
EVALUACIÓ	 DEL pH Y CO	CE	TRACIÓ	 

DE 	ITRÓGE	O E	 EL CULTIVO DE LAS 

MICROALGAS Dunaliella salina Y Chlorella 

nativa COMO FUE	TE DE ACEITE VEGETAL 

PARA LA PRODUCCIÓ	 DE BIODIESEL 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



EVALUACIÓ	 DEL pH Y CO	CE	TRACIÓ	 DE 	ITRÓGE	O E	 EL 

CULTIVO DE LAS MICROALGAS Dunaliella salina Y Chlorella nativa COMO 

FUE	TE DE ACEITE VEGETAL PARA LA PRODUCCIÓ	 DE BIODIESEL 

 

 

 

MARIO RAFAEL ALVEAR ALAYO	 

CARLOS RAFAEL CASTILLO SALDARRIAGA 

DA	IELA LUCÍA HE	AO ARGUMEDO 

 

 

 

 

 

U	IVERSIDAD DE CARTAGE	A 

FACULTAD DE I	GE	IERÍA 

PROGRAMA DE I	GE	IERÍA QUÍMICA  

CARTAGE	A DE I	DIAS D. T. Y C. 

2011 

 



EVALUACIÓ	 DEL pH Y CO	CE	TRACIÓ	 DE 	ITRÓGE	O E	 EL 

CULTIVO DE LAS MICROALGAS Dunaliella salina Y Chlorella nativa COMO 

FUE	TE DE ACEITE VEGETAL PARA LA PRODUCCIÓ	 DE BIODIESEL 

 

 

Investigadores: 

MARIO RAFAEL ALVEAR ALAYO	  

CARLOS RAFAEL CASTILLO SALDARRIAGA 

DA	IELA LUCÍA HE	AO ARGUMEDO 

 

Asesor 

M.Sc. Lesly Patricia Tejeda Benítez            

                                                                

TRABAJO DE GRADO   
Presentado como requisito para optar al título de  

 
I	GE	IERO QUÍMICO 

 
  

U	IVERSIDAD DE CARTAGE	A 

FACULTAD DE I	GE	IERÍA 

PROGRAMA DE I	GE	IERÍA QUÍMICA  

CARTAGE	A DE I	DIAS D. T. Y C. 

2011 

 



                               

            UNIVERSIDAD                                                                    PROGRAMA DE 
                            DE CARTAGENA                                                                INGENIERÍA QUÍMICA 
 

 
 
Cartagena de Indias D. T. y C., Febrero 28 de 2011 
 
 
 
Señores: 
COMITÉ DE GRADUACIÓ	 
Programa de Ingeniería Química 
Facultad de Ingeniería 
Universidad de Cartagena 
Ciudad 
 
 
 
 
 
Cordial Saludo: 
 
 
 
En mi calidad de asesor, presento a ustedes el siguiente informe final del trabajo de grado 
titulado “Evaluación del pH y concentración de nitrógeno en el cultivo de las 
microalgas Dunaliella salina y Chlorella nativa como fuente de aceite vegetal para la 
producción de biodiesel”, elaborado por los estudiantes Mario Rafael Alvear Alayón, 
Carlos Rafael Castillo Saldarriaga y Daniela Lucía Henao Argumedo pertenecientes al 
programa de Ingeniería Química. 
 
 
Manifiesto mi participación en la orientación y mi conformidad con el resultado obtenido. 
 
Atentamente, 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
LESLY PATRICIA TEJEDA BE	ÍTEZ                                                                            
Directora de tesis  
Programa Ingeniería Química 



                               

            UNIVERSIDAD                                                                    PROGRAMA DE 
                            DE CARTAGENA                                                                INGENIERÍA QUÍMICA 
 

 
 
 
Cartagena de Indias D. T. y C., Febrero 28 de 2011 
 
 
 
Señores: 
COMITÉ DE GRADUACIÓ	 
Programa de Ingeniería Química  
Facultad de Ingeniería  
Universidad de Cartagena 
Ciudad 
 
 
 
 
 
Estimados Señores: 
 
 
 
A continuación presentamos a su consideración el informe final del trabajo de grado 
titulado “Evaluación del pH y concentración de nitrógeno en el cultivo de las 
microalgas Dunaliella salina y Chlorella nativa como fuente de aceite vegetal para la 
producción de biodiesel”, como requisito para obtener el título profesional otorgado por la 
Universidad de Cartagena de Ingeniería Química.  
 
 
Agradecemos a ustedes la atención prestada a este trabajo. 
 
Atentamente,  
 
 
 
 
Mario Rafael Alvear Alayón                              Carlos Rafael Castillo Saldarriaga 
        Cód. 0230610001                                               Cód. 0230610030 
 

 
 

Daniela Lucía Henao Argumedo 
Cód. 0230610020 



 

i 

 

 

“A mi mamá, mi papá, mi abuela y mi hermano quienes siempre me han apoyado en el 

transcurso de mis estudios, me han felicitado por mis logros y me han dado consejos para 

seguir creciendo personal y profesionalmente. Los quiero con todo mi corazón”   

 

Gracias. 

Mario. 

 

 

 

 

 

“A mi mamá, mi papá, mi ata y mi hermana, quienes me han acompañado en este largo 

caminar y bridándome siempre su apoyo incondicional, animándome a seguir adelante a 

pesar de las adversidades, este triunfo también es de ustedes, los amo muchísimo”  

        

Gracias. 

Carlos. 

  

 

 

 

 

“A mi familia por todo el amor y apoyo incondicional que me han brindado durante toda 

mi vida y en especial en estos 5 años de estudio.”   

 
Gracias. 

Daniela. 

 

 



 

ii 

 

AGRADECIMIE	TOS 

 

A la confianza brindada y al constante apoyo por parte de nuestra tutora, profesora y amiga 

incondicional Lesly Tejeda, no solamente en la realización de este trabajo de grado, sino en 

conjunto con todas las interminables investigaciones, propuestas, congresos, viajes y demás 

anécdotas vividas en el transcurso de todo la carrera.  

 

A la Doctora Martha Torres por sus conocimientos, enseñanzas y gran colaboración en el 

cultivo de las microalgas. A Germán Villadiego y Ángel Camacho por su ayuda 

incondicional durante las pruebas realizadas a los aceites en el laboratorio del CREAD. Al 

Departamento de Bioquímica de la Universidad de Cartagena por facilitarnos materiales y 

reactivos para el desarrollo de la investigación. Al Centro Internacional Náutico, Fluvial y 

Portuario del SENA – Regional Bolívar, puesto que sin su apoyo locativo habría sido muy 

difícil llevar a cabo la parte experimental de este trabajo. 

 

Por último, a la Universidad de Cartagena y en especial al programa de Ingeniería Química 

por regalarnos la oportunidad de conocer a unas excelentes personas que de una u otra 

manera siempre nos acompañaron, como nuestros compañeros y amigos de curso (Maume, 

Yesi, Britzz, Tatiana, Mau, Yeison, Guillo, Willy, Carlos, Margareth, Kricho,…), futuros 

colegas (Angie, Elaine, Jessica, Morad, Natali, Vanessa,…), profesores (Cande, Angel, 

Max, Ruperto, Matute, Rodrigo, Gesira, … ) y administrativos (Mabel y Álvaro Realpe).   

 

Gracias por todo.  

  



 

iii 

 

TABLA DE CO	TE	IDO 

 Pág.  

AGRADECIMIENTOS ii 

ÍNDICE DE TABLAS  vi 

ÍNDICE DE FIGURAS vii 

ÍNDICE DE ANEXOS ix 

RESUMEN x 

ABSTRACT xi 

1. INTRODUCCIÓN 1 

2. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 4 

2.1.Descripción del Problema 4 

2.2. Hipótesis 4 

2.3. Formulación del Problema 4 

3. JUSTIFICACIÓN Y DELIMITACIÓN DE LA INVESTIGACIÓN 5 

3.1.Justificación de la Investigación 5 

3.2.Delimitación de la Investigación 6 

4. OBJETIVOS 7 

4.1.Objetivo General 7 

4.2.Objetivos Específicos 7 

5. ANTECEDENTES 8 

6. ESTADO DEL ARTE 11 

7.  MARCO TEÓRICO 18 

7.1.Biocombustibles 18 

7.1.1.Biodiesel 18 

7.2.Materia Prima 19 

7.2.1.Microalgas 19 

7.2.1.1. Clasificación taxonómica y morfología 20 



 

iv 

 

7.2.1.2. Ciclo de vida y reproducción 22 

7.2.1.3. Hábitat natural 24 

7.2.1.4. Composición celular 25 

         7.2.2. Condiciones de Cultivo 26 

                  7.2.2.1. Nutrientes 26 

                  7.2.2.2. pH y temperatura 26 

                  7.2.2.3. Intensidad lumínica e incidencia de oxígeno  27 

                  7.2.2.4. Agitación y dióxido de carbono 28 

         7.2.3.Cinética de Crecimiento de Microalgas 28 

         7.2.4.Cultivo Masivo de Microalgas 31 

7.2.5.Aceite Vegetal de Microalgas 33 

7.3 Producción de Biodiesel 34 

7.3.1 Compuestos Alcohólicos 35 

7.3.2 Catalizadores 36 

8. METODOLOGÍA 37 

8.1. Microorganismos 37 

8.2. Condiciones de los Inóculos  37 

8.3. Condiciones Generales de Experimentación  37 

8.4. Ensayos de Nitrógeno y pH 38 

8.5. Incidencia de los Factores en el Cultivo Microalgal 39 

8.5.1. Análisis Estadístico de Variables  39 

8.5.2. Estudio Cinético de Crecimiento de las Microalgas 39 

8.6. Experimentación a Escala de 20 Litros 40 

8.7. Separación y Caracterización de la Biomasa  40 

8.8. Extracción y Caracterización de Aceites  41 

8.9. Determinación del Perfil de Ácidos Grasos Presentes en los Aceites Extraídos  42 



 

v 

 

9.  DISCUSION DE RESULTADOS 43 

9.1. Chlorella 'ativa 43 

9.1.1. Incidencia de los Factores Ambientales 43 

9.1.1.1. Análisis estadístico de variables  43 

9.1.1.2. Cinética de crecimiento  46 

9.1.2. Productividad de Lípidos 48 

9.1.3. Propiedades de los Aceites Bajo Estándares NTC 49 

9.1.4. Perfil de Ácidos Grasos Presentes en los Aceites Extraídos   51 

9.2. Dunaliella salina 52 

9.2.1. Incidencia de los Factores Ambientales 52 

9.2.1.1. Análisis estadístico de variables  53 

9.2.1.2. Cinética de crecimiento  55 

9.2.2. Productividad de Lípidos 58 

9.2.3. Propiedades de los Aceites de Microalgas Bajo Estándares NTC 59 

9.2.4. Perfil de Ácidos Grasos Presentes en los Aceites Extraídos   60 

10. CONCLUSIONES 62 

11. RECOMENDACIONES 63 

12. REFERENCIAS BIBLIOGRAFICAS 64 

ANEXOS 73 

 



 

vi 

 

Í	DICE DE TABLAS 
 Pág.  

Tabla 1. Composición bioquímica total de la biomasa de la Chlorella.(% de materia seca) 25 

Tabla 2. Diferentes medios de cultivo 26 

Tabla 3. Resumen del efecto de los parámetros estructurales en las propiedades básicas de 
los alquilésteres 

34 

Tabla 4. Listado de experimentos a realizar Chlorella nativa 38 

Tabla 5. Listado de experimentos a realizar Dunaliella salina 39 

Tabla 6. Operaciones para el cálculo de la concentración y productividad de biomasa 41 

Tabla 7. Operaciones para el cálculo del porcentaje y productividad de aceite 41 

Tabla 8. Análisis de varianza para densidad celular - Suma de cuadrados Tipo III 43 

Tabla 9. Principales parámetros cinéticos obtenidos del crecimiento de Chlorella nativa 

en los ensayos a diferentes pH y concentración de nitrógeno 
47 

Tabla 10. Comparación de la productividad de biomasa y lípidos de la microalga 
Chlorella nativa con relación a otra especies de Chlorella 

49 

Tabla 11. Propiedades del aceite de la microalga Chlorella nativa bajo normas NTC 50 

Tabla 12. Comparación del perfil lipídico del aceite extraído de la Chlorella nativa con 
respecto a otras especies 

52 

Tabla 13. Análisis de varianza para densidad celular - Suma de cuadrados Tipo III 53 

Tabla 14. Principales parámetros cinéticos obtenidos del crecimiento de Dunaliella salina 

en los ensayos a diferentes pH y concentración de nitrógeno 
57 

Tabla 15. Comparación de la productividad de biomasa y lípidos de la microalga 
Dunaliella salina 

58 

Tabla 16. Propiedades del aceite de la microalga Dunaliella salina bajo normas NTC 59 

Tabla 17. Comparación del perfil lipídico del aceite extraído de la Dunaliella salina con 
respecto a otras especies 

61 

Tabla 18. Proporciones para el método de Bligh & Dyer 83 

 



 

vii 

 

Í	DICE DE FIGURAS 

 Pág.  

Figura 1. Ubicación taxonómica de Dunaliella salina 21 

Figura 2. Células de Dunaliella salina en medio hipersalino  21 

Figura 3. Clasificación taxonómica de Chlorella. 22 

Figura 4. Células de Chlorella.  22 

Figura 5. Agregación de Dunaliella salina roja y verde (parte superior) y formación del 
zigoto de la D. salina verde y roja (parte inferior). 

23 

Figura 6. Chlorella; A y B, células joven y adulta con su plasto parietal; C, formación de 
4 autosporas; D, liberación de las autosporas. 

24 

Figura 7. Fases del desarrollo de un cultivo de microalgas. 29 

Figura 8. Tipos básicos de fotobiorreactores. 32 

Figura 9. Reacción de transesterificación 35 

Figura 10. Etapas de la reacción de transesterificación 35 

Figura 11. Ventajas e inconvenientes de los catalizadores utilizados en la 
transesterificación 

36 

Figura 12. Promedio del crecimiento de Chlorella nativa y sus respectivas desviaciones 
estándar en los ensayos de nitrógeno 

44 

Figura 13. Promedio del crecimiento de Chlorella nativa y sus respectivas desviaciones 
estándar en los ensayos de pH 

45 

Figura 14. Interacción entre la concentración de nitrógeno y el pH en el crecimiento de la 
Chlorella nativa 

45 

Figura 15. Curva de crecimiento de la microalga Chlorella nativa bajo diferentes 
condiciones de concentración de nitrógeno y pH 

46 

Figura 16. Promedio del crecimiento de Dunaliella salina y sus respectivas desviaciones 
estándar en los ensayos de nitrógeno 

54 

Figura 17. Promedio del crecimiento de Dunaliella salina y sus respectivas desviaciones 
estándar en los ensayos de nitrógeno 

54 

Figura 18. Interacción entre la concentración de nitrógeno y el pH en el crecimiento de la 
Dunaliella salina 

55 

Figura 19. Curva de crecimiento de la microalga Dunaliella salina bajo diferentes 56 



 

viii 

 

condiciones de concentración de nitrógeno y pH 

Figura 20. Vista 4X de la cámara de Neubauer 79 

Figura 21. Vista 10X de la cámara de Neubauer 80 

Figura 22. Vista 40X de la cámara de Neubauer 81 

Figura 23. Forma correcta de realizar el conteo 81 

Figura 24. Tendencia exponencial para el ensayo (CN1) con 0,025 mg/L N y pH 7,5 84 

Figura 25. Tendencia exponencial para el ensayo (CN2) con 0,1 mg/L N y pH 8,5 84 

Figura 26. Tendencia exponencial para el ensayo (CN3) con 0,025 mg/L N y pH 8,5 85 

Figura 27. Tendencia exponencial para el ensayo (CN4) con 0,1 mg/L N y pH 7,5 85 

Figura 28. Tendencia exponencial para el ensayo (DS1) con 0,1 mg/L N y pH 8,5 86 

Figura 29. Tendencia exponencial para el ensayo (DS2) con 0,025 mg/L N y pH 7,5 86 

Figura 30. Tendencia exponencial para el ensayo (DS3) con 0,1 mg/L N y pH 7,5 87 

Figura 31. Tendencia exponencial para el ensayo (DS4) con 0,025 mg/L N y pH 8,5 87 

Figura 32. Distribución porcentual promedio de los ácidos grasos del aceite extraído de la 
microalga Chlorella nativa 

88 

Figura 33. Distribución porcentual promedio de los ácidos grasos del aceite extraído de la 
microalga Dunaliella salina 

88 



 

ix 

 

Í	DICE DE A	EXOS 

 Pág.  

