específica de crecimiento se traduce en mayor 
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incremento celular (Figura 4-7). Este es el primer estudio que reporta velocidades 

específicas de crecimiento de P. kessleri bajo la modalidad fotoheterotrófica y en general se 

observa que P. kessleri no toleró concentraciones de glicerol mayores a 1 g·L-1 bajo ninguna 

modalidad de cultivo.  

 

 

Figura 4-9: Velocidad específica de crecimiento para los tratamientos suplementados con 

glicerol. n=3. Barra error: 1 Error Estándar de regresión. 

 

Las velocidades específicas de crecimiento para los tratamientos mixotróficos en este 

estudio son mayores que las reportadas por Kong et al. (2013) [100] para Chlorella vulgaris 

bajo mixotrofía quienes obtuvieron valores de µ de 0,039 para tratamientos con 5 y 10 g·L-1 

de glicerol.  

4.2.3 Consumo de glicerol 

La Figura 4-10 expone la cinética de consumo de glicerol para las diferentes modalidades de 

cultivo.  
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Figura 4-10: Concentración de glicerol en cultivos de P. kessleri bajo diferentes regímenes 

de cultivo. Cada punto representa el promedio de tres medidas. Las barras sobre los puntos 

representan la desviación estándar, en aquellos puntos donde no se ve, la desviación 

estándar es menor al tamaño del punto en la gráfica. 
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La variación en la concentración inicial de glicerol puede deberse a que en algunos casos el 

preinóculo tenía glicerol residual y en otros, la cantidad de preinóculo era lo suficientemente 

alta para alcanzar a diluir el glicerol del medio receptor.  

 

La primera observación que puede hacerse es que el glicerol no fue consumido de manera 

tan eficiente si se compara con el consumo de glucosa (Figura 4-5), demostrando la baja 

afinidad de la cepa utilizada por este sustrato. Esto se deduce a partir del hecho de que los 

tratamientos que presentaban concentraciones iniciales de 3 y 5 g·L-1 de glicerol, aun 

después de 6 días de cultivo presentaron una reducción de glicerol en el medio entre el 25 a 

60%. En efecto las eficiencias de consumo de glicerol fueron: 78,1; 27,2; 97,6; 25,5; 35,97; 

67,6; 23,6; 2,9 y 64,1 % para los tratamientos Gly1 FT, Gly1 HT, Gly1 MX, Gly3 FT, Gly3 

HT, Gly3 MX, Gly5 FT, Gly5 HT, Gly5 MX, respectivamente.  

 

Se observa que en general, las mejores eficiencias de toma de glicerol se presentan en los 

tratamientos mixotróficos, sin que se obtengan altas concentraciones celulares.  

Posiblemente, el glicerol tomado del medio esté siendo utilizado por la célula para labores 

de mantenimiento y no para el crecimiento celular. El estudio de Patel et al. (2019) demostró 

que el régimen de cultivo tiene efectos significativos sobre la toma de los sustratos utilizados 

y su finalidad. En ese estudio ellos atribuyen el no crecimiento bajo heterotrofia y mixotrofía 

de C. protothecoides a que no es suministrada la cantidad suficiente de oxígeno para 

realizar su respiración y a la falta de enzima requeridas para su metabolismo. Sería viable 

entonces optimizar otros parámetros de cultivo como la aireación, la intensidad lumínica, la 

variación de la duración del fotoperiodo o la cantidad de CO2 suministrada con el fin de 

encontrar una condición que favorezca en mayor medida el crecimiento de la microalga y la 

utilización de glicerol.  

4.2.4 pH 

El pH en los tratamientos suplementados con glicerol se tomó diariamente y a partir de los 

datos se construyó la Figura 4-11 se mantuvo cercano a condiciones neutras aunque 

ligeramente más alto que el del cultivo control.  
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Figura 4-11: Variación del pH para tratamientos suplementados con glicerol. a. Ensayos 

fotoheterotróficos, b. Ensayos heterotróficos, c. Ensayos mixotróficos. n=3. Barra error: 1 

Desv. Estándar 
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Es probable que debido a que el medio BBM utilizado funciona como un tampón, su pH 

tienda con dificultad a sufrir variaciones, por otro lado, el glicerol actúa como osmorregulador 

en la célula, lo cual puede contribuir a mantener balanceados los iones a uno y otro lado de 

la membrana [67]. El comportamiento en fotoheterotrofía y mixotrofía se puede comparar al 

encontrado por Grama et al. 2016 [8] quienes reportan resultados similares al evaluar el 

crecimiento de Dactylococcus dissociatus MT1 en glicerol. Sustenta sus resultados 

explicando que la respiración produce CO2 que acidifica el medio con ácido carbónico, 

luego, la fotosíntesis consume CO2 y desplaza el equilibrio hacia un valor de pH más alto.  

4.3 Composición bioquímica 

Se evaluó la composición bioquímica de las microalgas obtenidas en cada uno de los 

tratamientos. Para realizar esto, cuando los cultivos alcanzaron su fase estacionaria, el 

siguiente lote de cultivos fue inoculado con una parte de ellos y la otra parte se centrifugó; la 

biomasa precipitada fue recolectada y liofilizada. Posteriormente se tomaron 0,5 gramos de 

biomasa liofilizada, se realizó disrupción celular mediante ultrasonido para liberar el 

contenido de proteínas, lípidos y carbohidratos existente dentro de las células; estas 

biomoléculas son determinadas por reacciones colorimétricas y espectrofotometría de luz 

visible y comparado con curvas de calibración para cada biomolécula. 

 

La finalidad de la presente investigación es encontrar aquella condición de cultivo que 

permita una biomasa de P. kessleri rica en carbohidratos o lípidos y con bajo contenido de 

proteínas, que pueda ser utilizada en posteriores procesos de producción de 

biocombustibles y específicamente, como interés del grupo de investigación, en licuefacción 

hidrotermal; esperando obtener biocrudo con bajo porcentaje de nitrógeno y azufre.  

 

Los contenidos de cada una de estas biomoléculas son expresados en porcentaje, el total 

está dado por la sumatoria de proteínas, lípidos y carbohidratos. Para el momento de la 

publicación de la presente investigación, pocos son los reportes detallados acerca de la 

composición bioquímica cuando P. kessleri se suplementa con glucosa como fuente de 

carbono [5], [164], incluso, hasta el momento no se han reportado este tipo de resultados 
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cuando su crecimiento se realiza en tratamientos con glicerol. La presente investigación 

sería una primera aproximación a su conocimiento. 

 

La información obtenida se comparó con algunos estudios similares hechos en C. vulgaris y 

C. protothecoides [102] por ser las especies más cercanas genéticamente y además porque 

son las más estudiadas hasta ahora; S. platensis por ser una microalga también de agua 

dulce y Schizochytrium limacinum una microalga conocida por acumular altas cantidades de 

lípidos de la cual se encontró un trabajo que reporta su composición bioquímica completa 

[18]. Todo ello asumiendo que entre esas especies existe semejanza entre las vías 

metabólicas de biosíntesis de biomoléculas. Además se procuró tener en cuenta solamente 

aquellos tratamientos en los que las concentraciones y orígenes de las fuentes de carbono 

eran similares a las utilizadas en este trabajo, puesto que en algunos de ellos las dosis 

suplementadas son muy superiores (40-100 g∙L-1) o en el caso del glicerol, algunos trabajos 

utilizan glicerol crudo proveniente de procesos de obtención de biodiesel y estos conjuntos 

de condiciones conllevan a inhibiciones del crecimiento de los microorganismos esperando 

así una composición bioquímica dada más por el estrés al que la microalga está sometida 

que al efecto de la asimilación de la fuente de carbono en sí. Por lo tanto, dichas situaciones 

no pueden ser comparables con las reportadas en esta investigación.  

4.3.1 Composición bioquímica de P. kessleri en 

tratamientos con glucosa 

Los análisis de varianza de Anexo H muestran la variabilidad de los contenidos de proteínas, 

y carbohidratos entre regímenes de cultivo y concentraciones de glucosa agregadas, 

obteniendo que en todos los casos es éste último factor el que influye sobre la expresión de 

estas respuestas.  

 

La Tabla 4-7 recopila los valores de contenido de proteínas, carbohidratos y lípidos 

reportados para cultivos de P. kessleri en los tratamientos suplementados con glucosa.  
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Tratamiento 
Contenido de 
Proteínas (%) 

Contenido de 
Carbohidratos (%) 

Contenido de 
Lípidos (%) 

AUT 59,71 ± 7,43 a 21,93 ± 2,64 b 14,19 ± 0,96 c d e 

Glu1 FT 62,81 ± 9,52 a 23,53 ± 1,64 ab 12,92 ± 0,35 c d e 

Glu3 FT 58,79 ± 10,58 a 26,24 ± 3,33 ab 13,71 ± 1,93 c d e 

Glu5 FT 51,19 ± 3,86 a 26,65 ± 3,29 ab 20,93  ± 2,56 a  

Glu1 HT 62,55 ± 9,21 a 21,52 ± 1,87 b 14,79 ± 1,40 c d 

Glu3 HT 58,24 ± 3,78 a 26,30 ± 3,24 ab 11,30  ± 1,26 d e 

Glu5 HT 52,61 ± 10,25 a 29,54 ±2,6 ab 10,31 ± 0,89 e 

Glu1 MX 58,58 ± 7,56 a 22,95±3,26 ab 16,19 ± 1,83 b c 

Glu3 MX 51,47 ± 6,76 a 27,46±1,19 ab 16,79  ± 1,45 a b c 

Glu5 MX 48,70 ± 5,07 a 30,68 ±4,83 a 20,39 ±1,56 a b 

Tabla 4-7: Composición bioquímica en base seca de P. kessleri en tratamientos 

suplementados con glucosa y expuestos a regímenes de crecimiento fotoheterotrófico, 

heterotrófico y mixotrófico. Cada valor es el promedio de tres medidas ± desviación 

estándar. Letras diferentes indican diferencia significativa con una confianza del 95% acorde 

a prueba de Tukey. 