Anexo A. Descripción de medios de cultivo Conwy 74 

Anexo B. Densidades celulares recolectadas durante el periodo de experimentación de los 
cultivos de Chlorella nativa 

75 

Anexo C. Densidades celulares recolectadas durante el periodo de experimentación de los 
cultivos de Dunaliella salina  

77 

Anexo D. Conteo en Cámara de Neubauer 79 

Anexo E. Extracción de lípidos en solución por el método de Bligh & Dyer 83 

Anexo F. Variación con líneas de tendencia exponencial de la densidad algal Chlorella 

nativa 
84 

Anexo G. Variación con líneas de tendencia exponencial de la densidad algal Dunaliella 

salina  
86 

Anexo H. Distribución porcentual promedio de los ácidos grasos presentes en los aceites 
de las microalgas 

88 

Anexo I. Perfiles Cromatográficos 89 

 



 

x 

 

RESUME	 

 

Actualmente, uno de los problemas que más afecta a la humanidad es el suministro y 

demanda de energía. La escasez de combustibles fósiles, el incremento del efecto 

invernadero y calentamiento global han obligado al hombre a buscar fuentes alternativas de 

obtención de energía, entre las cuales se destaca la biomasa para producción de 

biocombustibles. De las fuentes de biomasa para la obtención de biodiesel, las microalgas 

presentan la ventaja de que sus cultivos no afectan la seguridad alimentaria y tienen la 

capacidad de acumular una alta cantidad lípidos, lo que las han convertido en el objeto de 

estudio de muchas investigaciones a nivel mundial con el fin de extraer el aceite para su 

conversión a biodiesel. En este estudio se determinó la relación concentración de 

nitrógeno/pH que favorece la productividad de biomasa y de aceite durante el periodo de 

cultivo de  las microalgas Chlorella nativa (aislada en la Bahía de Cartagena) y Dunaliella 

salina mediante conteo celular y método gravimétrico, además se ensayó la extracción de 

aceites por el método Bligh & Dyer y posteriormente se procedió a una caracterización del 

aceite extraído aplicando como criterios los estándares establecidos en la Norma Técnica 

Colombiana para grasas y aceites vegetales y animales, y un perfil de ácidos grasos.   

 

Palabras Clave -  Aceite, Biodiesel, Cultivo, Microalgas. 
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ABSTRACT 

 

Nowadays, the energy supply and demand is a problem affecting the humanity. The 

shortage of fossils fuels, the green house effect and global warning have forced men to seek 

alternative sources of obtaining energy, including biofuels production using biomass. Inside 

different sources of biomass to biodiesel production, microalge culture have the advantage 

of not affecting the  food security and have the ability to accumulate high quantity of lipids, 

which make microalgae the objective of many research around the world in order to extract  

oil and convert it into biodiesel. In this study was determinated the ratio nitrogen 

concentration/pH which favor the biomass and oil productivity during the culture period 

using microalgae Chlorella native (isolated in the Bay of Cartagena) and Dunaliella salina 

applying cell count and gravimetric, also It was tested oil extraction by the Bligh & Dyer 

method and then, the oil extracted was characterized using the standards established in the 

Colombian Technical Standard (NTC) for animals fats and vegetable oils, and a fatty acid 

profiles.  

 

Keywords - Oil, Biodiesel, Culture, Microalgae 
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1. I	TRODUCCIÓ	 

 

Los biocombustibles son una de las principales alternativas que la humanidad ha 

encontrado para mitigar y combatir los daños causados por el uso excesivo de los  

combustibles fósiles, los cuales generan contaminación al emplearse en las actividades del 

sector transporte e industrial, por ser fuentes de emanación constante de gases de efecto 

invernadero, y contribuir en esencia a los problemas del smog fotoquímico, del 

calentamiento global y a las lluvias ácidas presentes en las diferentes metrópolis del mundo.  

 

Etimológicamente un biocombustible es un combustible de origen biológico no fosilizado. 

Es el término con el cual se denomina a cualquier tipo de combustible que derive de la 

biomasa, entendiendo por biomasa la fracción biodegradable de los productos, desechos y 

residuos procedentes de la agricultura (incluidas sustancias de origen vegetal y animal), 

silvicultura e industrias conexas, así como la fracción biodegradable de los residuos 

industriales y municipales (Parra & Alzate, 2009).  

 

El uso de la biomasa como materia prima para la producción de biocombustibles se ha 

popularizado gracias a su renovabilidad, causando impactos económicos, sociales y 

ambientales favorables en los sectores industrial y doméstico. Entre los biocombustibles 

más comunes se encuentra el bioetanol y el biodiesel, siendo este último el de mayor campo 

investigativo y aplicativo. 

 

El biodiesel se describe químicamente como un compuesto orgánico de ésteres 

monoalquílicos de ácidos grasos de cadena larga o corta, el cual es obtenido por la 

transesterificación de aceites triglicéridos acompañados de alcoholes monohidratados. En 

Colombia existe una amplia gama de alternativas como materia prima vegetal de donde se 

puede extraer aceite, dentro de esta se destacan: la palma de aceite, la soya, el ajonjolí, el 

algodón la higuerilla, el maíz, la canola, el girasol, el coco y las olivas, entre otros. 

(Arbeláez & Rivera, 2007); además según se ha reportado, el biodiesel puede ser usado 

como sustituto del petróleo. (Landa, 2005)  
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Las desventajas que presentan estas materias primas, es que son productos agrícolas con un 

mercado muy activo y su cultivo ha empezado a generar un alarmante aumento en la 

deforestación de los bosques nativos, expansión indiscriminada de la frontera agrícola, 

desplazamiento de cultivos alimentarios y ganadería, destrucción de los ecosistemas y la 

biodiversidad adyacente al sector de siembra y producción, y el desplazamiento de los 

trabajadores rurales; por esto se han atribuido a la producción y uso de los biocombustibles 

consecuencias tales como escasez alimentaria y generación de pobreza. (Cardona, 2007) 

 

A fin de presentar una alternativa a la problemática generada por el cultivo y uso de aceites 

vegetales comestibles, se plantea la producción de biodiesel a partir de materias primas no 

convencionales, denominadas igualmente de tercera generación, como es el caso de las 

microalgas, las cuales presentan la ventaja de producir el mayor porcentaje de aceite en un 

menor terreno de cultivo, además de absorber CO2 durante su crecimiento y no presentar un 

impacto negativo en el sector alimenticio. Dentro de este campo de estudio, se ha reportado 

que las microalgas, con un diámetro menor a 1 mm, demuestran mejor capacidad para la 

producción de aceite y evidencian un crecimiento altamente acelerado, superando 

considerablemente a las macroalgas en su utilidad para la producción de biodiesel. (Parra & 

Alzate, 2009). 

 

Producir biodiesel a partir de microalgas no es algo nuevo, pero es en la actualidad, cuando 

los problemas de contaminación están afectando tanto la vida del ser humano, que se ha 

tomado como una seria posibilidad para aliviar en cierta medida el impacto ambiental 

(Gómez, 2010). De aquí surge la necesidad de evaluar los diferentes factores 

(concentración de nitrógeno, CO2, nutrientes, nivel de agitación, pH, etc.) que afectan el 

cultivo de estas especies. 

 

El objetivo del presente proyecto fue evaluar a escala de laboratorio la combinación del 

valor de pH y la concentración de nitrógeno que mejor favorezca el crecimiento de la 

microalgas Chlorella nativa y Dunaliella salina como factores determinantes durante su 

proceso de crecimiento. El trabajo consta de una primera etapa experimental, en la cual se 

realizó un conteo diario de las densidades celulares alcanzadas para los cultivos de ambas 
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microalgas, para desarrollar la curva de crecimiento y con ello el modelo cinético que 

mejor describa el aumento de la biomasa en el tiempo. Luego, en una segunda etapa 

experimental, se realizó un cultivo a escala de 20 litros para cada microalga, utilizando la 

combinación ([N]/pH) seleccionada en la primera etapa experimental con el fin de realizar 

una recolección de la biomasa obtenida, así como la extracción y posterior caracterización 

del aceite presente y por último, un análisis del perfil lipídico de ambas especies mediante 

pruebas cromatográficas.  
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2. PLA	TEAMIE	TO DEL PROBLEMA 

 

2.1. DESCRIPCIÓ	 DEL PROBLEMA.  

 

La búsqueda de fuentes alternativas de energía y combustibles limpios que ayuden a 

minimizar la contaminación generada por los combustibles fósiles derivados del petróleo, 

cuyo uso excesivo impulsado por el acelerado crecimiento de la población, el número de 

automóviles y de la maquinaria en general con motor de combustión interna; ha originado 

un creciente interés en los biocombustibles, que se proponen como una excelente opción, 

específicamente aquellos que no afecten la seguridad alimentaria, es decir, que no necesiten 

de tierras cultivables para su producción. En este sentido, el biodiesel obtenido por medio 

de microalgas se presenta como una buena alternativa, a tal punto que se requiere evaluar 

los principales factores que afectan su cultivo, como una parte esencial del proceso 

productivo de aceite vegetal, materia prima para la producción de biodiesel. (Arístegui, 

2009; Young & Steffen, 2008; Cavieres, 2007). 

 

2.2. HIPOTESIS 

 

La concentración de nitrógeno [N] y pH afectan de manera significativa el crecimiento de 

biomasa en el cultivo de las microalgas Dunaliella salina y Chlorella nativa. 

 

2.3. FORMULACIÓ	 DEL PROBLEMA.  

 

¿Cuáles son las condiciones óptimas de pH y concentración de nitrógeno en los cultivos de 

Dunaliella salina y Chlorella nativa con el fin de producir gran cantidad de biomasa 

microalgal rica en aceite vegetal de buena calidad para su uso comercial como materia 

prima en la producción de biodiesel? 
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3. JUSTIFICACIÓ	 Y DELIMITACIÓ	 DE LA I	VESTIGACIÓ	 

 

3.1. JUSTIFICACIÓ	 DE LA I	VESTIGACIÓ	. 

 

A nivel mundial, la búsqueda de combustibles alternativos a los de origen fósil, lleva más 

de 25 años. Diferentes países se encuentran en la investigación de numerosas materias 

primas para estos nuevos combustibles; de lo cual han surgido especies como la palma 

africana, la caña de azúcar, el sorgo y la soya, entre otros productos.  

 

En Colombia la palma africana y la caña de azúcar son materias primas óptimas para la 

producción de biodiesel y bioetanol, las cuales están siendo reemplazadas debido a las 

crisis alimentarias e incremento en los precios. De aquí la necesidad de cambiar estas 

materias primas a especies que no sean de consumo humano, pero que presenten un elevado 

rendimiento de producción muy similar a las actuales. El cultivo de las microalgas es una 

alternativa ideal, debido principalmente al hecho de no utilizar terrenos cultivables y poseer 

mayor potencial para producir biodiesel, se estima que aproximadamente realizan la 

fijación del 50% del carbono orgánico global y que contribuyen entre el 40-50% a la 

oxigenación de la atmósfera. (Gómez, 2010). 

 

Los diferentes procesos de obtención de biodiesel a partir de microalgas aún se encuentran 

en desarrollo, su estudio se considera demasiado joven y se hacen necesarias 

investigaciones innovadoras que contribuyan a mejorarlos. Los tres procesos fundamentales 

para su elaboración, como el cultivo de microalgas, la extracción de aceite y la 

transformación de biodiesel; son indispensables para conocer todas las variables 

relacionadas en la producción de biodiesel y escalar el proceso de manera eficiente y 

rentable a la industria. Además, es imprescindible acoplar en cada etapa todos los 

beneficios ambientales asociados a su obtención, como la captura de luz solar y CO2, 

adicional al empleo de fuentes de aguas desaprovechadas; con el caso de aguas servidas con 

una alta carga orgánica, para especies como la Chlorella, o de agua de mar para especies 

salinas como la Dunaliella durante el proceso de cultivo (lo que permitiría tener una fuente 
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de cultivo de la microalga prácticamente inagotable y a muy bajo costo), entre otros 

beneficios.  

 

3.2. DELIMITACIÓ	 DE LA I	VESTIGACIÓ	.  

 

La investigación se centrará en la evaluación de dos factores importantes en el cultivo de 

microalgas como son el pH y la concentración de nitrógeno, haciendo uso de dos cepas, la 

Dunaliella salina y Chlorella nativa, realizando un posterior escalamiento y extracción de 

aceite en los laboratorios de la Universidad de Cartagena y determinando mediante 

parámetros establecidos por la Norma Técnica Colombiana de Tecnología de Alimentos la 

calidad del aceite vegetal extraído en comparación con los usados comúnmente para la 

producción de biodiesel.  
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4. OBJETIVOS 

 

4.1. OBJETIVO GE	ERAL 

 

� Determinar el pH y la concentración de nitrógeno que favorecen el crecimiento de las 

microalgas Dunaliella salina y Chlorella nativa como fuente de aceite vegetal para la 

producción de biodiesel.  

 

4.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

� Seleccionar la combinación concentración de nitrógeno/pH de partida óptima para 

generar una alta densidad celular en cultivos a gran escala. 

 

� Analizar el aceite extraído de las microalgas bajo la Norma Técnica Colombiana en 

Grasas y Aceites Animales y Vegetales. 

 

� Determinar los perfiles de ácidos grasos presentes en los aceites extraídos. 

 

� Desarrollar un modelo cinético que describa el aumento de la biomasa de las microalgas 

Dunaliella salina y Chlorella nativa. 
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5. A	TECEDE	TES 

 

En la actualidad, se ha iniciado una campaña en diversos países del mundo para incentivar 

el uso de biocombustibles en todos los sectores dependientes de la energía fósil como por 

ejemplo en el transporte ó en el industrial, donde el uso de estos combustibles limpios 

reducirá en gran medida la producción de gases de efecto invernadero (GEI), causantes de 

efectos nocivos en la atmósfera y en la salud humana.  

 

Los biocombustibles se han dividido en dos grandes grupos: el primero es el obtenido por 

medio de la fermentación alcohólica de la biomasa, llamado bioetanol; y el segundo es el 

que se obtiene a partir de la transesterificación de aceites vegetales formando esteres 

monoalquílicos, llamado biodiesel. Ambos son usados en países como Francia, Australia, 

Alemania, Suiza, Italia, Estados Unidos, Brasil, Argentina, Malasia, Japón y Corea, entre 

otros (Kanno & Kazie, 2005).  

 

Durante los últimos 50 años, se han realizado amplias investigaciones acerca del cultivo de 

las microalgas y su utilización en una variedad de procesos industriales. El interés en el uso 

de microalgas para las energías renovables aumentó en 1970 durante la primera crisis del 

petróleo (Spolaore et al, 2006).  

 

Una muestra de ello son las investigaciones para la obtención de biodiesel a partir de 

microalgas que se vienen desarrollando a nivel mundial principalmente en tres centros de 

investigación: el Laboratorio de Biotecnología del Instituto de Ciencias Biológicas en 

Malasia, el Laboratorio Nacional de Energía Renovable (NREL) del Departamento de 

Energía en Estados Unidos (Chevron, 2007) y el Instituto de Investigación de Biociencia y 

Biotecnología en la República de Corea (KRIBB). (Weigand, 2009)  

 

El Laboratorio de Energías Renovables de Estados Unidos (NREL), entre 1978 y 1996 

desarrolló un programa de investigación orientado a la producción de combustibles 

renovables a partir de plantas acuáticas y microalgas. Su objetivo era estudiar la bioquímica 

y la producción de lípidos en las microalgas oleaginosas. Se concluyó que el uso de 
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microalgas para la producción de biodiesel de bajo costo era técnicamente factible, pero 

aún era necesaria más investigación para lograr las productividades requeridas. En 1996 se 

redujo el presupuesto para este programa y las investigaciones quedaron inconclusas.  

 

Además de los anteriores institutos, Jorge Kaloustian (Presidente de Oil Fox S.A.) fundó, 

en 1997, el primer proyecto de producción de biodiesel a partir de microalgas con su 

empresa Oil Fox S.A. ubicada en la provincia de San Nicolás, Argentina, donde a fines del 

2006 se empezaron a realizar los primeros cultivos y en la actualidad es considerada como 

la mayor compañía productora de biodiesel a partir de microalgas en Latinoamérica. (Oil 

Fox, 2010)   

 

En Colombia, por su parte, el Grupo de Investigación de Biotecnología vegetal del Instituto 

de Microbiología de la Universidad de Antioquia, de la mano de la bióloga Lucía 

Atehortúa, recientemente fue financiado por el grupo empresarial EPM® y se encuentran 

trabajando en la obtención de biodiesel a partir de aceite de microalgas. Gracias a sus 

investigaciones ha ganado varias distinciones y ha podido realizar importantes 

publicaciones en revistas científicas y congresos principalmente (Atehortua, 1997; 2002; 

2008; 2009; Corpodib, 2008). Entre su producción en este campo se destacan: El protocolo 

de cultivo de la microalga 'itzchia sp. para la producción de ácidos grasos de valor 

energético, un manual para la producción de polisacáridos de la microalga roja 

Porphyridium cruentum y el protocolo de cultivo de la microalga verde Chorella sp.  