 

De esta manera se tiene que el metabolismo de expresión de proteínas de todos los 

tratamientos no es estadísticamente diferente de la de los cultivos control, es decir utilizar 

estas concentraciones bajo cualquier modalidad de cultivo no conlleva a la reducción de las 

proteínas. Sin embargo, cuando se incrementó la concentración de glucosa en el medio a 5 

g·L-1, sí se observó una ligera disminución del contenido de proteínas para todos los 

tratamientos. Una posible explicación para los altos contenidos de proteína de los 

tratamientos en glucosa pueden deberse a que este sustrato es metabolizado 

principalmente por la vía de las pentosas fosfato (Figura 2-7) que es la principal ruta de 

producción de aminoácidos. 

 

Este comportamiento similar al encontrado por Deng et al. (2019) [5] quien encontró que el 

contenido de proteínas disminuyó desde 54.3% hasta 34.9% con un incremento de glucosa 

desde 2 a 15 g·L-1 en mixotrofía en P. kessleri; el trabajo de Liang et al.(2009) [9] evaluó 

incluso concentraciones de 10 g·L-1 de glucosa obteniendo solamente 32% de proteínas en 

C. vulgaris. 
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El contenido de carbohidratos aumentó cuando la cantidad de glucosa incrementó en cada 

medio. Para este estudio, el contenido de carbohidratos en el tratamiento control fue de 

21,93 %, y aumentó hasta 26,65; 29,54 y 30,68 % en los tratamientos Glu5 

fotoheterotróficos, heterotróficos y mixotróficos, respectivamente. Unos comportamientos 

similares obtuvieron Deng et al. (2019): en el tratamiento control encontró un 17,2% de 

carbohidratos que incrementó desde 12.6% hasta 28.2% cuando incrementaron la glucosa 

desde 2 a 15 g·L-1 en el medio. Estos resultados están de acuerdo con lo afirmado por Yang 

et al. (2000) [184] quienes sugieren que la glucosa puede estar siendo convertida 

directamente en almidón sin la conversión previa en gliceraldehído-3-fosfato y luego ser 

absorbida por el cloroplasto. Por lo tanto, una parte de la glucosa exógena se convierte 

directamente en almidón y el resto se oxida a través de la ruta Embden-Meyerhof-Parnas o 

glicólisis (Figura 2-7) glicólisis a partir de la cual se inicia el ciclo de Krebs (Figura 2-8) 

donde se genera una mayor cantidad de precursores que inician la síntesis de carbohidratos 

y lípidos.  

 

El contenido de lípidos para estos tratamientos tiene la misma explicación bioquímica. Para 

este estudio, según el análisis de varianza de Anexo H , éste parámetro, sí se ve afectado 

tanto por el régimen de cultivo como por la concentración de glucosa que es agregada; por 

lo cual en esta respuesta se observa una mayor variedad en los resultados. La más alta 

acumulación de lípidos se logró en los tratamientos Glu5 FT y Glu5 MX de glucosa, gracias 

a una mayor disponibilidad de energía bajo estas condiciones; por lo tanto, ésta sería una 

estrategia potencial para incrementar su producción. En los tratamientos autotróficos y 

aquellos suplementados con 1 y 3 g·L-1 de glucosa, la cantidad de lípidos acumulada no fue 

significativamente diferente. Los tratamientos control obtuvieron 14,19% de lípidos, un poco 

más bajo que el obtenido por Serrano (2012) quien obtuvo el 18,9% para C. vulgaris al 

optimizar condiciones de irradiancia, CO2 y aireación para lograr mayor acumulación de 

lípidos.  

 

 En las microalgas el almacenamiento de energía en forma de lípidos es un proceso que 

compite con el almacenamiento en forma de carbohidratos, y se ha sugerido que ésta última 

puede ser la forma más eficiente; debido a que se necesita menos ATP y NADPH por cada 
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molécula de carbohidrato producida, a diferencia de la síntesis de lípidos que requiere más 

del doble. Aunque los lípidos pueden almacenar más energía, la cantidad de energía 

invertida en su síntesis no es compensada por la energía obtenida de su oxidación [234].  

 

A partir de estos resultados se puede afirmar que la microalga P. kessleri tiene la capacidad 

de alterar sus vías metabólicas y cambiar su composición bioquímica cuando se cultiva en 

glucosa bajo diferentes concentraciones y regímenes de cultivo. De manera general se 

puede decir que la energía obtenida de la glucosa fue utilizada principalmente para la 

reproducción celular y solo en aquellos casos donde la glucosa fue suministrada en 

concentraciones de 5 g·L-1 se observó un metabolismo enfocado a la biosíntesis de 

moléculas energéticas, es decir, ese aporte de energía “extra” dado por la glucosa también 

promueve que la cantidad de carbohidratos aumente; la cantidad de lípidos también 

incrementa, pero lo hace de manera más sutil. Se observa que en los tratamientos 

suplementados con 5 g·L-1 de glucosa, la cantidad de lípidos y carbohidratos tiende a 

incrementar, razón por la cual el contenido de proteínas tiende a disminuir.  

 

Los hallazgos de esta investigación, coinciden con lo afirmado por Perez-Garcia & Bashan, 

(2015): la fuente de carbono es consumida a una velocidad más alta que la de reproducción 

celular, promoviendo la conversión del exceso de azúcar en lípidos. Sin embargo, en este 

caso, probablemente debido a la genética de la cepa, P. kessleri estuvo más predispuesta a 

acumular carbohidratos, afirmación que había sido hecha también por Fernandes et al. 

(2013).  

 

Por lo tanto se concluye que si se desean biomasas que puedan ser usadas en futuros 

proceso de licuefacción hidrotermal y que sean capaces de metabolizar la glucosa presente 

en el medio, P. kessleri debería ser cultivada bajo una modalidad fotoheterotrófica o 

mixotrofía agregando 5 g·L-1 de glucosa.  
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4.3.2 Composición bioquímica de P. kessleri en 

tratamientos con glicerol 

La Tabla 4-8 recopila las respuestas en cuanto a contenido de proteínas, carbohidratos y 

lípidos reportados para cultivos de P. kessleri en los tratamientos suplementados con 

glicerol.  

 

Los ANAVA para estos tratamientos se encuentran consignados en el Anexo H y la prueba 

de Tukey muestra la variabilidad de los contenidos de proteínas y carbohidratos entre 

regímenes de cultivo y concentraciones de glicerol agregadas, obteniendo que estos 

parámetros son influidos por el régimen de crecimiento. 

 

De acuerdo a la Tabla 4-8 los mayores contenidos de proteínas se obtuvieron en los 

tratamientos expuestos a la luz y estadísticamente no fueron significativamente diferentes 

del tratamiento control. Por otro lado, en todos los tratamientos heterotróficos se observó 

una disminución en el contenido de proteínas desde 40,77% hasta 20, 37%, es decir que la 

disminución es más marcada mientras se incrementa la concentración de glucosa. Komor 

&Tanner (1974) [202] y Aubert et al. (1994) [235] sugirieron que el glicerol cuando se 

suministra como única fuente de carbono, inhibe la ruta de las pentosas fosfato, lo cual 

provocaría una disminución de la producción de aminoácidos y explicaría que los contenidos 

de proteína en oscuridad sean tan bajos. Los cultivos fotoheterotróficos podrían estar 

reciclando parte del CO2 que se produce de la respiración del glicerol y los mixotróficos 

toman el CO2 del aire suministrado por lo tanto tendrían un aporte extra de carbono. Sin 

embargo, al observar el consumo de esta fuente de carbono (Figura 4-10), se observa que a 

3 y 5 g·L-1 no fue consumido. Por lo tanto una disminución en las proteínas podría deberse 

también a una situación de estrés que provoque el consumo de proteínas por parte de la 

misma célula para su posterior transformación y almacenamiento en forma de carbohidratos 

y lípidos y por lo tanto un cese de la reproducción celular como se discutió en el numeral 

4.2.1. 
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Tratamiento 
Contenido de 
Proteínas (%) 

Contenido de 
Carbohidratos (%) 

Contenido de 
Lípidos (%) 

AUT 59,53 ± 7,43 a 21,93 ± 2,64 c 14,19 ± 0,96  bc 

Gly1 FT 61,26 ± 8,31 a 25,64 ± 1,36 c 11,94 ± 1,71 c 

Gly3 FT 66,89 ± 1,08 a 21,94 ± 3,50 c 11,56 ± 0,92 c 

Gly5 FT 62,39 ± 6,28 a 22,6 ± 1,71 c 14,11 ± 1,98 bc 

Gly1 HT 40,77 ± 5,76 b  38,91 ± 6,3 b 16,82  ± 6,3 b 

Gly3 HT 35,64 ± 1,8 bc 46,03 ± 5,49 ab 14,81 ± 1,43 bc 

Gly5 HT 20,37 ± 3,7 c 52,32 ±1,38 a 27,29  ± 2,19 a 

Gly1 MX 68,11 ± 8,84 a 19,9,± 1,47 c 11,63 ± 1,26 c 

Gly3 MX 63,92 ± 8,46 a 24,45 ± 3,2 c 11,32  ± 1,51 c 

Gly5 MX 68,15 ± 2,2 a 22,89 ± 1,01 c 11,77± 1,24 c 

Tabla 4-8: Composición bioquímica en base seca de P. kessleri en tratamientos 

suplementados con glicerol y expuestos a regímenes de crecimiento fotoheterotrófico, 

heterotrófico y mixotrófico. Cada valor es el promedio de tres medidas ± desviación 

estándar. Letras diferentes indican diferencia significativa con una confianza del 95% acorde 

a prueba de Tukey. 

 

En cuanto a la acumulación de carbohidratos y lípidos, el ANAVA consignado en el Anexo H 

y la Tabla 4-8, indican que los cultivos heterotróficos obtuvieron las mayores acumulaciones 

que se incrementan cuando se incrementa la concentración de glicerol. Es decir, que bajo 

este régimen de cultivo, el contenido de proteínas disminuye para dar paso a una 

acumulación de éstas biomoléculas. Retomando la explicación de Komor &Tanner (1974) 

[202], el glicerol inhibe la ruta pentosas, pero se fosforila para transformarse en 

gliceraldehído-3-fosfato y seguir activamente la ruta de la gluconeogénesis, incrementando 

la síntesis de carbohidratos mediante ciclo de Krebs (Figura 2-7). Los tratamientos en luz no 

fueron significativamente diferentes del control, por lo tanto, ni la modalidad autotrófica, 

fotoheterotrófica ni mixotrófica promueven su acumulación. 