 

Por otro lado, en la Universidad del Valle, el profesor Enrique Peña, director del Grupo de 

Investigación en Biología Vegetal Aplicada, después de haber trabajado sobre el impacto 

ambiental positivo del cultivo de microalgas, los avances en el conocimiento taxonómico, 

bio-ecológico, fisico-químico y bio-médico se ha encaminado también a su utilidad 

industrial por medio de la obtención de aceites para su transformación en biodiesel. (Peña 

et al, 2005; Peña & Álvarez, 2006). Mientras que, en la Universidad Industrial de 

Santander, en este momento se encuentran trabajando en un proyecto grande apoyado por el 

Ministerio de Agricultura, el Instituto Colombiano de Petróleo y el Instituto de 

Morrosquillo, para la producción de biodiesel a partir de microalgas, según afirmaciones de 
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Viatcheslav Kafarov, Jefe de la Dirección de Postgrados de la UIS y profesor de la Escuela 

de Ingeniería Química. (Plata et al, 2009; González et al, 2009; López et al, 2009; Cátedra 

Libre, 2009). 

 

Aunque aún no es rentable competir con el diesel del petróleo, el apoyo de los gobiernos y 

la investigación en el medio académico e industrial hace que el biodiesel sea 

económicamente viable, por lo tanto, es importante continuar en la búsqueda de procesos y 

especies más eficientes para obtenerlo. (Schenk, 2008) 

 

Los esfuerzos de investigaciones recientes se han concentrado en la modificación 

metabólica de las microalgas a través de situaciones de estrés por concentración de 

nitrógeno y CO2 con el fin de desarrollar microorganismos para una alta productividad en la 

producción de aceites. (Bilanovic, 2009) 
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6. ESTADO DEL ARTE 

 

Las microalgas constituyen un grupo muy diverso de organismos unicelulares procariotas o 

eucariotas fotosintéticos, es decir, al igual que las plantas, convierten la energía solar en 

energía química, pero por lo general son más eficientes debido a su sencilla estructura 

celular y además porque sus células crecen en ambientes acuosos (agua dulce o salada), 

teniendo más acceso al agua, CO2 y otros nutrientes de fácil disponibilidad (Rodríguez & 

Triana, 2006). 

 

Las microalgas pueden ser cultivadas todo el año y cosechadas continuamente, poseen una 

tasa de crecimiento exponencial y además pueden crecer bajo condiciones agro-climáticas 

difíciles, como por ejemplo en regiones áridas, en ambientes salinos o en aguas residuales 

cargadas de nutrientes. Se estima que existen más de 50000 especies, pero solo alrededor de 

30000 se han estudiado. (Pratoomyot et al., 2005)  

 

Estos microorganismos poseen un alto valor económico como fuente de varios productos 

químicos tales como polisacáridos, lípidos, proteínas y pigmentos, entre otros. La biomasa 

obtenida de ellas es utilizada como suplemento alimentario importante y por su proceso de 

fotosíntesis también ayudan a regular el contenido de oxígeno y dióxido de carbono en la 

atmósfera, colaborando en el control del efecto invernadero, la lluvia ácida y el 

agotamiento de la capa de ozono  (Travieso & Benítez, 1998). 

 

Su cultivo no requiere el uso de pesticidas y herbicidas. En cuanto a los costos de cosecha y 

transporte, son menores comparados con cultivos agrícolas, y su pequeño tamaño permite 

opciones de procesamiento efectivas en cuanto a costo. Los cultivos de microalgas 

consumen una menor cantidad de agua que los cultivos tradicionales y a diferencia de estos, 

no compiten con la agricultura por cantidad o calidad de suelos (Derner et al., 2006).   

 

Por medio de un amplio número de investigaciones, se han catalogado a las microalgas en 

diversas clases: 
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-Diatomeas (Bacillariophyceae): Dominan en el fitoplancton de los océanos, pero además 

se pueden encontrar en agua dulce. Contienen sílice en su pared celular y sus células 

almacenan carbono en forma de aceites naturales o como hidratos de carbono (Hossain, 

2008). 

 

- Alga Verde (Chlorophyceae): Son abundantes, especialmente en agua dulce. Pueden 

producirse como células individuales o como colonias. Son los progenitores evolutivos de 

las plantas modernas. Almacenan carbono en forma de almidón y bajo ciertas condiciones 

en forma de aceites (Derner, 2006). 

 

- Alga Azul-verdosa (Cyanophyceae): Son microorganismos procariotas, por lo tanto 

difieren de los otros grupos de microalgas. Pueden asimilar el nitrógeno atmosférico, 

eliminando la necesidad de nutrientes y se encuentran en hábitats diversos (Rodríguez & 

Triana, 2006). 

 

- Alga Dorada (Chrysophyceae): Son similares a las diatomeas, pero poseen sistemas de 

pigmentación más complejos. Se encuentran principalmente en sistemas de aguas 

continentales. Producen y almacenan aceites naturales y carbohidratos (Chisti, 2007). 

 

Todas estas clases de algas están compuestas básicamente por proteínas, carbohidratos, 

ácidos nucleídos y ácidos grasos. Los ácidos grasos se encuentran en las membranas, en los 

productos de almacenamiento, metabolitos, etc. En algunas especies los ácidos grasos 

representan 40% de su peso seco. Se requieren microalgas que reporten un alto contenido 

de lípidos y que sean fácilmente cultivables. Las mejores algas para producir biodiesel son 

las microalgas, con un diámetro menor a 2 mm, ya que ellas producen más aceite, y crecen 

de forma más rápida y fácil que las macroalgas (Jae-Yon, 2009). 

 

Las ventajas de las microalgas, reportadas por muchas investigaciones, sobre otras materias 

primas para la obtención de biodiesel, radican en que son fáciles de cultivar, crecen con 

poca o ninguna atención, requieren poco agua y los nutrientes son de fácil acceso. Las 

microalgas se reproducen mediante la fotosíntesis para convertir la energía solar en energía 
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química, completando la totalidad del ciclo de crecimiento en pocos días (Chisti, 2008). 

Pueden crecer casi en cualquier lugar, aunque las tasas de crecimiento tienden a acelerarse 

mediante adición de determinados nutrientes y aireación suficiente (Raja, 2008).  

 

Diferentes especies de microalgas se pueden adaptar a variedad de condiciones ambientales 

a diferencia de otras materias primas para obtener biodiesel como aceite de palma, soya y 

otros. Es posible entonces encontrar especies adaptadas a entornos locales específico. 

Tienen tasas de crecimiento mucho más altas, mayor productividad y requieren menor 

superficie cuando se comparan con otros cultivos, reduciendo la competencia por el uso del 

suelo (Aguirre, 2008).  

 

Las microalgas proporcionan materia prima para otros tipos de combustibles renovables 

como el biodiesel, biogás, hidrógeno y bioetanol. El biodiesel de microalgas presenta un 

desempeño igual que el diesel de petróleo y no contiene azufre, sin embargo, al momento 

de la combustión las emisiones de óxidos de nitrógeno (NOx) pueden ser mayores al 

emplearse en algunos tipos de motores.  

 

Las microalgas también se pueden aprovechar para otros usos, como: 

 

• Eliminación de CO2 de emisiones industriales (Wang, 2008). 

 

• Tratamiento de aguas residuales mediante la eliminación de amonio, nitratos y fosfato, 

necesarios como nutrientes para el crecimiento de las algas (Pulz, 2004). 

 

• Después de la extracción del aceite, la biomasa de microalgas residual puede ser 

convertida a bioetanol, biogás, alimento de animales, abono orgánico, o simplemente 

quemados para la cogeneración de energía (Babu, 2008). 

 

• Dependiendo de las especies de microalgas, se pueden extraer otros productos con 

aplicaciones en diferentes sectores industriales, incluyendo una amplia gama de 
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productos como grasas, ácidos grasos poliinsaturados, tintes naturales, azucares, 

pigmentos, antioxidantes. (Tsukahara, 2005) 

 

Pero para el caso específico del biodiesel, muchas especies de microalgas son inducidas a 

acumular grandes cantidades de lípidos (Rodolfi, 2009), contribuyendo así a altos 

rendimientos en aceite. El contenido promedio de lípidos varía entre el 1 y el 70%, pero 

bajo ciertas condiciones, algunas especies pueden alcanzar hasta el 90% de peso seco 

(Chiu, 2008).  

 

Sin embargo, el contenido de aceite por sí solo no determina la productividad, por ejemplo, 

la Botryococcus braunii, puede alcanzar niveles de aceite del 75%, pero tiene una baja 

productividad de biomasa. Las microalgas más comúnmente usadas como la Chlorella 

vulgaris tienen un contenido de aceite más bajo pero alcanza productividades más altas 

(Jae-Yon, 2009).  

 

La selección de las especies más adecuadas para la obtención de biodiesel debe tener en 

cuenta otros factores conjuntamente con el contenido de aceite y la productividad de 

biomasa, como por ejemplo, la capacidad de las microalgas para usar los nutrientes 

disponibles o las condiciones del medio ambiente específico. La composición de los ácidos 

grasos de las diferentes especies de microalgas también es un factor importante, puesto que 

posee un efecto significativo sobre la calidad del biodiesel producido. Encontrando que las 

microalgas están compuestas de ácidos grasos saturados e insaturados con 12-22 átomos de 

carbono. En algunos estudios de diferentes especies de microalgas de agua dulce se ha 

reportado que en su mayoría están presentes ácidos grasos como C14:0, C16:0, C18:1, 

C18:2, y C18:3. Pero, la variación de alguna de las condiciones de cultivo contribuye a la 

acumulación de un ácido graso específico, ya sea saturado o insaturado, por ejemplo, las 

bajas concentraciones de nitrógeno y el estrés salino inducen a la acumulación de C18:1 

(Teixeira, 2007).  

 

Aunque el rendimiento de aceite de microalgas depende de muchos factores, es 

generalmente mucho mayor que los cultivos de aceites vegetales (Gouveia et al., 2009). En 



 

15 

 

iguales condiciones de uso de la tierra, las microalgas seguidas del aceite de palma son las 

más ventajosas debido a su mayor productividad de biomasa y el contenido de aceite.  

 

Otra de las notables ventajas de las microalgas, es el hecho de adaptarse a sus entornos de 

crecimiento para aprovechar eficientemente los recursos disponibles. Para el crecimiento de 

la biomasa (que consiste en un 40-50% de carbono), las microalgas dependen de una fuente 

adecuada y suficiente de carbono y luz para realizar la fotosíntesis (Wang, 2008). Las 

microalgas pueden asumir diferentes tipos de metabolismo (autótrofos, heterótrofos, 

tixotróficos, fotoheterótrofos) y son capaces de cambiar su metabolismo como una 

respuesta a los cambios en las condiciones ambientales. El metabolismo implica cambios 

de pH que dependen de la estequiometría de crecimiento de las microalgas (Rodolfi, 2009). 

 

Las microalgas también requieren vitaminas, sales y otros nutrientes, como nitrógeno y 

fósforo, y el equilibrio entre oxígeno, carbono, dióxido de carbono, pH, temperatura, 

intensidad de la luz, y eliminación de productos y subproductos (Hossain, 2008). Bajo 

condiciones climáticas apropiadas y suficientes nutrientes, las microalgas pueden crecer 

exponencialmente, de manera general, inclusive duplicando su masa dentro de las primeras 

24 horas. (Pratoomyot, 2005) 

 

La temperatura es el factor limitante más importante, después de la luz, para el cultivo de 

algas en los sistemas abiertos y cerrados. Muchas microalgas pueden tolerar temperaturas 

hasta 15oC por debajo de su óptimo, pero temperaturas de solo 2-4oC por encima del 

óptimo puede generar la pérdida total del cultivo. También, pueden ocurrir problemas de 

sobrecalentamiento en sistemas cerrados durante días de calor, cuando la temperatura 

dentro del reactor puede llegar a los 55oC en estos casos se pueden utilizar sistemas de 

refrigeración por evaporación de agua.  

 

La salinidad, tanto en sistemas abiertos y cerrados, pueden afectar el crecimiento y la 

composición celular de las microalgas. Cada alga tiene un diferente rango de salinidad 

óptimo que puede aumentar en épocas calientes debido a la alta tasa de evaporación del 



 

16 

 

agua. La forma más sencilla de controlar la salinidad es mediante la adición de agua dulce o 

salada según sea necesario.  

 

Otro parámetro de crecimiento importante es la mezcla del cultivo, ya que homogeniza la 

distribución de las células, el calor, los metabolitos, y facilita la transferencia de los gases. 

Además, un cierto grado de turbulencia es conveniente para promover la circulación rápida 

de las células de microalgas de la zona oscura a la zona de luz del reactor. Sin embargo, 

reactores con altas velocidades y altos grados de turbulencia pueden dañar las microalgas. 

El nivel óptimo de turbulencia debe ser determinado previamente con el fin de evitar la 

disminución de la productividad.  

 

Los contaminantes biológicos no deseados son las levaduras, moho, hongos y bacterias. 

Conforme a lo mencionado por Moheimani (2006) una manera de reducir los 

contaminantes y mejorar el rendimiento es eliminar el organismo no deseado y 

posteriormente someter el cultivo a cambios en los factores ambientales como temperatura, 

pH o la luz. En sistemas cerrados, es posible proteger eficazmente al cultivo de la 

contaminación, puesto que en los fotobiorreactores se presenta un mayor control sobre los 

parámetros del cultivo, lográndose una alta concentración celular.  

 

Los efectos de los factores ambientales sobre los diferentes cultivos en el crecimiento de 

algas han sido estudiados por varios autores: Moheimani (2006) analizó los efectos de una 

reducción del pH del medio, como resultado del flujo de CO2, que puede inhibir el 

crecimiento de las algas. Teixeira (2007), encontró que el suministro de CO2 en las 

suspensiones de poca profundidad a pH casi neutro, es difícil de controlar, pues el tiempo 

de permanencia es insuficiente para completar la absorción, resultando en grandes pérdidas 

de CO2 a la atmósfera. Raja (2008), explica que la absorción de CO2 en aguas alcalinas 

puede ser acelerada por la hidratación con CO2 y posteriores reacciones ácido-base a la 

forma de iones bicarbonato o por la reacción directa del CO2 con los iones hidroxilo para 

formar bicarbonato. Este autor encontró que la tasa de la primera reacción es más rápida a 

un pH de valores por debajo de 8, mientras que el segundo domina por encima de pH 10. 

Chiu (2009) en sus resultados muestra un incremento en la producción de biomasa y 
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acumulación de lípidos con un aumento en la concentración de CO2. Resultados similares 

fueron obtenidos para cultivos en un estanque con fuente de carbono de una central 

termoeléctrica, concluyendo que las microalgas tienen el potencial de biofijación de CO2.  

 

Otros factores importantes son la aireación y la intensidad de la luz. Sasi (2009) reporta un 

mejor crecimiento para un biorreactor aireado que para una columna no aireada. Esto se 

explica porque la aireación permite una mejor mezcla de las microalgas, lo que impide la 

sedimentación, mantiene condiciones homogéneas y ayuda para un mejor contacto entre las 

células y los nutrientes. Este autor también informa de un aumento en la densidad celular y 

la tasa de crecimiento específico con un aumento en la intensidad de la luz hasta cierto 

límite, por encima del cual se presenta fotoinhibición.  

 

Bilanovic (2009) investigó el efecto del nitrógeno y el estrés de sal en la composición 

química de las algas. La conclusión general fue que la especie estudiada modifica su 

composición celular básica cuando está expuesta a estrés ambiental. El crecimiento sin 

condiciones de estrés permitió la mayor concentración de lípidos. Li (2008) mostró que la 

concentración de hierro podría también inducir a una considerable acumulación de lípidos 

en la cepa marina de C. vulgaris. Esto sugiere que algunas rutas metabólicas relacionadas 

con la acumulación de lípidos en C. vulgaris son probablemente modificadas por 

concentración de hierro en el medio inicial. Pratoomyot (2005) encontró que la reducción 

de nitrógeno en el medio aumenta el contenido de lípidos en cinco especies de Chlorella 

investigadas. Aguirre (2007) también, estudió el efecto del nitrógeno en la fracción lipídica 

de algas concluyendo que el cultivo en condiciones deficientes de nitrógeno aumenta el 

contenido de lípidos. Encontró también que la mayor producción de lípidos se produce en 

la etapa de reposo. Rodríguez (2006) demostró, que los lípidos en la biomasa de la 

Spirulina aumentan en contenido tres veces con la disminución del contenido de nitrógeno 

y de la temperatura.   
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7. MARCO TEÓRICO 

 

7.1. BIOCOMBUSTIBLES 

 

El término biocombustible se refiere a todo combustible líquido (etanol, metanol, biodiesel) 

o gaseoso (hidrógeno o metano) obtenido a partir de la biomasa proveniente de plantas, 

residuos agrícolas e industriales, y de los desperdicios de la industria de los alimentos 

(Arbeláez & Rivera, 2007; Chisti, 2008). Por su parte, la biomasa es considerada como 

cualquier material orgánico producto de procesos fotosintéticos como la soya, el girasol, el 

maíz, la palma, las papas, etc.; los cuales almacenan la energía producida en la fotosíntesis 

en tres formas comunes: glucosa, almidón y aceite, los cuales son usados como materia 

prima básica para obtener los biocombustibles. 