 

Para un potencial uso de la biomasa obtenida en procesos de licuefacción hidrotermal, sería 

conveniente el cultivo de P. kessleri en un tratamiento heterotrófico suplementado con 1 g·L-

1, modalidad bajo la cual se obtuvo la mayor acumulación de lípidos y carbohidratos. 
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También es posible utilizar la biomasa obtenida en procesos fermentativos para la obtención 

de bioetanol. 

4.3.3 Pigmentos 

Durante el análisis de los resultados se observó una relación entre la pérdida de color de los 

cultivos (que se pudo apreciar a simple vista), y la cantidad de fuente de carbono orgánica 

agregada al medio. Sin embargo, el contenido de pigmentos no fue cuantificado debido a 

que según la bibliografía su contenido es de entre 0,4-4% en las microalgas [5], [100], 

cantidad que no es significativa para las posteriores aplicaciones que se pretende dar a la 

biomasa obtenida en este estudio. Por lo tanto, se realizará una descripción cualitativa de 

los resultados. 

 

La Figura 4-12 y Figura 4-13 corresponden a fotografías de los tratamientos suplementados 

con glucosa y glicerol respectivamente. Estas imágenes se tomaron en el momento en que 

cada uno de los cultivos ya había alcanzado la fase exponencial y se habían extraído 

cantidades considerables para hacer análisis e peso seco o preinóculos de los cultivos 

siguientes, por lo cual una marcada disminución en el volumen de cultivo en la fotografía no 

necesariamente es indicio de excesiva evaporación. 

 

En ellos se observa cómo los ensayos suplementados con 3 y 5 g·L-1 de glucosa y glicerol 

en todos los regímenes de cultivo, presentan tonalidades más pálidas si se compara con el 

ensayo control o con aquellos suplementados con 1 g·L-1.  
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Figura 4-12: Fotografías de los tratamientos suplementados con glucosa. En estas 

fotografías puede evidenciarse los cambios en el color de los cultivos. De izquierda a 

derecha las botellas corresponden a: ensayo control o AUT (autotrófico), Glu1 FT, Glu3 FT, 

Glu5 FT, Glu1 HT, Glu3 HT, Glu1 MX, Glu3 MX, Glu5 MX. 

 

 

Figura 4-13: Fotografías de los tratamientos suplementados con glicerol. En estas 

fotografías puede evidenciarse los cambios en el color de los cultivos. De izquierda a 

derecha las botellas corresponden a: Gly1 FT, Gly3 FT, Gly5 FT, Gly1 HT, Gly3 HT, Gly5 

HT, Gly1 MX y Glu5 MX. 

 

Para los tratamientos mixotróficos y fotoheterotróficos esta reducción de pigmentos es 

ligeramente más marcada mientras se incrementa la concentración dela fuente de carbono. 

Esta observación concuerda con lo postulado en una gran cantidad de estudios que afirman 

que la adición de fuentes de carbono orgánicas a menudo disminuye la producción de 

pigmentos fotosintéticos [78], [184], Narayan et al. (2005) [19] encontró también una 

marcada disminución en el contenido de los pigmentos clorofila a y ficocianina comparando 

con el medio control cuando Spirulina platensis creció en medios con glicerol. Deng et al. 
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(2019) [164] explica que esto sucede porque el carbono orgánico suministrado regula 

negativamente la expresión de algunas proteínas que se codifican en el núcleo. Algunas de 

ellas podrían ser proteínas de unión a la clorofila desarrolladas en el fotosistema II 

(específicamente la proteína coproporfirina III), incluso la enzima (RuBisCO); y de esta 

manera se altera tanto el proceso de absorción de fotones como la fijación del carbono 

inorgánico en el ciclo de Calvin. Además este proceso de inhibición por fuente de carbono 

es mitigado a medida que la misma es consumida por la célula, razón que explicaría por qué 

no llega a perderse del todo el color verde característico [162]–[164]. 

 

Por otro lado, respecto los cultivos en oscuridad suplementado con glicerol donde la 

reducción de los pigmentos es evidente; un estudio cuantificó la cantidad de clorofila que 

pierde P. Kessleri cuando es cultivada de manera heterotrófica en glucosa y encontró que el 

contenido de clorofila en un cultivo heterotrófico justamente en el tiempo inicial del cultivo 

era de 13,1 mg·g-1, después de dos días de crecimiento esa cantidad se redujo a 2,30 mg·g-

1, acompañado de un cambio en el color del cultivo de verde a amarillento durante el 

transcurso del experimento [164]. En ausencia de luz todo el sistema requerido para realizar 

la fotosíntesis no se desarrolla, los pigmentos colectores de luz no se acumulan y por lo 

tanto la célula debe mantenerse netamente mediante la respiración de la fuente de carbono 

orgánica suministrada. La presencia de glicerol afecta más negativamente la producción de 

pigmentos que aquellos tratamientos suplementados con glucosa. Esto concuerda con lo 

afirmado por Lewitus et al. (1991) [213] quien describe que la presencia de glicerol afecta 

negativamente la acumulación de pigmentos y las estructuras plastídicas mediante la 

reducción el tamaño de los cloroplastos.  
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5. Conclusiones y recomendaciones 

5.1 Conclusiones 

Esta investigación constituye uno de los primeros acercamientos al conocimiento de la 

composición bioquímica de la microalga P. kessleri, utilizando glucosa y glicerol como 

fuentes de carbono bajo regímenes de crecimiento auto, fotohetero, mixo y heterotrófico. 

Esta exploración es importante porque durante mucho tiempo esta especie fue confundida 

con otras especies del género Chlorella que pudo haber generado una colecta de 

información equivocada en cuanto a su comportamiento y composición bioquímica.  

 

Bajo las condiciones de cultivo estudiadas, se demostró que tanto el régimen de cultivo 

como la fuente de carbono orgánica (glucosa o glicerol) o inorgánica (CO2) influyen en el 

crecimiento y la composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri. 

 

Utilizando glucosa como fuente de carbono, hay una relación directa entre el crecimiento de 

la microalga y el contenido de glucosa para los regímenes fotoheterotrófico y heterotrófico, 

pero no para el mixotrófico. Los mayores incrementos en la biomasa se obtuvieron con los 

tratamientos fotoheterotróficos y heterotróficos suplementados con 5 g·L-1 de glucosa, en los 

cuales el número de células incrementó desde aproximadamente 1·106 células·mL-1 hasta 

7,7 y 9,7 ·107 células·mL-1, lo anterior en un tiempo de cultivo de 5 días.  

 

El buen desempeño en condiciones de oscuridad es un indicador de posibles ahorros en 

costos, gracias a que se elimina la necesidad de suministro de iluminación lo que se traduce 

en ahorro energético.  
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En los cultivos con glicerol hay un incremento en la velocidad de crecimiento con respecto al 

control (autotrófico) pero el aumento de la concentración de glicerol no estimula el 

crecimiento de la microalga. 

 

La estrategia de cultivo mixotrófica fue la más eficiente en cuanto a la remoción de la fuente 

de carbono orgánica para todos los tratamientos en glicerol, lo cual la hace promisoria para 

procesos en los cuales se requiera remover este tipo de fuentes del carbono del medio sin 

necesariamente esperar altos rendimientos de biomasa.  

 

La condición de cultivo más promisoria en la cual Parachlorella kessleri presentó la menor 

cantidad de proteínas (18.29%) y aumentó la cantidad de carbohidratos (46.01%) y lípidos 

(24%) fue aquella suplementada con 5 g·L-1 de glicerol y expuesta a condiciones de 

oscuridad.  

 

Se observó que P. kessleri bajo estudio fue alta productora de carbohidratos bajo las 

condiciones aquí tratadas, lo cual la posiciona como candidata a procesos de producción de 

bioetanol. 

 

El aumento en la concentración de la fuente de carbono promueve el incremento en la 

concentración de moléculas de almacenamiento como lípidos y carbohidratos y la 

disminución de las proteínas.  

5.2 Recomendaciones 

De acuerdo con los resultados obtenidos de esta investigación, la cepa de P. kessleri bajo 

estudio podría ser usada para procesos fermentativos de los cuales se obtenga bioetanol. 

 

Optimizar las condiciones de cultivo con glicerol para promover mayores rendimientos 

celulares sin que se vea afectada la acumulación de lípidos.  
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Profundizar el estudio utilizando concentraciones de glucosa y glicerol mayores a 5 g·L-1 

para observar la evolución en la acumulación de lípidos y carbohidratos.  

 

Realizar el cultivo de P. kessleri utilizando glicerol crudo proveniente de la transesterificación 

de ácidos grasos siempre y cuando se haga una adaptación adecuada de la microalga a su 

uso.  

 

Se recomienda complementar la investigación aquí expuesta con la realización del análisis 

del perfil de ácidos grasos de la microalga con el fin de explorar como afectan las 

condiciones de cultivo a la relación de ácidos grasos saturados e insaturados.  

 

Verificar continuamente la calibración de los equipos del laboratorio con el fin de obtener 

resultados confiables. 
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A. Anexo: Composición del medio BBM. 

Código solución patrón Nombre solución patrón Componente 
Concentración en la 

solución patrón 
Volumen a adicionar (mL) 

Concentración en el 
medio final 

Agua Agua destilada y desionizada H2O [-] 
936 

(c.s.p. 1000 mL) 
[-] 

SP-1 Nitrato de sodio NaNO3 25,00 g·L-1 10 2,94·10
-3

mol·L-1 

SP-2 Sulfato de Magnesio MgSO4 7,50 g·L-1 10 3,04·10
-4

mol·L-1 

SP-3 Cloruro de sodio NaCl 2,50 g·L-1 10 4,28·10
-4

mol·L-1 

SP-4 Fosfato monoácido de Potasio K2HPO4 7,50 g·L-1 10 4,31·10
-4

mol·L-1 

SP-5 Fosfato diácido de potasio KH2PO4 17,50 g·L-1 10 1,29·10
-3

mol·L-1 

SP-6 Cloruro de calcio CaCl2·2H2O 2,50 g·L-1 10 1,70·10
-4

mol·L-1 

SP-7 Metales traza 

ZnSO4·7H2O 8,82 g·L-1 

1 

3,07·10
-5

mol·L-1 

MnCl2·4H2O 1,44 g·L-1 7,28·10
-6

mol·L-1 

MoO3 0,71 g·L-1 4,93·10
-6

mol·L-1 

CuSO4 · 5H2O 1,57 g·L-1 6,29·10
-6

mol·L-1 

Co(NO3)2·6H2O 0,49 g·L-1 1,68·10
-6

mol·L-1 

SP-8 Solución de boro H3BO3 11,42 g·L-1 1 1,85·10
-4

mol·L-1 

SP-9 Solución EDTA Alcalina 
EDTA·Na2 50,00 g·L-1 

1 
1,71·10

-4

mol·L-1 

KOH 31,00 g·L-1 5,53·10
-4

mol·L-1 

SP-10 Solución ácida de Hierro 
FeSO4· 7H2O 4,98 g·L-1 

1 1,79·10
-5

mol·L-1 

H2SO4 (98%) 1 mL·L-1 - 

Tabla A-1: Composición del medio BBM [232] 

Nota 1: Adicione las soluciones patrón a aproximadamente 850 mL de agua en el orden señalado y con agitación y espere a que cada una se disuelva completamente antes de 

agregar la siguiente. Finalmente añada el agua restante hasta completar 1000 mL. 

Nota 2: Todas las soluciones patrón (excepto la SP-7) pueden ser almacenadas sin esterilizar a 4°C en recipientes de vidrio. Para preparar la solución patrón SP-7, disuelva cada 

componente después del otro; puede necesitar esterilización en autoclave para lograr disolución total. Esta solución no debe ser almacenada en recipientes de vidrio sino en 

recipientes de teflón o policarbonato para evitar que el metal se adsorba en la superficie del contenedor. Almacene a 4 °C. 

Nota 3: El pH final del medio BBM antes de esterilizar debería estar entre 6,4 y 6,8 y la conductividad alrededor de 1400 µS·cm -1. Esterilizar en autoclave a 121 °C por 30 min. 

Esperar 24 h antes de inocular o airear por un período suficiente (~1 h) antes de inocular para ajustar equilibrio gaseoso del medio. 

Nota 4: Para preparar agar BBM, se parte del medio BBM y se le adiciona Agar-Agar en concentración de 10 a 13 g·L-1.  
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B. Anexo: Método conteo de microalgas por 

cámara de Neubauer 

Materiales:  

 Cámara de conteo de Neubauer 

 Centrifuga (Hettich Zentrifugen ROTOFIX 32) 

 2 pipetas 1000 µL 

 1 pipeta 200 µL 

 Microscopio con cámara incorporada (OMAX A35140U) 

 Cabina de flujo laminar  

 Tubos de centrifuga de 50 mL 

 

Reactivos:  

 Medio de cultivo BBM fresco (100 mL aprox.) 

 Muestra de cultivo de microalga Chlorella vulgaris (80 mL aprox.) 

 

Toma y preparación de la muestra: 

De un cultivo de microalgas, en la cabina de flujo laminar, tomar una muestra de 100 mL 

en dos tubos de centrifuga de 50 mL. El cultivo debe agitarse antes de tomar la muestra 

para que sea homogénea.  

 

Para tener un amplio espectro de concentraciones, las muestras tomadas del cultivo se 

concentran por centrifugación a criterio del investigador, eliminando el sobrenadante y 

mezclando las dos muestras precipitadas. 

 

La microalga concentrada debe resuspenderse en agua destilada, centrifugarse y 

eliminar el sobrenadante, con el fin de reducir las sales precipitadas del medio y así 

disminuir el ruido que estas ocasionan cuando se realiza el conteo. Este procedimiento 

debe repetirse mínimo 5 veces.  
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Una vez terminado el lavado de la microalga este debe resuspenderse nuevamente en 

medio fresco BBM previamente centrifugado. 

 

Conteo celular en Cámara de Neubauer: 

1. Separar el cultivo concentrado en tres muestras, cada una con volumen 

aproximado de 10 mL (replicas) en tubos de centrifuga de 15 mL. Antes de 

separar el cultivo se debe agitar para evitar la sedimentación de las microalgas y 

garantizar que las tres muestras sean estadísticamente iguales. Nombre de las 

muestras R1, R2 y R3. 

2. Con una pipeta (200 µL) tomar 30 µL de la muestra R1; agitar varias veces con la 

pipeta para evitar sedimentación antes de tomar la muestra.   

3. Colocar aproximadamente 2 gotas sobre la cuadricula de la cámara de Neubauer 

(Figura B-1) 

 

Figura B-1. Esquema de la cámara de 

Neubauer, donde se representa la ubicación de 

las dos cuadriculas. 

 

 

4. Colocar el cubre objetos sobre la cámara evitando la aparición de burbujas y que 

el líquido se desborde; si esto llega a suceder, lavar y volver a repetir desde el 

paso 2.  

5. Poner al microscopio la cámara y enfocar hasta que las células se vean nítidas a 

objetivo 10x 

6. Ubicar el cuadro grande 1 (Figura B-2) y tomar una foto; asegurarse que quede 

enfocado y nítido todo el cuadro. 
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Figura B-2 Cuadrícula de una cámara de Neubauer 

 

7. Tomar las fotos para los tres cuadros restantes marcados como (1) en la Figura 

B-2 y tomar las fotos (4 fotos en total).  

Nomenclatura de las fotos: Rx-y. Donde “x” corresponde al número de la réplica y “y” al 

cuadrante de la cámara (Figura B-3). Por ejemplo, R1-3 corresponde a la foto del 

cuadrante 3 de la réplica 1. 

 

 

Figura B-3. Numeración de cada uno de los 

cuadrantes de la cámara de Neubauer. En la 

imagen se resalta el cuadrante correspondiente 

a una foto Rx-3; donde “x” corresponde al 

número de la réplica que se esté analizando. 

 

 

 

 

8. Retirar la cámara, lavar y secar. Repetir los pasos de 1 -7 para la muestras R2 y 

R3 (réplicas de la medición) (12 fotos en total) 

 

9. Una vez se tengan las fotos, realizar el conteo de todas las células que se 

encuentran dentro de cada cuadrante, como sigue: 
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a. Las células se cuentan en zigzag siguiendo la Figura B-4. 

b. Cada cuadrante está delimitado por una línea triple, para el conteo solo se 

tendrá en cuenta la segunda línea de cada borde (Figura B-4) 

 

 

Figura B-4. Esquema de conteo de los cuadros 

de un cuadrante de la cámara de Neubauer. 

Para el conteo se tendrán como limites las 

líneas intensas de la figura, correspondientes a 

la segunda línea de delimitación de cada 

cuadrante. Cada uno de los cuadros de un 

cuadrante se enumera siguiendo el zigzag 

 

 

 

c. Las células que toquen o estén por dentro de la segunda línea superior e 

izquierda se cuentan (Figura B-5) 

Figura B-5. Representación del conteo 

de células que tocan líneas superiores e 

izquierdas. En negro, las células que se 

cuentan dentro del cuadro 1 (13 células); 

en gris las células que se cuentan dentro 

del cuadro 2 (9 células); y en blanco, las 

células que no hacen parte del conteo. 

 

d. Las células que toquen la segunda línea derecha o inferior no se tienen en 

cuenta en el conteo (Figura B-6) 

Figura B-6. Representación del conteo 

de células que tocan líneas inferiores y 

derechas. En gris, las células que se 

cuentan dentro del cuadro 13 (10 

células); en negro las células que se 

cuentan dentro del cuadro 14 (11 
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células); y en blanco, las células que no hacen parte del conteo. 

 

e. Los cluster de células se cuentan como una unidad (Figura B-7). 

 

Figura B-7. Representación de un cluster 

de células. En la figura se cuentan 9 

células. 

 

 

 

 

f. Sólo se cuentan las células. La presencia de otras sustancias, como sales, 

polvo, etc., no se deben contar (Figura B-8). 

 

Figura B-8. Representación de 

sustancias que no se deben confundir 

y contar como células. En la figura se 

cuentan 9 células. 

 

 

 

10. Anotar el número de células contadas para cada foto y llenar la Tabla B-1. 

 

Tabla B-1. Conteo celular para la muestras R1, R2 y R3 

Cuadro R1.1 

 

R1.2 R1.3 R1.4 R2.1 R2.2 R2.3 R2.4 R3.1 R3.2 R3.3 R3.4 

1             
2             
3             
4             
5             
6             
7             
8             
9             
10             
11             
12             
13             
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14             
15             
16             
Total             
 

11. Para el cálculo de la concentración aplicar la fórmula: 

 

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 (
𝑐𝑒𝑙

𝑚𝐿
) =  

𝑛ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑐é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 

𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 (𝑚𝐿)
 

 

Donde el volumen de un cuadrante = 0,0001 mL 

 

12. Calcular el promedio, la desviación estándar y el coeficiente de variación para 

todas las muestras. 

Tabla B-2. Resumen del conteo celular 

Promedio Desviación  %CV 

   

 

Referencias  

[1]  Celoromics. “Guía de conteo celular”. En línea. Último acceso: 7 de junio de 2016. 

http://www.celeromics.com/es/resources/docs/Articles/Conteo-Camara-

Neubauer.pdf.  
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C.  Anexo: Determinación de glucosa en 

cultivos de microalgas. 

 

Principio del método 

El ácido 3,5-dinitrosalicílico reacciona con el grupo aldehído terminal de la glucosa, el 

cual le confiere características reductoras. La glucosa reduce el ácido 3,5-dinitrosalicílico 

en medio alcalino formando ácido 3-amino-5-nitrosalicílico, un compuesto aromático con 

máxima absorción a 540 nm y que posee un característico color anaranjado. La densidad 

óptica del color producido es directamente proporcional a la cantidad de glucosa en la 

solución [236]–[239]. La figura C-1 esquematiza la reacción. 