 

7.1.1.  Biodiesel 

El biodiesel consiste en el combustible preparado mediante aceites vegetales y grasas 

animales capaz de sustituir al diesel derivado del petróleo, debido a la similitud de sus 

propiedades físicas y químicas. En un artículo publicado por la ASTM (American Society 

for Testing and Material Standard, Asociación Internacional de Normativa de Calidad), el 

biodiesel es definido como “Monoalquilésteres de ácidos grasos con cadenas largas 

derivados de grasas renovables como aceites vegetales o grasas animales para el uso en 

ignición de motores”. (Arbeláez & Rivera, 2007; ASTM, 2008)  

  

Dentro de las diversas metodologías existentes para la producción de biodiesel (uso directo 

de aceites, mezclas, microemulsiones, pirólisis, etc.), la transesterificación o alcohólisis es 

la más estudiada, siendo la reacción ocurrida entre un compuesto alcohólico (comúnmente 

metanol, etanol, propanol o butanol) y un catalizador (álcali, ácido, lipasas) para lograr la 

transformación de los aceites y grasas a esteres monoalquílicos (Garibay et al, 2009). 
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7.2. MATERIA PRIMA 

 

En contraste con el petrodiesel, el biodiesel ofrece varias ventajas al ser obtenido a partir de 

biomasa renovable, siendo los aceites vegetales la fuente favorita de producción debido a su 

alto contenido oleaginoso. Pero el creciente mercado de producción de biodiesel a partir de 

aceites vegetales comestibles que requieren el uso de enormes extensiones de terreno fértil 

ha planteado el uso de aceites no comestibles provenientes de cultivos marginales tales 

como jatropha, desechos leñosos (paja, madera, parte no comestible de los cultivos), entre 

otros; los cuales son una fuente potencial muy abundante, puesto que proliferan en suelos 

áridos, pobres en nutrientes y con muy baja precipitación pluvial (Garibay et al, 2009). 

 

Sin embargo, la obtención de biodiesel a partir de plantas oleaginosas, ya sea comestibles o 

no, presenta los inconvenientes de necesitar largos periodos de producción, haciendo 

necesaria una orientación hacia los aceites vegetales obtenidos a partir de materias primas 

que permitan operar continuamente y superar las limitaciones anteriores, como es el caso de 

las microalgas. Buscando estudiar su comportamiento físico y químico, y los diferentes 

compuestos alcohólicos y catalizadores que puedan garantizar su uso en los procesos de 

obtención de biodiesel para el caso específico de aceite de microalgas como materia prima. 

 

7.2.1. Microalgas 

Las microalgas son un conjunto heterogéneo de plantas unicelulares muy primitivas, las 

cuales logran asimilar el CO2 del ambiente mediante un proceso fotosintético superior al de 

las plantas terrestres, esto debido a que crecen en suspensión acuosa y en ella poseen más 

acceso a nutrientes, rayos solares y a un amplio rango de temperaturas, lo que favorece la 

producción de O2 sumado a la acumulación de líquidos de alta densidad como forma de 

energía (aceites). Al igual que las macroalgas, las microalgas se localizan y crecen en 

ambientes diversos tales como aguas dulces, marinas, salubres o residuales. (Garibay et al, 

2009).  

 

Su biodiversidad es enorme, se han estudiado alrededor de 30000 especies, dentro de las 

cuales las más abundantes son las diatomeas, las algas verdes, verde-azules, doradas y las 
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halófilas, siendo las algas verdes y las diatomeas las especies más estudiadas para 

aplicaciones biotecnológicas. (Garibay et al, 2009)  

 

Las algas verdes son el tipo de microalgas más abundante en agua dulce, pueden producirse 

como células individuales o como colonias mediante división celular, la cual se detiene al 

momento en que se acaban los nutrientes o el espacio de cultivo se vuelve insuficiente. Por 

su parte, las microalgas halófilas tienden a vivir y reproducirse en condiciones extremas de 

luz, temperatura y salinidad. (Rosen, 1990; Fogg & Thake, 1987)  

 

Las microalgas a estudiar serán la halófila (Dunaliella Salina) debido a su gran 

productividad de lípidos (116 mg/L/día) (Mata et al, 2010) y una especie perteneciente a la 

algas verdes del género Chlorella, aislada en las instalaciones del Centro Internacional 

Náutico Fluvial y Portuario del Sena, usando como criterio de selección que en las 

diferentes especies de Chlorella el porcentaje en peso de aceite oscila de  2-63%. (Piorreck 

et al, 2001). 

 

7.2.1.1. Clasificación taxonómica y morfología  

La Dunaliella Salina es una microalga conocida comúnmente por ser el microorganismo 

causante del enrojecimiento de los cuerpos de agua hipersalinos, fue estudiada por primera 

vez por Michel Felix Dunal en el año de 1838, y nombrada como Dunaliella salina por 

Teodoresco en 1905. (Bastianoni, 2008) Ver Figura 1.  

 

Esta microalga unicelular de aproximadamente 8-15 µm de longitud y 6-11 µm de 

diámetro, con forma ovoide. Su crecimiento es muy variable dependiendo de las 

condiciones de cultivo. Posee dos flagelos similares ubicados en el ápice, un cloroplasto en 

forma de pocillo, un estigma en la parte lateral posterior de este y gránulos de almidón en la 

porción basal.  

 

La Dunaliella se encuentra cubierta por una membrana citoplasmática muy delgada pero 

con un coeficiente de elasticidad considerable, además en condiciones adversas a las 
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presentadas en la Figura 2, donde el medio hipersalino es predominante, esta tiende a 

formar quistes con grandes glóbulos lipídicos.  

 

Reino: Plantae 

   División: Chlorophyta 

     Clase: Chlorophyceae 

       Orden: Volvocales 

          Familia: Dunaliellaceae 

            Género: Dunaliella 

               Especie: Dunaliella salina 

Figura 1. Ubicación taxonómica de Dunaliella salina. 
Fuente: Aharon Oren, 2005. 

 

 
Figura 2. Células de Dunaliella salina en medio hipersalino. 

Fuente: Aharon Oren, 2005. 
 

Por otro lado, la Chlorella forma parte del género de algas verdes unicelulares de agua 

dulce del filo Chlorophyta de las cuales existen 30 especies de Chlorella según su 

clasificación botánica. (Ver Figura 3). Su forma es esférica con un tamaño aproximado de 

2-10 µm de diámetro y es extensamente encontrada en lagos y pantanos por todo el mundo 

formando aproximadamente el 90% del plancton de agua dulce. (Moronta et al, 2006). 
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Reino: Protista 

   División: Chlorophyta 

     Clase: Chlorophyceae 

       Orden: Chlorococcales 

          Familia: Oocystaceae 

            Género: Chlorella 

Figura 3. Clasificación taxonómica de Chlorella. 
Fuente: López-Adrián, S. & Barrientos-Medina, R., 2007. 

 

El nombre Chlorella proviene del griego Chloros, que significa verde, y del latín ella, que 

significa cosa pequeña, y fue descubierta y nombrada por el holandés M. W. Beyerinck en 

1890. Su color es un verde fuerte debido a su elevado contenido de clorofila, así que su 

capacidad de fotosíntesis se multiplica rápidamente requiriendo sólo CO2, agua, luz solar y 

minerales, para dividirse en cuatro células cada 20 horas. (Ver Figura 4) (Kanno & Kazie, 

2005).  

 
Figura 4. Células de Chlorella. 
Fuente: Healthy Fellow., 2010.  

 

7.2.1.2. Ciclo de vida y reproducción  

La Dunaliella salina se puede reproducir de manera asexual y sexual. Cuando utilizan la 

reproducción asexual se dividen longitudinalmente de manera independiente a su tamaño, 

por lo que parece más correcto hablar de individuos grandes e individuos pequeños, en vez 

de jóvenes y adultos como fueron designados en un principio de su estudio, y mantienen la 

movilidad celular durante todo el proceso de división. (Ver Figura 5). Mientras que cuando 
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se reproducen sexualmente, las células hijas originadas de este modo mantienen la 

morfología típica y la ultraestructura de sus células parentales. Cuando se exponen a 

condiciones que inducen la reproducción sexual (baja salinidad, temperatura y nutrientes), 

ambos tipos de células responden de distinto modo, los individuos grandes son capaces de 

conjugarse directamente y los individuos pequeños atraviesan un estado previo de 

maduración, donde la mancha ocular se desorganiza y los flagelos quedan embebidos en 

una capa mucilaginosa. Cuando se añade medio fresco, las nuevas células son capaces de 

actuar como gametos morfológicamente similares a las células vegetativas pero su 

cloroplasto no está aun desarrollado. El número de células aumenta gradualmente durante 

la fase logarítmica de crecimiento y se hace máximo en la fase estacionaria (Bastianoni, 

2008). 

 
Figura 5. Agregación de Dunaliella salina roja y verde (parte superior) y formación del zigoto de la D. salina 

verde y roja (parte inferior). 
Fuente: Aharon Oren, 2005. 

 

Para la Chlorella se tiene que es la especie más fácil de cultivar y se multiplica 

continuamente según un proceso de división celular en que cada célula se divide 1:4, hasta 

conducir a una proliferación multitudinaria. En ésta especie todas las células son parecidas 

y capaces de dividirse por bipartición o transformarse en esporocistes o gametocistes y dar 

esporas o gametos. 
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Esto se debe a que sus células esféricas aisladas (Ver Figura 6) contienen un plasto parietal 

voluminoso provisto de un pirenoide. Cuando estas células han alcanzado su tamaño 

máximo, el núcleo se divide en 4 o en 8 y se forman en el interior de la célula madre 4 a 8 

células más pequeñas, idénticas a ella; son las autosporas, liberadas por dehiscencia 

(apertura natural o espontánea) de la pared de la célula madre, transformándose 

directamente en nuevas Chlorellas al crecer. Este tipo de reproducción asexual es el único 

conocido en esta alga; permite un aumento rápido en el número de individuos cuando estos 

se encuentran en un agua que contiene las sales minerales necesarias y las condiciones de 

fotosíntesis son favorables (Des Abbayes, 1989).  

 

 
Figura 6. Chlorella; A y B, células joven y adulta; C, formación de 4 autosporas; D, liberación de las 

autosporas. 
Fuente: Des Abbayes, et al., 1989. 

 

7.2.1.3. Hábitat natural  

Las algas del género Dunaliella están ampliamente distribuidas y pueden encontrarse tanto 

en agua dulce como salobres e hipersalinas, incluso en suelos salinos. Sus distintas especies 

tienen una gran tolerancia tanto a la sal como a la variación del pH, y a otras condiciones 

ambientales. En general es componente minoritario de la flora algal de aguas naturales 

exceptuando las aguas hipersalinas, donde forma “blooms” o agrupaciones que colorean las 

aguas de rojo. Este alga microscópica vive y se reproduce en ambientes naturales salinos 

que contienen más de 2 M de sal, tales como el Mar Muerto en Israel, abundando 

especialmente en verano, cuando la temperatura del agua es mayor a 30°C; el gran lado 
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salado de Utah; salares en el Desierto de Atacama de Chile (el más árido del mundo) y 

últimamente en zonas peninsulares como Yucatán, México (García et al, 2007).  

 
La Chlorella vive en el agua corriente y en condiciones favorables de crecimiento se 

multiplica con gran rapidez en cualquier parte del mundo. Tiene una amplia distribución 

geográfica, siendo el 90% dulciacuícola y el resto marinas. Habitan sobre la superficie 

mojada de las rocas, maderas o en el suelo (o incluso dentro), llamándose vulgarmente 

como verdín, lechugas de mar, etc. Algunas viven endófitas en las células de ciertos 

protozoos, celentéreos y esponjas, incluso dentro de los tejidos de plantas superiores. 

También es una especie muy utilizada alrededor del mundo; en China, dentro de la 

medicina tradicional como desintoxicante y estimulante del crecimiento, y en Japón como 

suplemento alimenticio. Aunque naturalmente crece en el agua dulce, la Chlorella 

destinada al consumo humano suele cultivarse en grandes estanques de agua mineral bajo la 

luz del sol. 

  
7.2.1.4. Composición celular  

La composición celular de la D. salina es muy variable, todo dependiendo de las 

condiciones de cultivo y el estrés que esta pueda presentar, pero en general esta posee de 

30-40% de carbohidratos, de 50-60% de proteínas para células verdes (baja salinidad) y de 

30% en células rojas (alta salinidad), pigmentos (clorofila, carotinoides, glicerol) y lípidos 

de un 6-25%. (Mata et al, 2010). 

 
Componentes Porcentaje 

Pérdidas por desecación  7 – 8 

Nitrógeno total 6 – 7 

Proteína bruta 51 – 58 

Proteína verdadera 32 – 44 

Carbohidratos 12 – 17 

Fibra cruda 8 – 10 

Lípidos 14 – 22 

Cenizas 8 – 9 

Ácidos nucleicos totales 4 – 5 
Tabla 1. Composición bioquímica total de la biomasa de la Chlorella. (% de materia seca) 

Fuente: Becker, E., 1995. 
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Para la microalga Chlorella, la cual ha sido muy utilizada gracias a su calidad proteica e 

incluso como medicamente a causa de sus propiedades antitumorales, hoy en día representa 

un sistema biológico ideal para diferentes líneas de investigación y además presenta una 

alta eficiencia por su fácil adaptación en condiciones de laboratorio (Andrade et al, 2006). 

Becker y colaboradores realizaron estudios sobre la composición bioquímica y las 

características del perfil aminoácido de esta microalga, cultivada en régimen autotrófico y 

evaluaron la calidad de la proteína mediante métodos químicos. Ver Tabla 1. 

 

7.2.2. Condiciones de Cultivo  

7.2.2.1. Nutrientes  

Los nutrientes que necesitan las microalgas para poder tener un buen crecimiento, 

dependen de una preparación adecuada del medio de cultivo. En la literatura aparecen 

diferentes medios de cultivo; dependiendo si la microalga se desarrolla en un medio de 

agua dulce o de mar. (Ver Tabla 2).  

 

Medios de Agua Dulce Medios de Agua de Mar 

Medio Basal Bolds Medio de Walne 

Medio BG-11 Medio F (Guillard y Ryther) 

Medio CHU Medio F-Modificado (Solución concentrada) 
Tabla 2. Diferentes Medios de Cultivo. 

 

7.2.2.2. pH y temperatura  

El pH del medio de crecimiento afecta a todos los procesos asociados con el crecimiento de 

la microalga y su funcionamiento metabólico, incluyendo la disponibilidad y eficiente 

asimilación de iones. El pH óptimo de un cultivo de microalgas es muy variable, 

dependiendo de lo que se necesite, si nos remontamos a lo reportado sobre la Dunaliella 

salina, esta tolera un pH entre 5.5-10, siendo el pH 7, como el optimo para el crecimiento 

de la D. salina y de 9 para la producción de β-caroteno; con respecto a la temperatura, su 

tolerancia está entre los 20°C-40°C, siendo su cultivo viable a -3°C, cesando su movilidad a 

-18°C y permaneciendo fotosintéticamente activa por debajo de -8°C.  
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Para la Chlorella el rango de pH es igual al de la mayoría de las especies de algas 

cultivadas, entre 7 y 9, siendo el rango óptimo 8.2 – 8.7, teniendo en cuenta que para 

mantener el pH en un valor aceptable es necesario airear el medio de cultivo. Con respecto 

a la temperatura, su valor está dentro del intervalo que toleran un gran número de especies, 

entre 16 y 27°C, aunque esto puede variar de acuerdo a la composición del medio de 

cultivo. Un valor intermedio de 18 – 20°C es empleado. Temperaturas por debajo de 16°C 

pueden retardar el crecimiento, mientras que aquellas por encima de los 35°C son letales.   

 

7.2.2.3. Intensidad lumínica e incidencia de oxígeno  

La intensidad de luz es muy importante para el crecimiento de las microalgas, una luz de 

baja o media intensidad puede dar lugar a tasas de crecimiento menores que una de alta 

intensidad, sin embargo, existe un nivel de luz saturante para algunas microalgas, en 

especial para la D. salina, que se encuentra en el rango de 200 a 400 µE/m2s. Para el caso 

de la Chlorella, la adaptación a la iluminación ocurre a través de un mecanismo en el cual 

el contenido de pigmentos va cambiando puesto que los individuos adaptados a las altas 

iluminaciones tienen un contenido más bajo de clorofila por célula que aquellos adaptados 

a iluminaciones más bajas. La intensidad lumínica empleada es de 1000 – 3000 lux y un 

fotoperiodo día noche 12:12. (Morales et al, 2009). Sin embargo, se considera que una 

intensidad luminosa de por lo menos 3000 lux atrae la gran mayoría de organismos del 

zooplancton y es el mejor promotor para la tasa de crecimiento (Fermín, 1997). 

 

La concentración de oxígeno en el medio es otro factor a tener en cuenta en los cultivos de 

microalgas, llevando a problemas hasta en los dispositivos más sofisticados para estos 

como los fotobiorreactores, en los cuales altas concentraciones de oxígeno, pueden dar 

lugar a inhibir el crecimiento de la microalga. Además, según lo reportado en la literatura, 

existe una relación entre el efecto inhibitorio del oxígeno y los niveles de intensidad de luz, 

esta relación se basa en que a mayor intensidad de luz, las concentraciones altas de oxígeno 

se hacen tóxicas para las microalgas por lo cual en ocasiones se evita suministrar oxígeno 

puro a los cultivos.  (Chen & Johns, 1995; Harrison et al, 1990).  
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7.2.2.4. Agitación y dióxido de carbono  

La agitación es un factor que incide de forma positiva en ciertos cultivos de microalgas a 

nivel de crecimiento, ya que este sistema ayuda a controlar la turbulencia de una forma 

eficaz y poco costosa, el problema es que no existen aún valores adecuados de agitación en 

la literatura para las microalgas de este estudio. Sobre todo, por el riesgo de presentarse una 

ruptura en la pared celular de las microalgas con la adición de altas revoluciones, por lo 

tanto, se estima realizar en los cultivos una agitación por aireación o mecánica empleando 

un sistema de paletas.    

 

El dióxido de carbono, por otro lado, es la fuente de macronutriente más importante para 

los cultivos de microalgas, en el caso de la Dunaliella, al ser un ser autótrofo requiere 

carbono inorgánico para vivir, pudiendo utilizar CO2 o bicarbonato.  Este CO2 se suministra 

generalmente mezclado con aire (a una concentración de 2 µM), produciendo un burbujeo 

que sirve también como agitación (evitando el uso de un agitador magnético que gaste 

energía y pueda causar la posible ruptura de las células), además de tener la ventaja de 

aumentar la concentración de CO2 en el cultivo y bajar el pH hasta valores habitables para 

la microalga. Para la Chlorella el CO2 también, es la fuente de carbono empleada en los 

cultivos por excelencia y el flujo de entrada es mezclado con aire suministrándose en un 

rango del 5 – 10%. (Aharon, 2005; Morales, 2009). 

 

7.2.3. Cinética de Crecimiento de Microalgas  

El crecimiento de una población de microalgas en un cultivo por lotes, bajo condiciones 

preestablecidas por cada investigador o productor, presenta las siguientes fases de 

desarrollo como se ve en la Figura 7 (Wolfgang, 1994).  

 

- Fase de adaptación o ajuste 

- Fase de crecimiento exponencial 

- Fase de crecimiento lineal 

- Fase de retardo 
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- Fase estacionaria 

- Fase de muerte 

 

 
Figura 7. Fases del desarrollo de un cultivo de microalgas. 

Fuente: Wolfgang, E., 1994.  

 

Durante la primera fase (fase de adaptación), cuando un medio es inoculado con la 

microalga, ésta se acopla a las condiciones establecidas, la tasa de crecimiento específico es 

baja y se incrementa con el tiempo del cultivo y la capacidad biológica de adaptación. En 

esta etapa las células son mucho más sensibles a la temperatura y a cualquier otro cambio 

en el ambiente en comparación con las demás etapas de desarrollo.    

 

En la segunda fase (fase exponencial), el cultivo se ha adaptado a las condiciones de 

crecimiento. Aquí las células se duplican en intervalos iguales de tiempo y en un cultivo, 

sin luz y con nutrientes limitados, el incremento de la biomasa de la microalga (expresada 

como peso seco, número de células, densidad óptica, etc.) por unidad de tiempo, es 

proporcional a la biomasa inicial del cultivo (Rodríguez & Triana, 2006). Esto se expresa 

por su ecuación característica (1): 
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Donde ' es la medida de la biomasa o número de células, μ es la tasa de crecimiento 

específica para cada organismo y medio de cultivo, siendo gobernada por la capacidad de 

crecimiento del microorganismo y el ambiente en (1/días) y t es el tiempo. Si para la 

ecuación anterior se utiliza el número de células en lugar de biomasa, aparecen algunas 

diferencias en la curva, puesto que en la fase de adaptación no se presenta un aumento de 

células viables y en la fase estacionaria no se presentará un aumento en caso de limitación 

por nitrógeno. 

 

El tiempo de duplicación o tiempo de generación es el inverso de la tasa crecimiento 

específica, expresado como el lapso entre dos duplicaciones sucesivas. Es decir:  

 

                   
µ

2ln
=dt

   
 (2) 

 

El crecimiento continúa hasta la tercera fase (fase de crecimiento lineal), en la cual la 

multiplicación celular se extiende a una tasa constante, determinada por la naturaleza 

intrínseca del organismo y las condiciones de cultivo, hasta llegar a ocultarse una célula 

sobre la otra, lo que produce una disminución de luz.  

 

Durante la cuarta fase (fase de retardo), el tiempo requerido para duplicar la población 

aumenta, reduciéndose la tasa de crecimiento. Esto se debe a que los nutrientes están 

disminuidos en el medio y hay un aumento en la concentración de los metabolitos. 

 

En la quinta fase (fase estacionaria), la curva de crecimiento presenta el valor aproximado 

máximo de concentración de biomasa, es una fase corta donde se alcanza un equilibrio 

entre ésta concentración y la pérdida debida a los procesos de degradación. La tasa de 

crecimiento se compensa con la mortalidad celular, de tal modo que µ = d, donde d es la 

tasa de mortalidad. 
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Durante la última fase (fase de muerte), las células mueren liberando materia orgánica, es 

decir, la tasa de mortalidad supera la tasa de multiplicación celular, d > µ. Esta fase es 

causada por las condiciones desfavorables del ambiente, sobre el cultivo y el limitado 

suplemento de luz y nutrientes o la contaminación por otros microorganismos, este tipo de 

crecimiento ocurre en sistemas cerrados (Rodríguez & Triana, 2006). Dicho crecimiento se 

expresa como el incremento de la función del tiempo de la biomasa o número de células 

dentro del cultivo.  
 

7.2.4. Cultivo Masivo de Microalgas  

Los cultivos de microalgas a nivel masivo se clasifican según el diseño. De aquí que se 

encuentran dos sistemas: abiertos y cerrados. (Sánchez, 2001; Contreras et al, 2003) 

 

-Sistemas Abiertos.  

Los sistemas abiertos son generalmente estanques horizontales de varios tamaños y tipos, 

así como unidades de cultivo inclinadas. El cultivo de microalgas en estos sistemas 

combina características típicas de cultivos agrícolas con otras propias de procesos 

industriales para el cultivo de microorganismos, como la operación continua, suministro de 

nutrientes a concentración óptima y control de proceso.  

 

En estos sistemas se encuentra en primera medida el cultivo extensivo, en el cual se usan 

grandes extensiones de terreno, sin agitación mecánica, con una cierta orientación tal que la 

turbulencia ocasionada por los vientos de la zona permita la homogeneización y 

movimiento de la masa líquida empleada. El control del medio es mínimo debido a la 

magnitud del mismo y se tienden a manejar salinidades altas para disminuir el ataque de 

depredadores sobre la microalga. Además, puede funcionar de manera continua o 

semicontinua, donde el suministro de CO2 es directo regulado por un controlador de pH y 

una válvula de tipo solenoide en la mayoría de los casos.  

 

Luego, está el cultivo intensivo, el sistema más empleado hoy, en donde se controlan todas 

las variables de crecimiento celular, se utiliza estanques horizontales de poca profundidad, 

utilizando como sistema de agitación una rueda de paletas a baja velocidad.  
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-Sistemas Cerrados. 

Se desarrollan por medio de fotobiorreactores cerrados (Ver Figura 8), en donde el control 

de las variables de cultivo y la calidad de los productos es más manejable. Estos sistemas 

consisten en uno o varios módulos de captación de luz solar, acoplados a un sistema de 

carbonatación y recolección de células. Predominan los sistemas tubulares que consisten en 

ensamblajes de tubos de borosilicato. (Contreras et al, 2003).  

 

 

Figura 8. Tipos básicos de fotobiorreactores. a: Tipo carrusel, vista superior, los bloques negros indican 

propelas. b: Tipo plano, vista horizontal. c: Con iluminación interna, los bloques blancos indican espacios de 

iluminación. d: Tipo serpentín. e: Tipo tubular horizontal con sistema airlift. 

Fuente: Contreras-Flores, et al, 2003. 

 

En la actualidad la investigación en los fotobiorreactores cerrados se centra en la 

determinación del diámetro más adecuado de los tubos, ya que un diámetro pequeño supone 

un volumen de cultivo pequeño, lo que disminuiría la producción, pero uno demasiado 

grande puede dar lugar a problemas de limitación de irradiación o foto inhibición, al no 

poder llegar la luz a las capas más internas de los tubos.    
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7.2.5. Aceite Vegetal de Microalgas  

La mayoría de los aceites vegetales en las microalgas son triglicéridos. En donde, 

químicamente, los triglicéridos son los ésteres triacilglicerílicos de varios ácidos grasos con 

glicerol (Arbeláez & Rivera, 2007). La composición de ácidos grasos de las microalgas 

comúnmente incluye moléculas lineales de 12 a 22 átomos de carbono y algunas 

propiedades físicas de los ácidos grasos se mantienen constantes en aceites vegetales y 

grasas animales por igual. Pero, el problema de los aceites vegetales a nivel de las 

microalgas es que estos no se encuentran en cantidades iguales, por lo que cada microalga 

posee un contenido característico de aceite (Garibay et al, 2009).  

 

No todos los lípidos microalgales son satisfactorios para la producción de biodiesel, sin 

embargo, los apropiados para ello (ácidos grasos, libres, y unidos covalentemente al 

glicerol y sus derivados) son producidos con frecuencia y constituyen la mayor fracción de 

los lípidos totales, usualmente del 20% al 40% (Garibay et al, 2009). Un perfil de ácidos 

grasos de cadena larga con un bajo grado de insaturación es deseable para la elaboración de 

biocombustible de calidad (Knothe, 2005). 

 

- Síntesis de lípidos:  

La composición de ácidos grasos de las microalgas comúnmente incluye moléculas lineales 

de 12 a 22 átomos de carbono en número par, saturadas e insaturadas, donde la posición y 

el número de enlaces dobles (1 a 6) es variable, siendo por lo general cis la configuración 

de éstos. Los ácidos grasos de 16C a 18C son los más frecuentes, no obstante moléculas de 

cadena media (10C, 12C, 14C) o demasiado larga (> 20C) predominan en algunas especies. 

Por lo general, en las microalgas dulceacuícolas prevalecen los ácidos grasos saturados y 

mono-insaturados, observándose en menor proporción compuestos poli-insaturados 

(PUFAs, Polyunsaturated Fatty Acids). Estos últimos, ocasionalmente constituyen la mayor 

fracción de ácidos grasos en especies marinas (Garibay et al, 2009). 

 

La variación del perfil de ácidos grasos entre grupos algales diversos es considerable, 

variabilidad que se exhibe bajo distintas condiciones de cultivo (Hu et al., 2008; Griffiths & 

Harrison, 2009). 
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En la Tabla 3, se resumen las tendencias en la variación de las propiedades básicas de los 

alquilésteres, debido al efecto de los principales parámetros estructurales de sus moléculas. 

Las tendencias se expresan en forma cualitativa, sin valorar cual parámetro tiene un efecto 

más significativo.  

 

Propiedad del Alquiléster 

Cadena de Acido Graso (R) 

Presencia Grupo 

OH 

Longitud 

Cadena 

Grado de 

Instauración 

Densidad Aumenta Disminuye Aumenta 

Poder Calorífico Disminuye Aumenta Disminuye 

Viscosidad Aumenta Aumenta Disminuye 

Numero de Cetano Disminuye Aumenta Disminuye 

Punto de Ebullición Aumenta Aumenta Disminuye 

Estabilidad a la Oxidación Empeora Mejora Empeora 

Desempeño a bajas 

temperaturas 
Mejora Empeora Mejora 

Lubricidad Mejora Mejora Mejora 

Tabla 3. Resumen del efecto de los parámetros estructurales en las propiedades básicas de los alquilésteres. 
Fuente. Benjumea, P. et al, 2009. 

 

7.3. PRODUCCIÓ	 DE BIODIESEL  

 

Para obtener el biodiesel se hace un proceso de transesterificación, que consiste en 

intercambiar el grupo alcohol de un compuesto estérico por otro, mediante la intervención 

de un catalizador. En esta reacción (Ver Figura 9), el aceite con el alcohol forma ésteres y 

glicerol, donde el compuesto estérico resultante es biodiesel (Amin, 2009). 

 

La reacción de transesterificación es reversible y se emplea un exceso de alcohol para 

desplazar el equilibrio hacia la formación de ésteres. El modelo que más se ajusta de 
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cinética de reacción, es el de pseudo-segundo orden, en la etapa inicial de la reacción, 

seguido de un primer o de orden cero. (Darnoko & Cheryan, 2000) 

 

 
Figura 9. Reacción de transesterificación 

Fuente: Hossain et al, Biodiesel Fuel Production from Algae as Renewable Energy, American Journal of 
Biochemistry and Biotechnology, 2008, 250-254. 

 

El mecanismo de transesterificación consiste en tres reacciones consecutivas reversibles, 

donde el triglicérido es convertido en diglicérido, monoglicérido y glicerol. En cada 

reacción se libera un mol de éster metílico (Crespo et al, 2001). En la Figura 10, se 

presentan las etapas de la reacción de transesterificación, los productos finales que se 

obtienen son alquilésteres de los ácidos grasos del aceite o grasa y glicerol. 

 

 

Figura 10. Etapas de la reacción de transesterificación. 
Fuente: Meher et al, Technical aspects of biodiesel production by transesterification-a review, Renewable 

and Sustainable Energy Reviews, 2006, 248-268. 
 

7.3.1. Compuestos Alcohólicos  

Los compuestos alcohólicos más usados en los procesos de obtención de biodiesel a partir 

de aceites vegetales de microalgas son alcoholes primarios o secundarios con cadenas de 8 

carbonos, esto arroja una lista muy amplia de alcoholes que podrían ser empleados como el 
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metanol, el propanol, el etanol, el butanol. Dentro de los cuales, los más usados son el 

metanol y el etanol, puesto que no son miscibles en los ácidos grasos a temperatura 

ambiente, lo que hace necesario una agitación y un calentamiento para favorecer la 

transferencia de masa. (Arbeláez & Rivera, 2007; Aguilar & Vásquez, 2007). 

 

7.3.2. Catalizadores 

El uso de catalizadores en el proceso de producción de biodiesel es necesario, dividiéndose 

estos en general en tres grandes tipos: homogéneos, heterogéneos y enzimáticos (Ver 

Figura 11); siendo el homogéneo el más utilizado por cuestión de costos. Estos 

catalizadores homogéneos pueden ser ácidos o bases. Teniendo entre los catalizadores 

ácidos más comunes el ácido sulfúrico, ácido sulfónico y el ácido fosfórico (Arbeláez & 

Rivera, 2007). Por su parte, entre los catalizadores básicos más comunes están el metóxido 

de sodio, metóxido de potasio y por último los más usados, el hidróxido de sodio e 

hidróxido de potasio (Tejeda et al, 2009). 

 

 
Figura 11. Ventajas e inconvenientes de los catalizadores utilizados en la transesterificación. 

Fuente: Grupo de Ingeniería Química y Ambiental (GIQA) de la Universidad Rey Juan Carlos, 2008. 
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8. METODOLOGIA 

 

8.1. MICROORGA	ISMOS  

 

Durante el trabajo de experimentación se utilizaron las cepas de Chlorella nativa aislada en 

el Centro Internacional Náutico Fluvial y Portuario (CINAFLUP), del SENA regional 

Bolívar y la cepa de Dunaliella salina, que se obtuvo del laboratorio de biotecnología de la 

Universidad de Antioquia. Ambas cepas se mantienen activas en el laboratorio de 

acuicultura del SENA.  