 

 

Figura C-1: reacción de la glucosa con el ácido 3,5-dinitrosalicílico [240]. 

 

Materiales 

- Tubos de reacción tipo Eppendorf® de 2,0 mL. 

- Balón aforado con capacidad para 5 mL. 

- Puntas para micropipetas de 10, 100 y 1000 µL. 

- Microplaca de 96 pozos transparente sin tapa. 

- Gradilla para Eppendorf® 2,0 mL.  

- Espátula, equipo personal de seguridad (guantes, gafas, bata de laboratorio, tapa 

bocas) 

- Toallas de papel absorbente. 

- Papel filtro Whatman #1. 

Ácido 3,5-dinitrosalicílico Ácido 3-amino-5-nitrosalicílicoGlucosa Ácido glucónico
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- Embudo. 

- Frasco ámbar de 10 mL. 

- Termómetro. 

 

Reactivos 

- Glucosa (Panreac ®) 

- Acido 3,5-dinitrosalicílico (Sigma) 

- Agua destilada desionizada 

- Tartrato de sodio y potasio (Merck ®) 

- Hidróxido de sodio (Merck ®) 

- Hielo 

 

Equipos 

- Balanza analítica AB204 (Mettler Toledo) 

- Juego de micropipetas de rangos de 20 a 200 μL y 100 a 1000 μL. 

- Espectrofotómetro Cytation 3 (BioTek®). 

- Plancha de calentamiento. 

- Cronómetro. 

 

Preparación de soluciones: 

 

Reactivo DNS: 

Para preparar 10 mL de reactivo DNS, en un balón aforado agregar 2 mL de agua 

destilada desionizada; 0,1 g de ácido 3,5-dinitrosalicílico; 0,3 gramos de tartrato de sodio 

y potasio y 0,16 gramos de hidróxido de sodio, mezclar en vórtex hasta disolver 

completamente, aforar, filtrar, transferir a un recipiente ámbar y almacenar en oscuridad a 

temperatura ambiente. 

 

Patrón de calibración: 

Pesar aproximadamente 0,5 gramos de glucosa, registrar el peso en la bitácora de 

laboratorio, disolver con 20 mL de agua destilada desionizada y aforar a 100 mL para 

obtener una solución de glucosa de concentración 5 g·L-1. 
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Preparación de la curva de calibración 

 

En un ensayo típico, en un tubo de reacción de 2 mL, se lleva a cabo la siguiente 

metodología por triplicado:  

 

Agregar el volumen de patrón de calibración y de agua especificados en la Tabla C-1, 

con ayuda de una micropipeta. 

 

# Patrón (µL) Agua (µL) 

1 500 0 

2 450 50 

3 400 100 

4 350 150 

5 300 200 

6 250 250 

7 200 300 

8 150 350 

9 100 400 

10 50 450 

Blanco 0 500 

Tabla C-1: Mezclas para la elaboración de estándares de la curva de calibración para 

determinación de glucosa. 

 

- Transferir 100 µL de cada una de las mezclas de la Tabla C-1 a nuevos tubos de 

reacción y marcar según corresponda para identificarlos. 

-  Agregar a cada uno de ellos 100 µL de reactivo DNS. 

- La reacción inicia cuando los tubos de reacción con la mezcla son calentados a 

100 °C. Esta temperatura debe ser mantenida durante 5 minutos. 

- Al cumplir el tiempo, detener la reacción mediante choque térmico en hielo. 

- Agregar 300 µL de agua destilada desionizada y mezclar en vórtex, las muestras 

pueden ser almacenadas en la nevera hasta el momento de su lectura que en 

todo caso no debe ser superior a 24 horas.  
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- Para realizar la lectura de la absorbancia de las muestras, se debe encender el 

equipo Cytation 3 (BioTek®) y precalentar a 25 ºC. 

- Cuando se alcance la temperatura, leer la absorbancia a 540 nm de una placa de 

96 pozos vacía y sin tapa y utilizar aquellas celdas donde la absorbancia leída 

sea menor que 0,08, guardar registro de las absorbancias de los pozos vacíos. 

- Depositar en cada pozo de la placa 100 µL de cada una de las mezclas de 

reacción 

- Leer la absorbancia a 540 nm a 25 °C. 

- Restar a las absorbancias de la muestra y el blanco, las absorbancias dadas por 

la caja vacía. 

- Restar a las lecturas de las absorbancias de las muestras, la lectura de 

absorbancia del blanco.  

 

Finalmente se elabora la gráfica concentración de glucosa (g·L-1) vs. Absorbancia 

promedio, la cual debe ser una línea recta con un coeficiente de correlación mayor o 

igual a 0,99. Se calcula la desviación estándar y el coeficiente de variación (%CV) para 

cada punto de la gráfica (Figura C-2). 

 

El contenido de glucosa en el medio de cultivo se determina a partir de la curva de 

calibración elaborada previamente, por medio de la siguiente fórmula: 

 

𝑥 =
𝑦 − 𝑏

𝑚
 

 

Donde: 

 

x = Concentración de glucosa en el medio en g·L-1. 

y = Promedio de las absorbancias de las muestras (restando el blanco) a 540 nm. 

b = intercepto de la curva de calibración. 

m = pendiente de la curva de calibración (g·L-1).  
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Figura C-2: Curva de calibración Absorbancia a 540 nm en función de la cantidad de 

glucosa en el medio de cultivos, n=3, Barra error: 1 Desv. Estándar 

 

De esta manera la curva de calibración que se ajustó es la descrita por la Ecuación C-1, 

donde X es la concentración de glucosa (g·L-1) y DO540 es la densidad óptica leída a 540 

nm. 

 

𝑋 =
𝐷𝑂540−0,0178

0,3552
𝑅2 = 0.9947  Ecuación C-1 

 

Cuantificación de glucosa en el medio de cultivo 

 

- Centrifugar cada una de las alícuotas extraídas diariamente del cultivo durante 5 

minutos a 2500 x g. 

- Transferir 100 µL del sobrenadante a un nuevo tubo de reacción tipo Eppendorf y 

marcar según corresponda para identificarlos. 

-  Agregar a cada uno de los tubos de reacción 100 µL de reactivo DNS. 

- Incluir en el ensayo un blanco de reactivos (100 µL de medio BBM con 100 µL de 

reactivo DNS). 
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- Calentar los tubos durante 5 minutos a 100 °C.  

- Detener la reacción mediante choque térmico en hielo. 

- Agregar 300 µL de agua destilada desionizada y mezclar en vórtex.  

- Medir la absorbancia a 540 nm a 25°C. 

- Aplicar la Ecuación C-1 para hallar la concentración de glucosa en la muestra 

estudiada. 
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D. Anexo: Determinación de glicerol en 

cultivos de microalgas. 

 

Principio del método 

Para monitorear el consumo de glicerol en cultivos de microalgas se adaptó la 

metodología propuesta por Horstkotte et al. [241]. El método está basado en las 

reacciones de Malaprade y Hantzsch. En un primer paso, el glicerol es oxidado con 

metaperyodato de sodio para obtener formaldehido y ácido fórmico. La Figura D-1 

esquematiza esta reacción:  

 

Figura D-1: Esquema de la reacción de Malaprade. Tomado de Kuhn [242]. 

 

El siguiente paso es hacer reaccionar el formaldehído con acetilacetona y acetato de 

amonio que forman un complejo coloreado llamado 3,5-diacetil-1,4-dihidrolutidina (DDL) 

(reacción de Hantzsch), que puede ser detectado en un espectrofotómetro a una longitud 

de onda de 410 nm; la figura D-2 esquematiza este proceso. 

 

 

Figura D-2: Esquema de la reacción de Hantzsch. Tomado de Kuhn [242]. 

Interferencias 

El método puede verse afectado por restos de jabón provenientes del lavado de material. 

Se recomienda el uso de material nuevo para su desarrollo o perfectamente lavado. 
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Materiales 

- Microplaca de 96 pozos transparente sin tapa. 

- Gradilla para Eppendorf® 2,0 mL.  

- Espátula, equipo personal de seguridad (guantes, gafas, bata de laboratorio, tapa 

bocas) 

- Toallas de papel absorbente. 

- Frasco ámbar de 10 mL.  

- Reactivos 

- Glicerol 95% (J.T. Baker) 

- Agua desionizada  

- Acetato de Amonio (Merck) 

- Ácido acético glacial (MallinKrodt) 

- Metaperyodato de sodio (Merck) 

- Acetilacetona (Sigma)  

- Medio Basal Bold para cultivo de microalgas (Anexo A) 

- Fosfato de potasio monobásico (Merck) 

- Fosfato de potasio dibásico (Merck) 

 

Equipos 

- Balanza analítica AB204 (Mettler Toledo) 

- Juego de micropipetas de rangos de 20 a 200 μL y 100 a 1000 μL. 

- Espectrofotómetro Cytation 3 (BioTek®) 

- Cabina de extracción de gases 

 

Preparación de soluciones: 

 

 Buffer fosfatos 0,1 M pH 6: 

Para la preparación de esta solución tampón, se siguió la metodología descrita en el 

portal web AAT Bioquest® [243]: 

- Para preparar 1L de solución tampón medir 800 mL de agua en un recipiente 

volumétrico. 

- Agregar 2,405 g de K2HPO4. 



Evaluación del efecto de la fuente de carbono sobre el crecimiento y la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri 

137 

 

 

- Agregar 11,73 g de KH2PO4.  

- Mezclar para disolver las sales y medir pH. Ajustar el pH con K2HPO4 si se 

requiere basificar o KH2PO4 si es necesario acidificar.  

- Aforar a 1 L. 

 

 Reactivo I:  

Deberá contener los siguientes reactivos en las concentraciones indicadas: 

- Acetilacetona: 0,2% v/v 

- Acetato de amonio: 2 Molar 

- Buffer fosfato: 4 mM 

- Ácido acético glacial 0,3% v/v 

 

Para preparar 5 mL de reactivo I, en un balón aforado agregar 2 mL de agua destilada 

desionizada. Agregar 0,7708 gramos de acetato de amonio y mezclar por agitación hasta 

observar la disolución de la sal. En una cabina de extracción de gases agregar 10 µL de 

acetilacetona, 200 µL de buffer fosfatos 0,1 M, 15 µL de ácido acético glacial, aforar y 

mezclar por agitación. Transferir a un recipiente ámbar, mezclar en vórtex durante 60 

segundos, y almacenar en oscuridad a temperatura ambiente. 

 

 Reactivo II:  

Para preparar 5 mL de reactivo II, en un balón aforado agregar 2 mL de agua destilada 

desionizada. Agregar 0,1 gramos de metaperyodato de sodio. Aforar y mezclar por 

agitación. Transferir a un recipiente ámbar, mezclar en vórtex durante 60 segundos, y 

almacenar en oscuridad a temperatura ambiente. 

 

NOTA: el buffer fosfato es estable hasta por seis meses si se almacena a temperaturas 

de -20 °C; se recomienda distribuir en alícuotas y descongelar solamente las que vayan a 

ser utilizadas. Los reactivos I y II son estables hasta por 5 días. 

 

Patrón de calibración: 
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Pesar aproximadamente 0,526 gramos de glicerol al 95% de pureza, registrar el peso en 

la bitácora de laboratorio. Disolver con 20 mL de agua destilada desionizada y aforar a 

100 mL para obtener una solución de glicerol de concentración 5 g·L-1.  

 

 

Preparación de la curva de calibración: 

En un ensayo típico, en un tubo de reacción tipo Eppendorf de 2 mL, se lleva a cabo la 

siguiente metodología por triplicado:  

 

Agregar el volumen de patrón de calibración y de agua especificados en la Tabla D-1, 

con ayuda de una micropipeta. 

 

# Patrón (µL) Agua (µL) 

1 500 0 

2 450 50 

3 400 100 

4 350 150 

5 300 200 

6 250 250 

7 200 300 

8 150 350 

9 100 400 

10 50 450 

Blanco 0 500 

Tabla D-1: Mezclas para la elaboración de estándares de la curva de calibración para 

determinación de glicerol. 

 

- Encender el equipo Cytation 3 (BioTek®) y precalentar a 44 ºC. 

- Cuando se alcance la temperatura, leer la absorbancia a 410 nm de una placa de 

96 pozos vacía y sin tapa y utilizar aquellas celdas donde la absorbancia leída 

sea menor que 0,08; guardar registro de las absorbancias de los pozos vacíos.  

- Depositar en cada celda 32 µL de cada una de las mezclas de reacción y agregar 

20 µL de agua desionizada. 
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- Agregar 50 µL de Reactivo y mezclar con la micropipeta tres veces. 

- Colocar la placa al equipo Cytation 3 (BioTek®) y adicionar 25 µL de Reactivo II y 

mezclar 3 veces con la micropipeta. Este paso debe hacerse de forma rápida 

puesto que la absorbancia deberá ser leída a 410 nm a 44 °C entre el tiempo 

1’:15” y 1’:40” después de adicionar el reactivo II. 

- Restar a las absorbancias de la muestra y el blanco, las absorbancias dadas por 

la caja vacía. 

- Restar a las lecturas de las absorbancias de las muestras, la lectura de 

absorbancia del blanco.  

 

Finalmente se elabora la gráfica concentración de glicerol g·L-1 vs. Absorbancia 

promedio, la cual debe ser una línea recta con un coeficiente de correlación mayor o 

igual a 0,99. Se calcula la desviación estándar y el coeficiente de variación (%CV) para 

cada punto de la gráfica.  

 

El contenido de glicerol en el medio de cultivo se determina a partir de la curva de 

calibración elaborada previamente, por medio de la siguiente fórmula: 

 

x =
y − b

m
 

Donde  

x = Concentración de glicerol en el medio en g·L-1. 

y = Promedio de las absorbancias de las muestras (restando el blanco) a 410 nm. 

b = intercepto de la curva de calibración. 

m = pendiente de la curva de calibración (g·L-1).  
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Figura D-3: Curva de calibración Absorbancia a 410 nm en función de la cantidad de 

glucosa en el medio de cultivos, n=3, Barra error: 1 Desv. Estándar 

 

De esta manera la curva de calibración que se ajustó es la descrita por la Ecuación D-1, 

donde X es la concentración de glicerol (g·L-1) y DO410 es la densidad óptica leída a 410 

nm. 

 

𝑋 =
𝐷𝑂410−0,0229

0,1281
    𝑅2 = 0.9951  Ecuación D-1 

 

Cuantificación de glicerol en el medio de cultivo 

- Centrifugar cada una de las alícuotas extraídas diariamente del cultivo durante 5 

minutos a 2500 x g. 

- Transferir 32 µL del sobrenadante a una celda de una placa de 96 pozos. 

- Llevar a cabo la adición de reactivos según como se describe en la sección 

“Preparación de la curva de calibración”. 

- Incluir en el ensayo un blanco de reactivos. 

- Medir la absorbancia a 410 nm a 44 °C entre el tiempo 1’:15” y 1’:40” después de 

adicionar el reactivo II. 
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E. Anexo: Determinación del contenido de 

proteínas en microalgas. 

 

 

Principio del método 

 

La metodología propuesta por el método Bradford [220] determina indirectamente el 

contenido de proteína en una muestra. El método se basa en la utilización del azul 

brillante de Coomassie, un compuesto catiónico inestable de color marrón-rojizo. El 

reactivo se encuentra disuelto en medio ácido para facilitar que las proteínas cargadas 

positivamente reciban un par de electrones del azul de Coomasie, ambos compuestos se 

unen mediante enlaces iónicos y fuerzas de Van de Waals. Cuando el colorante se une a 

las proteínas presentes, las moléculas del azul de Coomasie se estabilizan y se torna a 

un color azul, la máxima absorbancia del complejo se da a 595 nm, siendo la intensidad 

de color directamente proporcional al contenido de proteína.  

 

Materiales 

- Tubos de reacción tipo Eppendorf® de 2,0 mL 

- Balón aforado con capacidad para 100 mL 

- Balón aforado con capacidad para 1000 mL 

- Vaso de precipitado de 500 mL 

-Puntas para micropipetas de 10, 100 y 1000 µL 

-Microplaca de 96 pozos transparente sin tapa 

-Gradilla para Eppendorf® 2,0 mL 

-Espátula 

- Platos para pesaje 

- Equipo personal de seguridad (guantes, gafas, bata de laboratorio, tapa bocas) 

- Papel filtro Whatman #1 

- Embudo de vidrio 
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- Frasco ámbar de 50 mL 

 

Reactivos 

- Microalga liofilizada 

- Reactivo de Bradford (Dye Reagent Concentrate kit Bio-Rad® Protein Assay) 

- Albúmina 

- Cloruro de Sodio 

- Cloruro de Potasio 

- Fosfato de sodio dibásico 

- Fosfato monobásico de potasio 

- Agua destilada desionizada 

 

Equipos 

- Balanza analítica AB204 (Mettler Toledo) 

- Juego de micropipetas de rangos de 20 a 200 μL y 100 a 1000 μL 

- Espectrofotómetro Cytation 3 (BioTek®) 

 

Preparación de soluciones 

 Patrón de calibración: Pesar aproximadamente 0,130 gramos de albúmina, 

registrar el peso en la bitácora de laboratorio, disolver con 20 mL de agua 

destilada desionizada y aforar a 100 mL para obtener una solución de albúmina 

de concentración 1,3 mg·mL-1. 

 

 Buffer Phosphate Buffered Saline (PBS): en un vaso de precipitado con 

capacidad de 500 mL agregar los reactivos en las siguientes cantidades: NaCl: 

8,06 g; KCl: 0,22 g; Na2HPO4: 1,15 g; KH2PO4: 0,2 g. Disolver con 100 mL de 

agua y aforar a 1000 mL. 

 

 Reactivo de Bradford diluido: Preparar una solución de reactivo de Bradford 

diluyendo 1 parte de reactivo en 4 partes de agua destilada desionizada. Filtrar y 

almacenar en frasco ámbar. 
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Preparación de la curva de calibración 

En un ensayo típico, en un tubo de reacción de 2 mL, se lleva a cabo la siguiente 

metodología por triplicado [244]:  

 

- Agregar el volumen de patrón de calibración y de agua especificados en la Tabla 

E-1, con ayuda de una micropipeta a tubos de reacción tipo Eppendorf® 

debidamente rotulados. 

 

# Volumen de Agua Volumen de patrón 
Conc. final aproximada de 

albúmina (mg/mL) 

1 1000 0 0,000 

2 962 38 0,05 

3 923 77 0,10 

4 885 115 0,15 

5 846 154 0,20 

6 808 192 0,25 

7 769 231 0,30 

8 731 269 0,35 

9 692 308 0,40 

Tabla E-1: Mezclas para la elaboración de estándares de la curva de calibración para 

determinación de proteínas. 

 

- Encender el equipo Cytation 3 (BioTek®) y precalentar a 25 ºC. 

- Cuando se alcance la temperatura, leer la absorbancia a 595 nm de una placa de 

96 pozos vacía y sin tapa y utilizar aquellas celdas donde la absorbancia leída 

sea menor que 0,08, guardar registro de las absorbancias de los pozos vacíos.  

- Depositar en cada celda 10 µL de cada una de las mezclas de reacción. 

- Agregar 200 µL de reactivo de Bradford diluido y mezclar 3 veces con la 

micropipeta.  

- Incubar a temperatura ambiente durante 5 minutos y leer la absorbancia a 595 nm 

a 25 °C. El compuesto coloreado es estable por 1 hora.  
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- Restar a las absorbancias de la muestra y el blanco, las absorbancias dadas por 

la caja vacía. 

- Restar a las lecturas de las absorbancias de las muestras, la lectura de 

absorbancia del blanco.  

 

Finalmente se elabora la gráfica concentración de proteína total mg·mL-1 vs. Absorbancia 

promedio, la cual debe ser una línea recta con un coeficiente de correlación mayor o 

igual a 0,99. Se calcula la desviación estándar y el coeficiente de variación (%CV) para 

cada punto de la gráfica.  