 

8.2. CO	DICIO	ES DE LOS I	ÓCULOS  

 

Las cepas fueron mantenidas durante 30 días a una temperatura de 26 ± 2°C y a 3000 lux 

en medio de Conwy modificado (Anexo A). Cada 15 días se hizo el recambio del medio de 

cultivo con el fin de mantener la cepa en fase de crecimiento y en las mejores condiciones. 

Se utilizó un volumen efectivo de trabajo de 300 ml agitado por aire procedente de un 

motor de aireación. Todos los ensayos se iniciaron con un 25% (v/v) de este inóculo.   

 

8.3 CO	DICIO	ES GE	ERALES DE EXPERIME	TACIÓ	  

 

Todos los ensayos llevados a cabo durante el tiempo de experimentación se trabajaron en 

un cuarto acondicionado el cual permitió mantener la temperatura oscilando entre 26 ± 2°C, 

con una intensidad lumínica de 3000 lux, generada por lámparas de luz día y un foto 

periodo de mantenimiento de las cepas de 24 horas luz. Como variables de experimentación 

se evaluaron dos concentraciones de nitrógeno y dos pH iniciales para cada microalga. Las 

dos cepas fueron cultivadas en medio enriquecido de Walne (Conwy), variando el pH con 

la adición de NaOH (0,1 N) para los cultivos con Chlorella y con la adición de HCl para los 

de Dunaliella, mientras que la concentración de nitrógeno fue suministrada en forma de 

NaNO3. Cada una de las microalgas fueron cultivadas en frascos de 4 L, con un volumen 

efectivo de 3 L, utilizando para la Chlorella nativa agua desionizada y para la Dunaliella 

salina agua de mar filtrada y esterilizada. Se manejaron tiempos de cultivo diferentes 
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realizando recuentos diarios en la cámara de Neubauer, hasta que llegara el momento de la 

muerte celular. 

 

8.4 E	SAYOS DE 	ITRÓGE	O Y pH. 

 
Se llevaron a cabo 8 experimentos por duplicado realizando variaciones en la concentración 

de nitrógeno y pH. Los valores de pH de partida del medio de crecimiento evaluados para 

cada ensayo (7,5 y 8,5), se eligieron teniendo en cuenta el crecimiento favorable que 

presentan las microalgas Dunaliella salina y Chlorella nativa en rangos de ambientes 

neutros a básicos (Aguirre et al, 2007; Leal et al, 2005). Por su parte, los valores iniciales 

de concentración de nitrógeno (0,025 y 0,1 mg/l), se seleccionaron teniendo como 

referencia valores cercanos al propuesto por el medio de cultivo estándar Conwy de 0,016 

mg/L. (Tablas 4 y 5) 

 
Por medio del análisis de los datos recolectados, y graficando los promedios de las pruebas 

(original y replica) realizados en las dos especies de microalgas, se eligió la combinación 

[N]/pH que obtuvo la mayor densidad celular de Chlorella nativa y Dunaliella salina. 

Finalmente se realizaron dos cultivos con las combinaciones seleccionadas a escala de 20 

L, bajo las mismas condiciones experimentales y tiempo de cultivo, ya mencionadas.  

 
Bloque Microalga [	] pH 	omenclatura 

1 Chlorella nativa 0,025 7,5 CN1.1 
1 Chlorella nativa 0,1 8,5 CN2.1 
1 Chlorella nativa 0,025 8,5 CN3.1 
1 Chlorella nativa 0,1 7,5 CN4.1 
2 Chlorella nativa 0,025 7,5 CN1.2 
2 Chlorella nativa 0,1 8,5 CN2.2 
2 Chlorella nativa 0,025 8,5 CN3.2 
2 Chlorella nativa 0,1 7,5 CN4.2 

Tabla 4. Listado de experimentos a realizar Chlorella nativa (CN). 
Fuente. Software Statgraphics Centurión. 

 
Entendiéndose por (CN1.1) el bioensayo realizado para la Chlorella nativa a condiciones 

experimentales 1 (pH = 7,5 y [N] = 0,025 mg/L) del primer bloque y por (CN1) el 

promedio de los resultados obtenidos bajo las mismas condiciones para los bioensayos del 

primer y segundo bloque. 
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Bloque Microalga [	] pH 	omenclatura 

1 Dunaliella salina 0,1 8,5 DS1.1 
1 Dunaliella salina 0,025 7,5 DS2.1 
1 Dunaliella salina 0,1 7,5 DS3.1 
1 Dunaliella salina 0,025 8,5 DS4.1 
2 Dunaliella salina 0,1 8,5 DS1.2 
2 Dunaliella salina 0,025 7,5 DS2.2 
2 Dunaliella salina 0,1 7,5 DS3.2 
2 Dunaliella salina 0,025 8,5 DS4.2 

Tabla 5. Listado de experimentos a realizar Dunaliella salina (DS). 
Fuente. Software Statgraphics Centurión 

 
Entendiéndose por (DS1.1) el bioensayo realizado para la Dunaliella salina a condiciones 

experimentales 1 (pH = 8,5 y [N] = 0,1 mg/L) del primer bloque y por (DS1) el promedio 

de los resultados obtenidos bajo las mismas condiciones para los bioensayos del primer y 

segundo bloque.   

Los resultados obtenidos del conteo de la cámara Neubauer en cada uno de los ensayos y 

sus replicas se presentan en los anexos B y C.  

 
8.5  I	CIDE	CIA DE LOS FACTORES E	 EL CULTIVO MICROALGAL  

8.5.1 Análisis Estadístico de Variables 

Con el fin de comparar los promedios del número de células, de las microalgas Chlorella 

nativa y Dunaliella salina, con respecto a las variables de estudio, concentración de 

nitrógeno y pH, se aplicó un análisis estadístico con la ayuda del software Statgraphics 

Centurion, utilizando la herramienta del ANOVA multifactorial y aplicando un test de 

Tukey´s HSD (Honestly Significantly Different). Cuando utilizamos la herramienta 

ANOVA multifactorial buscamos determinar si existían diferencias significativas (P< 0,05) 

entre los factores de estudio (Concentración de nitrógeno y pH). Como se encontraron 

dichas diferencias, se aplicó un test de Tukey´s HSD para saber cual factor era el más 

determinante. 

 
8.5.2 Estudio Cinético de Crecimiento de las Microalgas 

La determinación de la concentración celular se realizó a través de una cámara de 

Neubauer, en la cual, para el caso de la Chlorella se dispuso por medio de una pipeta 

Pasteur un volumen de 20 µl de solución y se procedió a realizar el conteo como se 
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describe en el Anexo D. Para el conteo de la Dunaliella, primero se tomaron 100 ml de 

cultivo y se le adicionó una gota de formol al 10% aplicando agitación manual para 

inactivar las células. Luego se tomaron igualmente 20 µl de solución y se efectuó el conteo 

en los respectivos cuadrantes como se detalla en el anexo D (Rodríguez & Triana, 2006). 

Los parámetros cinéticos poblacionales para cada ensayo se determinaron según las 

siguientes fórmulas (Wolfgang, 1994):  

 
( )

12

12ln

tt

''

−
=µ

  µ

2ln
=dt

 

Donde: 

µ = velocidad de crecimiento (número de divisiones por día) 

td = Tiempo de duplicación 

'2 = Número de células del cultivo 

'1 = Número de células inicial del cultivo 

t1 = tiempo inicial 

t2 = tiempo final 

 
8.6 EXPERIME	TACIÓ	 A ESCALA DE 20 LITROS. 

 
Una vez obtenido el análisis de datos según lo descrito en los incisos 1.5.1 y 1.5.2, se 

empleó la combinación [N]/pH que obtuvo los mejores resultados en los cultivos de 

Chlorella nativa y Dunaliella salina en experimentos por duplicado a escala de 20 litros, 

utilizando las condiciones de crecimiento más favorables para cada tipo de microalga. 

 
8.7 SEPARACIÓ	 Y CARACTERÍZACIÓ	 DE LA BIOMASA. 

 
Para determinar la productividad en términos de biomasa seca de cada microalga a las 

condiciones seleccionadas y con las cuales se realizaron los cultivos de 20 L, se procedió de 

la siguiente manera: como primera medida, se tomaron muestras representativas para cada 

cultivo, luego se dejó decantar el cultivo durante 2 horas para facilitar la separación de las 

fases orgánica y acuosa, mientras tanto, se pesaron los filtros de microfibra tipo GF/C, a 

seguir, se filtraron las muestras y luego de esto se hizo pasar por un proceso de secado a 
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105°C por un tiempo de 1 hora, terminando en un repesaje por el cual se obtuvieron los 

datos necesarios para las estimaciones pertinentes de la productividad de biomasa. (Tabla 

6) 

Concentración de Biomasa Productividad de Biomasa 
 

            Muestra

VacioBiomasa

V

PFPF
CB

−
=

           (3)
 

 
CB: Concentración de Biomasa (mg/L) 
PFBiomasa: Peso Filtro con Biomasa (mg) 
PFVacío: Peso Filtro sin Biomasa (mg) 
VMuestra: Volumen de Muestra (L) 

 

        CultivoCultivoMuestra

VacioBiomasa

t

CB

tV

PFPF
PB =

×

−
=

       (4)
 

 
PB: Productividad de Biomasa (mg/L.día) 
PFBiomasa: Peso Filtro con Biomasa (mg) 
PFVacío: Peso Filtro sin Biomasa (mg) 
VMuestra: Volumen de Muestra (L)  
tCultivo: Tiempo de Cultivo (días) 
  

Tabla 6. Operaciones para el cálculo de la concentración y productividad de biomasa. 

 
8.8 EXTRACCIÓ	 Y CARACTERIZACIÓ	 DE ACEITES  

 
Los aceites totales fueron extraídos de la biomasa microalgal empleando el método 

modificado de Bligh & Dyer (Ver Anexo E). La fase orgánica (Aceite) fue extraída por 

medio de una pipeta Pasteur, con un posterior lavado con una solución de NaCl al 5%, y se 

evaporó hasta secar. La cantidad de aceites totales fue medida gravimétricamente. (Tabla 7) 

 
Porcentaje de Aceite Productividad de Aceite 

 

           
100% ×

×
=

MBD

Extraido

VCB

PA
Aceite

       (5)
 

 
%Aceite: Porcentaje de Aceite 
PAExtraido: Peso de Aceite Extraído (mg) 
CB: Concentración de Biomasa (mg/L) 
VMBD: Volumen de Muestra para Bligh & 
Dyer (L) 

 

               CultivoMBD

Extraido

tV

PA
PA

×
=

          (6)
 

 
PA: Productividad de Aceite (mg/L.día) 
PAExtraido: Peso de Aceite Extraído (mg) 
tCultivo: Tiempo de Cultivo (días)  
VMBD: Volumen de Muestra para Bligh & 
Dyer (L) 
 

Tabla 7. Operaciones para el cálculo del porcentaje y productividad de aceite. 

 
Los aceites extraídos fueron caracterizados mediante los siguientes análisis: 
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• NTC 336. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Método de la Determinación de la 

Densidad – Masa por Volumen Convencional.  

• NTC 218. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Determinación del Índice de 

Acidez. 

• NTC 287. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Determinación del Contenido de 

Humedad y Materia Volátil. 

• NTC 5478. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Determinación del Punto de Humo 

• NTC 289. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Determinación del Índice de 

Refracción. 

• NTC 236. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Determinación del Índice de 

Peróxido. 

• NTC 283. Grasas y Aceites Vegetales y Animales. Determinación del Índice de Yodo. 

 
8.9 DETERMI	ACIÓ	 DEL PERFIL DE ÁCIDOS GRASOS PRESE	TES E	 

LOS ACEITES EXTRAÍDOS  

 
A los aceites extraídos (Original y replica) de las microalgas Chlorella nativa (CN4) y 

Dunaliella salina (DS1) se les determinó su contenido de ácidos grasos mediante 

cromatografía gas-líquido usando columnas capilares de fase reversa y empleando como 

agente esterificante el hidróxido de potasio en metanol. 

El fraccionamiento de los ésteres metílicos se realizará en un cromatógrafo de gases 

equipado con detector de ionización de llama (FID) y utilizando hidrógeno como gas de 

arrastre (Gas carrier). Las condiciones de análisis serán: 

• T° detector: 250 °C 

• T° inyector: 250 °C 

• Programa de temperatura del horno: 120°C por 5 min, aumentar la temperatura a razón 

de 10°C/min hasta 180°C, mantener por 30 min. Aumentar nuevamente a razón de 

10°C/min hasta 210°C y mantener por 21 min. (Total 65 min). 

• Flujo gas de arrastre: 15 psi 

• Split: 1:100 

• Volumen de inyección: 1 µL 
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9 DISCUSIÓ	 DE RESULTADOS 

 

La siguiente sección se dedicará a la discusión de los experimentos realizados sobre las 

microalgas Chlorella nativa y Dunaliella salina en los cuales se presentaron los efectos en 

un factor ambiental y nutricional para establecer las condiciones óptimas de crecimiento 

respectivas y caracterizar sus aceites.  

 

9.1 CHLORELLA �ATIVA 

9.1.1 Incidencia de los Factores Ambientales  

El propósito de este experimento fue determinar el valor de pH y concentración de 

nitrógeno de partida del medio de cultivo líquido, que permiten lograr una alta densidad 

celular para la microalga Chlorella nativa. Primero se realizó un análisis estadístico de los 

datos obtenidos en las pruebas y luego un análisis cinético de los mismos, lo que nos 

permitió realizar una evaluación profunda de la incidencia de dichos factores en los cultivos 

de la microalga Chlorella nativa. 

 

9.1.1.1 Análisis estadístico de variables 

En los bioensayos realizados de los cultivos (original y replica), se tomó un promedio de las 

densidades celulares logradas durante 11 días de monitoreo (Ver anexo B). Los valores 

obtenidos fueron analizados con el software Statgraphics, utilizando la herramienta 

ANOVA y aplicándoles el test de Tukey con un 95% de confianza para cada factor de 

crecimiento (Figuras 12 y 13). 

 

Fuente 
Suma de 

Cuadrados 
Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

EFECTOS PRINCIPALES      
 A:pH 6,51605 1 6,51605 2246,91 0,0000 
 B:N 33,538 1 33,538 11564,84 0,0000 
INTERACCIONES      
 AB 0,03645 1 0,03645 12,57 0,0239 
RESIDUOS 0,0116 4 0,0029   
TOTAL (CORREGIDO) 40,1021 7    

Tabla 8. Análisis de varianza para densidad celular - Suma de cuadrados Tipo III 
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A partir de la Tabla 8, se puede interpretar la descomposición de la variabilidad de la 

densidad celular de los cultivos de la microalga Chlorella nativa en las contribuciones 

debidas a varios factores. Puesto que se ha elegido la suma de cuadrados Tipo III (valor por 

defecto), se ha medido la contribución de cada factor (Concentración de nitrógeno o pH) 

eliminando el efecto del factor restante. Los valores P comprueban la importancia 

estadística de cada uno de los factores, dado que 2 valores P son inferiores a 0,05, estos 

factores tienen efecto estadísticamente significativo en la densidad celular. 
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Figura 12. Promedio del crecimiento de Chlorella nativa y sus respectivas desviaciones estándar en los 

ensayos de nitrógeno. 

 

En la Figura 12, se observa que las densidades celulares obtenidas  en los ensayos donde se 

trabajó con una concentración de 0,1 mg/L de nitrógeno fueron mayores con respecto a los 

cultivos con concentración de nitrógeno de 0,025 mg/L. Igual deducción se presentó para 

los ensayos con pH donde la mayor densidad celular se obtuvo para los valores de 7,5. De 

las Figuras 12 y 13 se deduce que el factor concentración de nitrógeno tiene más incidencia 

en la densidad celular de la microalga Chlorella nativa que el factor pH. 
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Figura 13. Promedio del crecimiento de Chlorella nativa y sus respectivas desviaciones estándar en los 

ensayos de pH. 
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Figura 14. Interacción entre la concentración de nitrógeno y el pH en el crecimiento de la Chlorella nativa. 

 

De la Figura 14, donde se detallan las interacciones de cada cultivo, se logra apreciar como 

la concentración de nitrógeno en 0,1 mg/L y pH de partida de 7,5 fue la combinación más 

favorable en el cultivo. Mientras que las peores condiciones alcanzadas para el aumento de 

la densidad celular, fueron de pH = 8.5 y concentración de nitrógeno de 0.025 mg/L. 
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9.1.1.2 Cinética de crecimiento 

El estudio del crecimiento de la microalga Chlorella nativa durante sus diferentes fases 

(Figura 15) permite determinar cada una de sus constantes cinéticas, intervalos de tiempos 

de reacción y factores relevantes a tener en cuenta al momento de su cosecha para así 

aprovechar los días en que exista una mayor presencia de biomasa microalgal.  

 

 
Figura 15. Curva de crecimiento de la microalga Chlorella nativa (CN) bajo diferentes condiciones de 

concentración de nitrógeno y pH.  
 

La primera fase denominada latencia o lag comprendió desde el día 0 (en el que se pasa una 

porción del cultivo inóculo a un volumen de 4 L) hasta el día siguiente (día 1) donde la 

microalga se acopló a las condiciones del medio establecidas. Se observó un 

comportamiento similar en los bioensayos (CN1, CN3 y CN4) puesto que no variaron su 

concentración celular, mientras que el ensayo CN2 presentó un ligero descenso en el 

crecimiento durante su acoplamiento, pero al día siguiente logra adaptarse al medio para así 

dar inicio a su fase exponencial. 
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La segunda fase o fase exponencial en todos los bioensayos (CN1, CN2, CN3 y CN4) inicia 

entre los días 2 a 5 (Figura 15), y es donde mejor se aprecia la cinética del proceso; de ella 

se obtienen los valores de la velocidad de crecimiento (µ) y el tiempo de duplicación (td), 

mostrados en la Tabla 9, donde la máxima velocidad de crecimiento fue alcanzada por el 

bioensayo CN4 (0.461) al igual que el menor tiempo de duplicación (1.504 días). Todos los 

bioensayos se ajustaron a una línea de tendencia exponencial donde se asociaron los valores 

a la tasa unitaria de reacción k, la cual se halla dentro de la ecuación (y = m.e
kx), es decir, 

todos los bioensayos respondieron a los medios modificados propuestos de manera óptima 

(Anexo F).  

 

Microalga 

[	], [pH] 

Chlorella nativa 

µ (div/día) td (días) 

[0.025], [7.5] (CN1) 0,437 1,586 

[0.1], [8.5] (CN2) 0,439 1,578 

[0.025], [8.5] (CN3) 0,427 1,623 

[0.1], [7.5] (CN4) 0,461 1,504 

Tabla 9. Principales parámetros cinéticos obtenidos del crecimiento de Chlorella nativa (CN) en los ensayos 
a diferentes pH y concentración de nitrógeno. 

 

Durante esta fase también se evidenció como los parámetros cinéticos, concentración de 

nitrógeno y pH utilizados en este trabajo presentaron diferencias en las densidades máximas 

de biomasa alcanzada; por ejemplo, las tasas de crecimiento en los tratamientos con 

concentraciones de nitrógeno de 0,1 mg/L, bioensayos CN2 y CN4, aumentaron 

notablemente con respecto a los bioensayos con concentración de nitrógeno de 0,025 mg/L 

(CN1 y CN3). Lo anterior sustenta los bioensayos de Aguirre et al (2007), en los cuales se 

evaluaron 3 concentraciones iniciales de nitrógeno (0.42, 2.10 y 8.40 mg/L), dando como 

resultado que a menor concentración de nitrógeno se obtiene una mayor densidad algal 

manteniendo siempre una relación N:P estequiométrica que favorezca al nitrógeno. De 

acuerdo a lo esperado, en los bioensayos realizados con 0.1 mg/L, relación estequiométrica 

(2:1), se obtuvieron densidades algales por encima de 26x106 cel/ml (CN4) en comparación 

con los máximos obtenidos por Aguirre et al (2007) de 1x106 cel/ml, pero para el caso 
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donde se trabajó con una concentración de 0.025 mg/L la relación (N:P) fue inferior en 

nitrógeno (0.5:1), aunque se obtuvo una alta densidad microalgal, aproximadamente 20x106 

cel/ml (CN3), se inhibió el crecimiento posiblemente por la deficiencia de nitrógeno 

presente en el medio. Por otro lado, en cuanto a la influencia del pH en los valores de 

densidad celular, se tiene que los bioensayos que trabajaron con un valor de pH de 7,5 

(CN1 y CN4), presentaron un mayor crecimiento comparado con los ensayos a pH de 8,5 

(CN3 y CN2). Lo anterior podría deberse a que para la Chlorella un valor de pH elevado 

origina un menor consumo de oxígeno, alterando el crecimiento (Salomón, et at; 2003).  

 

A partir del día 6 se dio inicio a la fase estacionaria, periodo en el que cesa el crecimiento 

por la ausencia de los nutrientes, se promueve la muerte de las células y se empieza a 

evidenciar el comienzo de la fase de muerte o de declive que se prolongó hasta el día 11, 

tiempo total de la curva. Por último, es de destacar que durante el transcurso del 

crecimiento de la Chlorella en todos los bioensayos, se pudo observar el cambio en la 

tonalidad de los cultivos (de verde claro a oscuro) debido a la presencia del elevado 

contenido de clorofila que posee esta microalga.  

 

9.1.2 Productividad de Lípidos 

De acuerdo al análisis de los datos realizados, la combinación [N]/pH seleccionada para los 

cultivos de 20 litros de Chlorella nativa, fue el bioensayo CN4, que corresponde a 

concentración de nitrógeno 0,1 mg/L y pH 7,5. Los cultivos se recolectaron al día 6 según 

lo encontrado en la fase experimental de 4 litros. El peso total seco fue de 11,834 gramos 

de los que se obtuvieron 4,76 gramos de aceite. En la tabla 10 se pueden apreciar los 

valores de la productividad de biomasa y lípidos en la microalga Chlorella nativa 

comparados con otros autores. 

 

Se puede evidenciar que la Chlorella nativa aislada en la bahía de Cartagena presenta 

valores de productividad de biomasa y lípidos aceptables al ser comparada con otras 

especies de Chlorella estudiadas por diferentes autores a nivel mundial, asemejándose de 

manera particular a la Chlorella vulgaris #259 cultivada bajo condiciones mixotróficas por 

Liang et al., resaltando que de los artículos consultados, fue una de las más altas en 
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porcentaje de lípidos, superada en productividad lipídica únicamente por la Chlorella sp., 

de Chiu et al., al tener esta una de las más altas productividades de biomasa reportadas en 

los estudios especializados.   

 

Autor Microalga 

Máxima 
Concentración 

de Biomasa 
(mgL-1) 

Productividad 
de Biomasa 
(mgL-1dia-1) 

Contenido 
de 

Lípidos 
(%) 

Productividad 
de Lípidos 

(mgL-1dia-1) 

Presente 
trabajo  

Chlorella 

nativa 
591.7 98.61 40.23 39.67 

Liang et 
al. 

(2009) 

Chlorella 

vulgaris 
#259 

Fototrófica 

----------- 10 33-38 4 

Liang et 
al. 

(2009) 

Chlorella 

vulgaris 
#259 

Heterotrófica 

----------- 80-150 23-36 27-35 

Liang et 
al. 

(2009) 

Chlorella 

vulgaris 
#259 

Mixotrófica 

----------- 90-250 21-34 22-54 

Rodolfi 
et al. 

(2009) 

Chlorella 

vulgaris 

CCAP 
211/11B 

----------- 170 19.2 32.6 

Rodolfi 
et al. 

(2009) 

Chlorella 

vulgaris 
F&M-M49 

----------- 200 18.4 36.9 

Chiu et 
al. 

(2008) 
Chlorella sp. ----------- 370-530 32-34 121.3-178.8 

Tabla 10. Comparación de la productividad de biomasa y lípidos de la microalga Chlorella nativa con 
relación a otra especies de Chlorella.  

 

9.1.3 Propiedades de los Aceites de Microalgas Bajo Estándares 	TC.  

A continuación se dan a conocer las propiedades del aceite de la microalga Chlorella nativa 

analizado bajo algunos estándares exigidos por la Norma Técnica Colombiana que hacen 

referencia a las grasas y aceites vegetales y animales.  
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Métodos de Ensayo Aceite de Microalga 
	ombre de la Prueba Designación Chlorella nativa 

Determinación de la Densidad – Masa 
por Volumen Convencional 

NTC 336 0,893 g/cm3 

Determinación del Índice de Acidez NTC 218 0,4654 % 
Determinación del Contenido de 
Humedad y Materia Volatil 

NTC 287 0,055% 

Determinación del Punto de Humo NTC 5478 

50°C: Olor mantecoso, sabor 
nuez, sin humo. 
100°C: Olor mantecoso (Menor), 
sabor nuez, sin humo 
150°C: leve presencia de humo 
(Color claro) 
200°C: Leve presencia de humo 
color amarillento. 

Determinación del Índice de Refracción NTC 289 1,475 
Determinación del Índice de Peróxido NTC 236 3,7447 
Determinación del Índice de Yodo NTC 283 126,796 

Tabla 11. Propiedades del aceite de la microalga Chlorella nativa bajo normas NTC. 

 

Los resultados obtenidos de la tabla anterior van muy acorde con el perfil de ácidos grasos 

encontrado en el análisis cromatográfico del aceite de la microalga Chlorella nativa 

(numeral 9.1.4). Se observa un elevado índice de yodo, lo que permite definirlo como un  

aceite con un contenido considerable de instauraciones (Ac. Linolénico y Ac. Linoleico). 

Según el valor del índice de yodo el aceite se clasificaría como semisecante y se encuentra 

entre el de ajonjolí y el aceite de maíz (107 – 135), este último, ampliamente empleado 

como materia prima para biodiesel (Ortega & Vásquez, 1993). El índice de yodo mide el 

numero de instauraciones, y una mayor proporción de dobles enlaces supone una mayor 

tendencia a la oxidación (García-Laborda & García, 2006), lo cual significa que hay que 

mantener el aceite en condiciones de almacenamiento óptimas. Sin embargo, cuanto mayor 

es el grado de insaturación de un aceite, mejor es su funcionamiento como combustible en 

condiciones de baja temperatura, lo cual es fundamental para un combustible diesel 

(García-Laborda & García, 2006). 

 

Por otro lado, los resultados del índice de acidez y contenido de humedad fueron bajos, lo 

cual lo clasifica como un aceite  óptimo para la producción de biodiesel. Esto se debe, al 

hecho de que sus ácidos grasos no se encuentran libres sino unidos a un glicerol 
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(Triglicéridos), de manera que cuando se realice la reacción de transesterificación con 

NaOH o KOH como catalizador se producirá menos jabón en comparación con un aceite 

con elevado contenido de ácidos grasos libres. Asimismo por ser un aceite anhídrido 

(Mínima cantidad de agua) se reduce al máximo la formación de jabones y glicerina por 

saponificación. (García-Laborda & García, 2006). 

 

Otras propiedades como densidad, punto de humo e índice de refracción se encuentran 

dentro de los parámetros normales de cualquier aceite vegetal puro (Leung, et al, 2010). Por 

último, el aceite presentó un bajo índice de peróxido, aunque el grado mínimo de oxidación 

o rancidez del aceite desde la extracción hasta los análisis debe estar alrededor de 2.0 

máximo, es decir, es necesario un correcto almacenamiento del aceite sin espacios grandes 

de aire, poca exposición a la luz y temperaturas bajas. 

 

9.1.4 Perfil de Ácidos Grasos Presentes en los Aceites Extraídos.  

En la tabla 12 se muestran los resultados que arrojó el análisis cromatográfico de 2 

muestras de aceites de los cultivos de Chlorella nativa (CN4), junto con perfiles lipídicos 

de otras especies de Chlorella reportadas por Petkov et al, (2007). La gráfica de la 

distribución porcentual promedio de los ácidos grasos de las dos muestras de aceites de 

Chlorella nativa (CN4) se pueden observar en el anexo I. 

 

Con base en los anteriores resultados se encontró que para la Chlorella nativa los ácidos 

grasos promedios que se presentan en mayor proporción son el ácido linolénico (C18:3), 

seguido del oleico (C18:1), en aproximadamente un 39.3 y 35%, respectivamente (Anexo 

H). Al comparar estos resultados con los perfiles de ácidos grasos de otras especies de 

Chlorella estudiadas por Petkov et. Al, (2007), se tiene que la especie de Chlorella que más 

se asemeja en sus rangos por su alto contenido en ácido linolénico y oleico es la Chlorella 

vulgaris, la cual alcanzó en su estudio valores hasta de 34 y 16%, respectivamente. Lo 

anterior permite evidenciar que la Chlorella nativa aislada en la bahía de Cartagena posee 

un aceite con un perfil de ácidos grasos similar al de la Chlorella vulgaris. 
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Ácidos Grasos 
C	4 
(1) 

C	4 
(2) 

Chlorella sp. 
(Petkov et al., 

2007) 

C. vulgaris 
(Petkov et al., 

2007) 

C. pyrenoidosa 
(Petkov et al., 

2007) 
Acido Palmítico 

% (C16:0) 
4.03 4.87 23.5-26.5 6-18 18-26 

Acido 
Palmitoleico % 

(C16:1) 
N.D. 0.51 1.9-2.1 5-11 1.5-2.5 

Acido Esteárico 
% (C18:0) 

N.D. 1.02 0.7-1.1 0.1-0.9 0.4-1.2 

Acido Oleico % 
(C18:1) 

33.22 36.58 4.3-5.7 8-16 3-7 

Acido Linoleico 
% (C18:2) 

20.35 20.76 18.8-21.2 17-23 16.5-19.5 

Acido 
Linolénico % 

(C18:3) 
42.40 36.25 18.1-19.9 20-34 24-30 

∑AGS 4.03 5.89 32.7-37.1 6.4-19.6 18.7-27.9 
∑AGI 95.97 94.1 67.3-62.9 80.4-93.6 72.1-81.3 

Límite de Detección: Ácido Palmitoleico, %< 0.05 // Acido Esteárico, %< 0.05 
Tabla 12. Comparación del perfil lipídico del aceite extraído de la Chlorella nativa con respecto a otras 

especies.  
 

Además, para el aceite de Chlorella nativa, el hecho de poseer en su mayoría un alto 

contenido de ácido linolénico (C18:3), permite clasificarlo como un aceite de alto grado de 

instauración y de cadenas largas, puesto que de acuerdo a lo planteado en la Tabla 3 

(numeral 7.2.5) favorece propiedades como una elevada lubricación, un buen desempeño a 

bajas temperaturas, altos poderes caloríficos y altos rangos de punto de ebullición, entre 

otros.  

 

9.2 DU�ALIELLA SALI�A 

9.2.1 Incidencia de los Factores Ambientales  

El propósito de este experimento fue determinar el valor de pH y concentración de 

nitrógeno de partida del medio de cultivo líquido, que permiten lograr una alta densidad 

celular para la microalga Dunaliella salina. Primero se realizó un análisis estadístico de los 

datos obtenidos en las pruebas y luego un análisis cinético de los mismos, lo que permitió 
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realizar una evaluación profunda de la incidencia de dichos factores en los cultivos de la 

microalga Dunaliella salina. 

 

9.2.1.1 Análisis estadístico de variables 

En los bioensayos realizados de los cultivos (originales y replica), se tomó un promedio de 

las densidades celulares logradas durante 25 días de monitoreo (Ver anexo C). Los valores 

obtenidos fueron analizados con el software Statgraphics, utilizando la herramienta 

ANOVA y aplicándoles el test de Tukey con un 95% de confianza para cada factor de 

crecimiento (Figuras 16 y 17). 

 
Fuente Suma de 

Cuadrados 
Gl Cuadrado Medio Razón-F Valor-P 

EFECTOS PRINCIPALES      
 A:pH 421,37 1 421,37 72,64 0,0010 
 B:N 517,776 1 517,776 89,26 0,0007 
INTERACCIONES      
 AB 129,605 1 129,605 22,34 0,0091 
RESIDUOS 23,2019 4 5,80048   
TOTAL (CORREGIDO) 1091,95 7    

Tabla 13. Análisis de varianza para densidad celular - Suma de cuadrados Tipo III 
 

A partir de la Tabla 13 se puede interpretar la descomposición de la variabilidad de la 

densidad celular de los cultivos de la microalga Dunaliella salina en las contribuciones 

debidas a varios factores. Puesto que se ha elegido la suma de cuadrados Tipo III (valor por 

defecto), se ha medido la contribución de cada factor (Concentración de nitrógeno o pH) 

eliminando el efectos del factor restante. Los valores P comprueban la importancia 

estadística de cada uno de los factores. Dado que 2 valores P son inferiores a 0,05, estos 

factores tienen efecto estadísticamente significativo en la densidad celular. 

 

Del análisis de las Figuras 16 y 17, se observa que al igual que para Chlorella nativa, para 

la Dunaliella salina hubo una diferencia de los bioensayos donde se trabajó con una 

concentración de nitrógeno de 0,1 mg/L con respecto a los cultivos con concentración de 

0,025 mg/L. Igual deducción se presentó para los bioensayos con pH, pero en este caso  la 

mayor significancia de los bioensayos se obtuvo para los valores de 8,5. De las Figuras 
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anteriores se deduce que el factor concentración de nitrógeno tiene más incidencia en la 

densidad celular de la microalga Dunaliella salina que el factor pH, aunque en menor 

proporción que lo ocurrido en la microalga Chlorella nativa. 
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Figura 16. Promedio del crecimiento de Dunaliella salina y sus respectivas desviaciones estándar en los 

ensayos de nitrógeno. 
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Figura 17. Promedio del crecimiento de Dunaliella salina y sus respectivas desviaciones estándar en los 

ensayos de nitrógeno. 
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Figura 18. Interacción entre la concentración de nitrógeno y el pH en el crecimiento de la Dunaliella salina. 