 

 

Figura E-1: Curva de calibración Absorbancia a 595 nm en función de la cantidad de 

proteína.  n=3, Barra error: 1 Desv. Estándar 

 

De esta manera la curva de calibración que se ajustó es la descrita por la Ecuación E-1, 

donde X es la concentración de proteínas (mg·mL-1) y DO595 es la densidad óptica leída a 

595 nm. 

 

𝑋 =
𝐷𝑂595−0,0017

0,6696
𝑅2 = 0.992  Ecuación E-1 
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Cuantificación de proteína algal 

- Las muestras obtenidas del rompimiento mediante sonicación deben ser 

centrifugadas y los sobrenadantes transferidos a nuevos Eppendorf debidamente 

identificados. 

- Empleando una micropipeta, transferir 10 µL de los sobrenadantes a celdas de 

una placa de 96 pozos. Incluir un blanco de reactivos (buffer PBS). 

- Agregar a cada muestra 200 µL de reactivo Bradford. 

- Medir la absorbancia de las muestras a 595 nm a 25 °C. 

 

El contenido de proteína de la microalga se determina a partir de la curva de calibración 

elaborada previamente, por medio de la siguiente fórmula: 

x =
y − b

m
 

Donde  

x = Concentración de proteína de la microalga en mg·mL-1. 

y = Promedio de las absorbancias de las muestras (restando el blanco) a 595 nm. 

b = intercepto de la curva de calibración. 

m = pendiente de la curva de calibración (mg·mL-1). 

 

Si dado el caso, la absorbancia de alguna de las muestras se encuentra fuera del rango 

de las absorbancias de la curva de calibración se debe realzar una dilución de la 

muestras empleando el buffer PBS y ese factor de dilución debe ser tenido en cuenta 

dentro del cálculo de la concentración total de proteína de la microalga.  
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F. Anexo: Determinación del contenido de 

carbohidratos 

 

Principio del método 

La determinación de carbohidratos en biomasa microalgal se realiza siguiendo el método 

descrito por DuBois [221]. El método detecta todas las clases de carbohidratos incluidos 

los monos, di, oligo y polisacáridos. Aunque el método detecta casi todos los 

carbohidratos, la capacidad de absorción de los diferentes carbohidratos varía. Por lo 

tanto a menos que se sepa que una muestra contiene solo un carbohidrato, los 

resultados deben expresarse en términos de un carbohidrato de referencia. 

 

En este método el ácido sulfúrico concentrado descompone los polisacáridos, 

oligosacáridos y disacáridos en monosacáridos. Las pentosas (azucares de 5 carbonos) 

luego se deshidratan a furfural y las hexosas (compuestos de 6 carbonos) a hidroximetil 

furfural. Estos compuestos se condesan con ellos mismos o compuestos fenólicos para 

producir complejos de color oscuro. El complejo desarrollado absorbe la luz y la 

absorbancia es proporcional a la concentración de azúcar de una manera lineal, la 

máxima absorbancia se observa a 485 nm.  

 

 

Figura F-1: Mecanismo de reacción del método fenol-sulfúrico para glucosa [245]. 

 

 

Materiales 
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- Tubos de reacción tipo Eppendorf® de 2,0 mL 

- Balón aforado con capacidad para 100 mL 

- Puntas para micropipetas de 10, 100 y 1000 µL 

- Microplaca de 96 pozos transparente sin tapa 

- Gradilla para Eppendorf® 2,0 mL 

- Espátula 

- Platos para pesaje 

- Equipo personal de seguridad (guantes, gafas, bata de laboratorio, tapa bocas) 

- Reactivos 

- Microalga liofilizada 

- Ácido sulfúrico concentrado 98% (Panreac ®) 

- Fenol (Baker ®) 

- D-glucosa (Panreac ®) 

- Agua destilada desionizada 

 

Equipos 

- Balanza analítica AB204 (Mettler Toledo) 

- Juego de micropipetas de rangos de 20 a 200 μL y 100 a 1000 μL 

- Espectrofotómetro Cytation 3 (BioTek®) 

-  Agitador tipo vórtex SBS100 (Select Bioproducts®) 

-  Microcentrífuga Z-233 M-2 (Hermle®). 

- Cabina de extracción de gases 

 

Preparación de soluciones 

 Patrón de calibración: Pesar aproximadamente 0,1 gramos de glucosa, registrar el 

peso en la bitácora de laboratorio, disolver con 20 mL de agua destilada desionizada y 

aforar a 100 mL para obtener una solución de glucosa de concentración 1,0 mg·mL-1. 

 

 Solución de fenol 80% p/p: En un vaso de precipitado pesar 8,0 gramos de fenol en 

un frasco ámbar y agregar 2,0 gramos de agua destilada, disolver el fenol agitando 

fuertemente, transferir a un frasco ámbar y almacenar a temperatura ambiente en 

oscuridad. 
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Preparación de la curva de calibración: 

En un ensayo típico, en un tubo de reacción de 2 mL, se lleva a cabo la siguiente 

metodología por triplicado:  

 

- Agregar el volumen de reactivos especificados en la Tabla F-1, con ayuda de una 

micropipeta a tubos de reacción tipo Eppendorf® debidamente rotulados.  

- En una cabina de extracción agregar 100 µL de la solución de fenol al 80% y agitar 

fuertemente en vórtex durante 60 segundos. 

- Adicionar 500 µL de ácido sulfúrico concentrado y agitar fuertemente en vórtex durante 

60 segundos. 

- Dejar enfriar a temperatura ambiente y en completa oscuridad. El compuesto coloreado 

que se forma es estable por 36 horas.  

 

# Volumen de Agua Volumen de patrón Fenol (µL) H2SO4 (µL) 

1 100 5 100 500 

2 95 10 100 500 

3 90 15 100 500 

4 85 20 100 500 

5 80 25 100 500 

6 75 30 100 500 

7 70 35 100 500 

8 65 40 100 500 

9 60 45 100 500 

Blanco 105 0 100 500 

Tabla F-1: Mezclas de reacción para la elaboración de la curva de calibración para 

determinación de carbohidratos. 

 

Para medir la absorbancia de cada muestra, se sigue los siguientes pasos: 

- Encender el equipo Cytation 3 (BioTek®) y precalentar a 25 ºC. 

- Cuando se alcance la temperatura, leer la absorbancia a 485 nm de una placa de 96 

pozos vacía y sin tapa y utilizar aquellas celdas donde la absorbancia leída sea menor 

que 0,08, guardar registro de las absorbancias de los pozos vacíos.  
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- Depositar 100 μL de cada una de las mezclas de reacción en la caja de 96 pozos 

incluido el blanco.  

- Medir la absorbancia a 485 nm a 25°C. 

- Restar a las absorbancias leídas de las muestras y el blanco, las absorbancias dadas 

por la caja vacía.  

- Restar a las lecturas de absorbancias de las muestras, la lectura de absorbancia del 

blanco. 

 

Así mismo, para calcular el contenido de glucosa en cada tubo de reacción se sigue la 

fórmula:  

C1V1=C2V2 

Donde: 

C1 = concentración del patrón de glucosa en μg·mL-1. 

V1 = volumen que se adiciono del patrón a cada tubo de reacción (Tabla E-1) en μL. 

V2 = volumen total de reacción en μL (705 µL). 

C2 = concentración final de glucosa en el tubo de reacción en μg·mL-1. 

Finalmente, se elabora la gráfica: carbohidratos totales (μg/mL) vs. Absorbancia 

promedio, la cual debe ser una línea recta con un coeficiente de correlación mayor o 

igual a 0,99. Se calcula la desviación estándar y el coeficiente de variación (%CV) para 

cada punto de la gráfica. 
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Figura E-1: Curva de calibración Absorbancia a 485 nm en función de la cantidad de 

carbohidratos.  n=3, Barra error: 1 Desv. Estándar 

 

De esta manera la curva de calibración que se ajustó es la descrita por la Ecuación E-1, 

donde X es la concentración de carbohidratos (mg·mL-1) y DO485 es la densidad óptica 

leída a 485 nm. 

 

𝑋 =
𝐷𝑂485+0,0028

5,2565
𝑅2 = 0.994  Ecuación E-1 

 

Cuantificación de carbohidratos algales 

- Las muestras obtenidas del rompimiento mediante sonicación deben ser 

centrifugadas y los sobrenadantes transferidos a nuevos Eppendorf debidamente 

identificados. 

- Empleando una micropipeta, transferir 150 µL de los sobrenadantes a tubos de 

reacción tipo Eppendorf®. Incluir un blanco de reactivos (105 µL de agua destilada 

desionizada). 

- Llevar a cabo el proceso descrito en la sección “preparación de curva de calibración” 

para la cuantificación de carbohidratos.  

- Depositar 100 µL de cada una de las muestras de reacción en la caja de 96 pozos, 

incluido un banco de reactivos. 

- Medir la absorbancia de las muestras a 485 nm a 25 °C. 

 

El contenido de carbohidratos de la microalga se determina a partir de la curva de 

calibración elaborada previamente, por medio de la siguiente fórmula: 

x =
y − b

m
 

Donde  

x = Concentración de carbohidratos de la microalga en µg·mL-1. 

y = Promedio de las absorbancias de las muestras (restando el blanco) a 485 nm. 

b = intercepto de la curva de calibración. 

m = pendiente de la curva de calibración (µg·mL-1). 
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Si dado el caso, la absorbancia de alguna de las muestras se encuentra fuera del rango 

de las absorbancias de la curva de calibración se debe realzar una dilución de la 

muestras empleando agua y ese factor de dilución debe ser tenido en cuenta dentro del 

cálculo de la concentración total de carbohidratos de la microalga. 
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G. Anexo: Determinación del contenido de 

lípidos 

 

Principio del método 

 

Para determinar el contenido de lípidos en microalgas, se utiliza la metodología 

propuesta por Cheng [222]. La reacción ocurre en dos etapas, la primera involucra un 

paso de oxidación en el cual los lípidos insaturados reaccionan con el ácido sulfúrico a 90 

° que genera carbocationes, es decir, átomos de carbono cargados positivamente. En la 

segunda etapa los carbocationes reaccionan con la fosfovainillina, la vainillina es un 

aldehído poco reactivo que es activada por la presencia de ácido fosfórico mediante la 

formación de un grupo carbonilo reactivo capaz ce formar complejos con carbocationes. 

Al producirse esta última reacción se forma un compelo coloreado que absorbe la luz a 

540 nm [246]. 

 

Materiales 

- Tubos de reacción tipo Eppendorf® de 2,0 mL 

- Balón aforado con capacidad para 10 mL 

- Puntas para micropipetas de 10, 100 y 1000 µL 

- Microplaca de 96 pozos transparente sin tapa 

- Gradilla para Eppendorf® 2,0 mL 

- Espátula 

- Platos para pesaje 

- Equipo personal de seguridad (guantes, gafas, bata de laboratorio, tapa bocas) 

 

Reactivos 

- Microalga liofilizada 

- Ácido sulfúrico concentrado 98% (Panreac ®) 
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- Ácido fosfórico concentrado, 97% (Panreac ®) 

- Vainillina (99%, Merck) 

- Aceite de canola comercial. 

- Cloroformo (Panreac®) 

- Metanol (Panreac®) 

 

Equipos 

- Balanza analítica AB204 (Mettler Toledo) 

- Juego de micropipetas de rangos de 20 a 200 μL y 100 a 1000 μL 

- Espectrofotómetro Cytation 3 (BioTek®) 

- Agitador tipo vórtex SBS100 (Select Bioproducts®) 

- Microcentrífuga Z-233 M-2 (Hermle®). 

- Cabina de extracción de gases 

- Horno INC 116-001 (Memmert®) 

 

Preparación de soluciones 

 Solvente: Mezclar por partes iguales cloroformo y metanol. Almacenar en nevera en un 

frasco hermético. 

 

 Patrón de calibración: Pesar 0,015 gramos de aceite de canola en un matraz de 10 

mL, registrar el peso exacto en la bitácora de laboratorio. Aforar con la mezcla de 

solventes, agitar y almacenar. La concentración final de este patrón es de 1,5 mg/mL de 

aceite. 

 

 Reactivo ácido fosfórico-vainillina: Pesar 0,2 gramos de vainillina por cada mililitro 

de ácido fosfórico al 17%. Almacenar en frasco ámbar. 

 

Preparación de la curva de calibración 

En un ensayo típico, en un tubo de reacción de 2 mL, se lleva a cabo la siguiente 

metodología por triplicado:  
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- En un tubos Eppendorf® de 2,0 mL, colocar con ayuda de micropipeta la cantidad 

de patrón de calibración especificada en la tabla F-1. 

- En una cabina de extracción y con el equipo de protección, agregar 300 μL de 

ácido sulfúrico concentrado y, agitar fuertemente en un vórtex entre 30 y 60 

segundos.  

- Calentar los tubos en el horno a 90 °C por 20 minutos para evaporar los solventes 

y propiciar la reacción de hidrolisis.  

- Una vez transcurrido el tiempo de calentamiento, enfriar rápidamente en un baño 

de hielo. 

- Agregar 500 μL del reactivo ácido fosfórico-vainillina y agitar fuertemente en un 

vórtex entre 30 y 60 segundos, el compuesto que se forma es estable por 1 hora.  

 

 # Patrón(µL) H2SO4 (µL) H3PO4 – Vainillina (µL) 

1 10 300 500 

2 20 300 500 

3 30 300 500 

4 40 300 500 

5 50 300 500 

6 60 300 500 

Tabla G-1: Mezclas de reacción para la elaboración para la elaboración de la curva de 

calibración de lípidos 

 

Para esta metodología, para cada punto de la curva debe elaborarse un blanco; se debe 

partir de las mismas cantidades especificadas en la Tabla G-1 reemplazando el patrón 

por volúmenes equivalentes de la mezcla cloroformo:metanol sin el aceite.  

 

Para medir la absorbancia de cada muestra, se sigue los siguientes pasos: 

- Encender el equipo Cytation 3 (BioTek®) y precalentar a 25 ºC. 

- Cuando se alcance la temperatura, leer la absorbancia a 540 nm de una placa de 

96 pozos vacía y sin tapa y utilizar aquellas celdas donde la absorbancia leída 

sea menor que 0,08, guardar registro de las absorbancias de los pozos vacíos. 

- Depositar 100 μL de cada una de las mezclas de reacción en la caja de 96 pozos 

incluido el blanco. 

- Medir la absorbancia a 540 nm a 25 °C. 
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- Restar a las absorbancias leídas de las muestras y el blanco, las absorbancias 

dadas por la caja vacía.  

- Restar a las lecturas de absorbancias de las muestras, la lectura de absorbancia 

del blanco correspondiente a ese punto de la curva. 

 

Así mismo, para calcular el contenido de lípidos en cada tubo de reacción se sigue la 

fórmula:  

C1V1=C2V2 

Donde: 

C1 = concentración del patrón de lípidos en μg·mL-1. 

V1 = volumen que se adicionó del patrón a cada tubo de reacción (Tabla G-1) en μL. 

V2 = volumen total de reacción en μL. Que equivale a 800 μL, debido a que los solventes 

son evaporados en el horno. 

C2 = concentración final de lípidos en el tubo de reacción en μg·mL-1. 

 

Finalmente, se elaborará la gráfica: lípidos total (μg·mL-1) vs. absorbancia promedio, la 

cual debe ser una línea recta con un coeficiente de correlación mayor o igual a 0,99. Se 

calcula la desviación estándar y el coeficiente de variación para cada punto de la gráfica. 

 

Cuantificación de lípidos algales 

- Las muestras obtenidas del rompimiento mediante sonicación deben ser 

centrifugadas y los sobrenadantes transferidos a nuevos Eppendorf debidamente 

identificados. 

- Empleando una micropipeta, transferir 60 µL de los sobrenadantes a tubos de 

reacción tipo Eppendorf®. Incluir un blanco de reactivos (60 µL de mezcla de 

solventes). 

- Llevar a cabo el proceso descrito en la sección “preparación de curva de 

calibración” para la cuantificación de lípidos.  

- Depositar 100 µL de cada una de las muestras de reacción en la caja de 96 

pozos, incluido un banco de reactivos. 

- Medir la absorbancia de las muestras a 540 nm a 25 °C. 
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El contenido de lípidos de la microalga se determina a partir de la curva de calibración 

elaborada previamente, por medio de la siguiente fórmula: 

x =
y − b

m
 

Donde  

x = Concentración de lípidos de la microalga en µg·mL-1. 

y = Promedio de las absorbancias de las muestras (restando el blanco) a 540 nm. 

b = intercepto de la curva de calibración. 

m = pendiente de la curva de calibración (µg·mL-1). 

 

Si dado el caso, la absorbancia de alguna de las muestras se encuentra fuera del rango 

de las absorbancias de la curva de calibración se debe realzar una dilución de la 

muestras empleando la mezcla de solventes y ese factor de dilución debe ser tenido en 

cuenta dentro del cálculo de la concentración total de lípido. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Evaluación del efecto de la fuente de carbono sobre el crecimiento y la 

composición bioquímica de la microalga Parachlorella kessleri 

157 

 

 

 

 

H.  Anexo: Análisis estadístico 

 

 GLUCOSA: COMPOSICIÓN BIOQUÍMICA 
 

Randomized Complete Block AOV Table for PROTEÍNAS 

 

Source            DF        SS        MS      F        P 

Régimen            2     114.27     57.135   0.99      

Concentración      3     529.28    176.426   3.06   0.0476 

Error             24   1384.87      57.703 

Total             29 

 

F crítico Régimen: 3.403  

Note: SS are marginal (type III) sums of squares 

Grand Mean 57.006    CV 13.33 

Relative Efficiency, RCB 1.00 

 

 

Randomized Complete Block AOV Table for CARBOHIDR 

 

Source        DF        SS        MS      F        P 

Régimen          2     18.842     9.4209   1.18 

Concentración       3    229.289    76.4297   9.63   0.0002 

Error         24    190.464     7.9360 

Total              29 

 

F crítico: 3.403 Régimen 

Note: SS are marginal (type III) sums of squares 

Grand Mean 25.057    CV 11.24 

Relative Efficiency, RCB 1.03 

 

 

Randomized Complete Block AOV Table for LIPIDOS 

 

Source        DF        SS        MS       F         P 

RÉGIMEN            2    125.584    62.7918    7.6180 

CONCENTRACIÓN      3     56.816    18.9387    2.2976    0.1031 

Error        24    197.820     8.2425 

Total        29 

 

F crítico: 3.403 Régimen 

Note: SS are marginal (type III) sums of squares 

Grand Mean 14.994    CV 19.15 

Relative Efficiency, RCB 2.20 
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 GLICEROL 
 

Randomized Complete Block AOV Table for PROTEÍNAS 

 

Source          DF        SS        MS       F        P 

RÉGIMEN          2     5554.43   2777.21    26.91 

CONCENTRACIÓN    3      282.09     94.03     0.91   0.4503 

Error           24     2476.84    103.20 

Total           29 

 

F crítico: 3.403 Régimen 

Note: SS are marginal (type III) sums of squares 

Grand Mean 55.482    CV 18.31 

Relative Efficiency, RCB 5.71 

 

 

Randomized Complete Block AOV Table for CARBOHIDR 

 

Source       DF        SS        MS       F        P 

RÉGIMEN        2    2854.53   1427.26    46.53 

CONCENTRACIÓN     3      289.23     96.41    3.14   0.0438 

Error        24     736.18     30.67 

Total        29 

 

F crítico: 3.403 Régimen 

Note: SS are marginal (type III) sums of squares 

Grand Mean 28.375    CV 19.52 

Relative Efficiency, RCB 9.28 

 

 

Randomized Complete Block AOV Table for LIPIDOS 

 

Source       DF        SS        MS       F        P 

RÉGIMEN         2   325.219   162.610    17.84 

CONCENTRACIÓN      3   136.923    45.641     5.01   0.0077 

Error        24   218.709     9.113 

Total        29 

 

F crítico: 3.403 Régimen 

Note: SS are marginal (type III) sums of squares 

Grand Mean 14.486    CV 20.84 

Relative Efficiency, RCB 4.06 
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