 

En la Figura 18 se evalúa el grado de interacción entre los factores, indicando que para la 

Dunaliella salina se presentó una mejor tasa de densidad celular en concentraciones de 

nitrógeno altas, semejante a la Chlorella nativa, pero en condiciones más alcalinas 

(pH=8,5). La Dunaliella salina tiende a presentar un crecimiento favorable en rangos 

ambientales neutros a básicos, pH alrededor de 8,0 ayudan a disolver el CO2 más 

rápidamente haciendo que el crecimiento de la Dunaliella salina sea más eficiente 

(Ginzburg & Ginzburg, 1981). Experimentos recientes han demostrado que cuando el pH 

del medio de cultivo ronda valores de 8,0 y se posee una agitación de 75 rpm, se manejan 

tiempos de duplicación bajos pero con altas concentraciones biomásicas, evitando estrés 

por pH muy básicos o extremadamente neutros (Díaz & Ordoñez, 2006).  

 

9.2.1.2 Cinética de crecimiento 

El estudio del crecimiento de la microalga Dunaliella salina durante sus diferentes fases 

permite determinar cada una de sus constantes cinéticas, intervalos de tiempos de reacción 

y factores relevantes a tener en cuenta al momento de su cosecha para así aprovechar los 

días en que exista una mayor presencia de biomasa microalgal.  

 
El comportamiento del crecimiento de los cuatro bioensayos (DS1, DS2, DS3 y DS4) 

durante la fase de adaptación, comprendida del día 1 al 2 (Figura 19), se logra observar una 



 

56 

 

diferencia significativa con los experimentos de Chlorella nativa, al conseguir un rápido 

acople a las condiciones del medio por parte de la microalga y con ello un aumento en la 

biomasa, siendo más significativos para los ensayos DS1 y DS2, los cuales presentaron un 

incremento de aproximadamente 11x104 células/ml-día. 

 
La fase exponencial en todos los bioensayos inicia el día 3 y termina el día 13 (Figura 19). 

Durante este periodo, todos los bioensayos se ajustaron a una línea de tendencia 

exponencial y sus constantes de reacción k, se muestran en el Anexo G. 

 

 
Figura 19. Curva de crecimiento de la microalga Dunaliella salina (DS) bajo diferentes condiciones de 

concentración de nitrógeno y pH.  
 

Durante esta fase los parámetros cinéticos (Tabla 14) muestran que la máxima tasa de 

crecimiento y por ende la máxima concentración de celular (1,15 x 106 cel/ml) se alcanzó 

con la relación [N]/pH de [0,1]/[8,5], bioensayo DS1, dando una tasa de crecimiento igual a 

0,093 divisiones por día. Seguido a este, los bioensayos que mejor respondieron a las 

condiciones de cultivo fueron DS2 y DS4, los cuales trabajaron con la menor concentración 

de nitrógeno de 0,025 mg/L; mientras que el bioensayo que mostró la menor tasa de 

crecimiento fue el DS3 con 0,075 div/día, lo que se traduce en un mayor tiempo de 
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duplicación de su población (9,262 días; Tabla 14). Esto diferencias en las tasas de 

crecimiento pudieron presentarse debido a que, para la D. salina, la asimilación de altas 

concentraciones de nitratos se encuentra estrechamente relacionada con el pH, puesto que 

entre menor sea la concentración de nitrógeno presente mucho más fácil será su asimilación 

(bioensayos DS2 y DS4), mientras que a mayores concentraciones son necesarios valores 

suficientemente básicos (>8,0), como en el caso del bioensayo DS1, ya que la Dunaliella 

puede soportar mejor los incrementos de pH que los descensos, influyendo así de forma 

positiva en su crecimiento (Sánchez, 2001; Díaz & Ordoñez, 2006).  

 

Microalga 

[	], [pH] 

Dunaliella salina 

µ (div/día) td (días) 

[0.1], [8.5] (DS1) 0,093 7,479 

[0.025], [7.5] (DS2) 0,087 7,974 

[0.1], [7.5] (DS3) 0,075 9,262 

[0.025], [8.5] (DS4) 0,085 8,114 

Tabla 14. Principales parámetros cinéticos obtenidos del crecimiento de Dunaliella salina en los ensayos a 
diferentes pH y concentración de nitrógeno. 

    

A partir del día 14 se dio inicio a la fase estacionaria, periodo donde se agota el sustrato y 

se empieza a manifestarse una producción de biomasa estable y sin cambios significativos 

que en promedio se extendió hasta el día 17, a excepción del bioensayo DS3, el cual a pesar 

de tener la menor tasa de crecimiento fue la que más resistió el periodo estacionario 

prolongándose hasta el día 20. Esto pudo ocurrir puesto que a menor pH del medio, la D. 

salina es incapaz de metabolizar el dióxido de carbono, así como la asimilación de elevadas 

concentraciones de nitratos (Díaz & Ordoñez, 2006), lo que se evidenció para DS3, puesto 

que el hecho de metabolizar el CO2 tan lentamente, originó que pudiera seguir nutriéndose 

durante los días siguientes y conservar su máxima concentración celular. Finalmente, para 

todos los bioensayos el tiempo total de la curva, fue hasta el día 25 donde se produjo la 

muerte celular. 
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Por último, es de destacar que durante el transcurso del crecimiento de la Dunaliella salina 

en todos los ensayos, se pudo observar el cambio en la tonalidad de los cultivos debido a 

las condiciones de estrés (pH = 8,5), el cual varió de un verde con tonalidades anaranjadas 

a un verde oscuro por completo gracias a la cantidad de pigmentos que desarrolla con el fin 

de protegerse del medio salino en que se encuentra. (Díaz & Ordoñez, 2006).     

 

9.2.2 Productividad de Lípidos 

De acuerdo al análisis de los datos realizados, la combinación [N]/pH seleccionada para los 

cultivos de 20 litros de Dunaliella salina, fue el bioensayo DS1, que corresponde a 

concentración de nitrógeno 0,1 mg/l y pH 8,5. Los cultivos se recolectaron al día 14 según 

lo encontrado en la fase experimental de 4 litros. El peso total seco fue de 21.568 gramos 

de los que se obtuvieron 5.64 gramos de aceite. En la tabla 15 se pueden apreciar los 

valores de la productividad de biomasa y lípidos en la microalga Dunaliella salina. 

 

Autor Microalga 

Máxima 
Concentración 

de Biomasa 
(mgL-1) 

Productividad 
de Biomasa 
(mgL-1dia-1) 

Contenido 
de 

Lípidos 
(%) 

Productividad 
de Lípidos 

(mgL-1dia-1) 

Presente 
trabajo 

Dunaliella 

salina 
1078.4 71.89 23.48 16.88 

Gouveia 
y 

Oliveira 
(2009) 

Dunaliella 

tertiolecta 

IPIMAR 
----------- 120 16.7 20 

Takagi 
et al. 

(2006) 

Dunaliella 

tertiolecta 

ATCC 
30929 

----------- 100 60.6-67.8 60.6-69.8 

Tabla 15. Comparación de la productividad de biomasa y lípidos de la microalga Dunaliella salina. 
 

Se puede evidenciar que la Dunaliella salina presenta un valor de productividad de 

biomasa aceptable al ser comparado con otras especies de Dunaliella estudiadas por 

diferentes autores a nivel mundial, superando en contenido y asemejándose en 

productividad de lípidos a la Dunaliella tertiolecta IPIMAR cultivada por Gouveia y 

Oliveira, superada por la D. tertiolecta ATCC 30929, especie modificada  y cultivada por 
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Takagi et al., por lo cual los resultados a nivel de productividades pueden ser considerados 

válidos.   

 

9.2.3 Propiedades de los Aceites de Microalgas bajo estándares 	TC.  
A continuación se dan a conocer las propiedades del aceite de la microalga Dunaliella 

salina analizado bajo algunos estándares exigidos por la Norma Técnica Colombiana que 

hacen referencia a las grasas y aceites vegetales y animales.  

 

Métodos de Ensayo Aceite de Microalga 
	ombre de la Prueba Designación Dunaliella Salina 

Determinación de la Densidad – Masa 
por Volumen Convencional 

NTC 336 0,898 g/cm3 

Determinación del Índice de Acidez NTC 218 0,513 % 
Determinación del Contenido de 

Humedad y Materia Volatil 
NTC 287 0,043% 

Determinación del Punto de Humo NTC 5478 

50 °C: Olor mantecoso, sabor 
nuez, sin humo. 
100 °C: Olor mantecoso 
(Menor), sabor nuez, sin humo 
150 °C: leve presencia de humo 
(Color claro) 
200 °C: Leve presencia de humo 
color amarillento. 

Determinación del Índice de Refracción NTC 289 1,492 
Determinación del Índice de Peróxido NTC 236 3,963 

Determinación del Índice de Yodo NTC 283 164,35 
Tabla 16. Propiedades del aceite de la microalga Dunaliella salina bajo normas NTC. 

 

Los resultados obtenidos de la Tabla 16 se encuentran relacionados con el perfil de ácidos 

grasos encontrado en el análisis cromatográfico del aceite de la microalga Dunaliella salina 

(numeral 9.2.4). Se observa un elevado índice de yodo, incluso mayor que el aceite de la 

Chlorella nativa, lo cual señala que el aceite de la Dunaliella salina tiene un mayor 

contenido de instauraciones (Ac. Linolénico y Ac. Linoleico) con respecto al de la 

Chlorella nativa. Este índice de yodo lo clasifica como un aceite secante y con ese alto 

valor solo es comparable con el aceite de soya (139) y el aceite de cocina residual (141,5), 

también usados tradicionalmente para la producción de biodiesel (Balat, 2011). Por ser un 

aceite más poliinsaturado que el de la Chlorella nativa, se puede decir que es mucho más 
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susceptible a polimerizarse y formar gomas, pero será mucho mejor su funcionamiento 

como combustible en condiciones de baja temperatura (García-Laborda & García, 2006). El 

aceite de Dunaliella salina también presentó un índice de acidez y un contenido de 

humedad bajos, indicando que es un aceite óptimo, al igual que el de Chlorella nativa, para 

la producción de biodiesel (García-Laborda & García, 2006).  

 

Para la Dunaliella salina, las propiedades como densidad, punto de humo e índice de 

refracción están en los parámetros normales de cualquier aceite vegetal puro (Leung, D, et 

al, 2010). Por último, este aceite presentó índice de peróxido bajo, pero un poco más 

elevado que el de la Chlorella nativa, mostrando un grado mínimo de rancidez del aceite 

desde la extracción hasta los análisis realizados. 

 

9.2.4 Perfiles  de ácidos grasos presentes en los aceites extraídos.  

En la tabla 17 se muestran los resultados que arrojó el análisis cromatográfico de 2 

muestras de aceites de los cultivos de Dunaliella salina (DS1), junto con perfiles lipídicos 

de cultivos de Dunaliella salina reportados por Vásquez-Suárez et al, (2007). La gráfica de 

la distribución porcentual promedio de los ácidos grasos de las dos muestras de aceites de 

Dunaliella salina (DS1) se pueden observar en el anexo I. 

 

Los perfiles de ácidos grasos obtenidos en estas pruebas mostraron que para la Dunaliella 

salina el mayor componente es el ácido linolénico (C18:3), junto con el ácido oleico 

(C18:1). Al comparar con investigaciones son similares realizadas por Vásquez-Suárez, et 

al (2007) a tres cepas de D. salina procedentes de ambientes hipersalinos en tres estados 

costeros de Venezuela (Tabla 17), se aprecia una relación en cuanto al alto contenido en 

ácido linolénico, de igual forma que valores parecidos en cuanto a la composición en 

linoleico (C18:2). 
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Ácidos Grasos 
DS1 
(1) 

DS1 
(2) 

D. Salina Peonías 
(Vásquez-

Suárez, et al, 
2007) 

D. Salina Coche 
(Vásquez-

Suárez, et al, 
2007) 

D. Salina 
Araya(Vásquez-

Suárez, et al, 
2007) 

Acido Palmítico 
% (C16:0) 

4.53 4.34 21.04 23.32 24.65 

Acido 
Palmitoleico % 

(C16:1) 
N.D. N.D. 2.10 2.89 3.08 

Acido Esteárico 
% (C18:0) 

1.58 1.32 0.20 0.5 0.62 

Acido Oleico % 
(C18:1) 

22.79 26.62 3.12 3.83 3.18 

Acido Linoleico 
% (C18:2) 

18.32 19.21 15.45 13.43 14.24 

Acido Linolénico 
% (C18:3) 

52.77 48.52 25.98 25.45 25.83 

∑AGS 6.11 5.66 6.12 8.87 6.58 
∑AGI 93.88 94.34 71.31 65.36 65.44 

Límite de Detección: Ácido Palmitoleico, %< 0.05 / / Acido Esteárico, %< 0.05 
Tabla 17. Comparación del perfil lipídico del aceite extraído de la Dunaliella salina con respecto a otras 

especies. 
 

Al mismo tiempo, en las dos investigaciones analizadas se evidencia como esta microalga 

se caracteriza por presentar altos niveles de ácidos grasos poliinsaturados (AGIs) con 

cadenas de 16 y/o 18 carbonos, mientras que los AGIs de 20 y/o 22 átomos de carbono se 

encuentran como constituyentes minoritarios y en algunos casos carecen totalmente de 

ellos. Además, indican que el aceite de D. salina al igual que el de Chlorella nativa, es rico 

en instauraciones y largas cadenas lo que le atribuye las propiedades mencionadas de buena 

lubricación, altos puntos de ebullición, poderes caloríficos, entre otras; como se muestra en 

la Tabla 3 (sección 7.2.5). 
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10. CO	CLUSIO	ES 

 

• El cultivo de Chlorella nativa que presentó la mayor densidad celular fue el evaluado 

con un valor de pH bajo y con la más alta concentración de nitrógeno de las condiciones 

experimentales, recolectándose al sexto día de cultivo 11.83 g de biomasa con un 

contenido de aceite de 40.23%, presentando productividades de biomasa y lípidos 

competitivas frente otras especies de Chlorella más especializadas.  

 
• El cultivo de Dunaliella salina que presentó la mayor densidad celular fue el evaluado 

con un valor de pH alto y con la más alta concentración de nitrógeno de las condiciones 

experimentales, recolectándose al 13° día de cultivo, obteniendo 21.56 g de biomasa 

con un contenido de aceite de 23.48%.  

 
• El análisis de varianza de acuerdo con el diseño experimental planteado, usando como 

variable de respuesta la densidad celular de los cultivos de las microalgas, arrojó como 

resultado que tanto el factor de concentración de nitrógeno como el pH influencian de 

manera significativa en la densidad celular, de los cultivos de Chlorella nativa y 

Dunaliella salina. 

 
• Los aceites extraídos de las microalgas Chlorella nativa y Dunaliella salina presentaron 

propiedades óptimas para la producción de biodiesel en base a los estándares exigidos 

por la Norma Técnica Colombiana que hacen referencia a las grasas y aceites vegetales 

y animales. El bajo índice de acidez y mínimo contenido de humedad indica que ambos 

aceites son ideales para que la reacción de transesterificación sea eficiente, 

produciéndose poca cantidad de jabón y glicerina, y por consiguiente más biodiesel. 

 
• El perfil de ácidos grasos de los aceites de las microalgas mostró un elevado número de 

instauraciones en su composición, situación que obliga a tener precaución en el 

almacenamiento de dichos aceites,  el menor tiempo posible y a condiciones muy 

especiales. El aceite de la microalga Chlorella nativa presentó una distribución de 

ácidos grasos más uniforme, con menos insaturaciones en comparación al aceite de la 

microalga Dunaliella salina. 
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11. RECOME	DACIO	ES 

 

• Estudiar el crecimiento y la productividad de lípidos de las microalgas en un 

fotobiorreactor con ambiente controlado, variando otros factores como agitación, 

temperatura, concentración de CO2, fotoperíodo, nuevas condiciones de estrés 

nutricional, etc.  

 

• Aislar y evaluar más microalgas nativas de la Bahía de Cartagena que puedan contribuir 

a la obtención de aceite vegetal con miras a la producción de biodiesel.  

 

• Determinar los factores que tienen mayor relevancia en la concentración de ácidos 

grasos saturados en los aceites vegetales de las microalgas. 

 

• Realizar ensayos de obtención de biodiesel a partir de los aceites vegetales de 

microalgas y determinar su calidad.  

 

• Desarrollar el análisis económico, social y ambiental de la producción de biodiesel en la 

Ciudad de Cartagena a partir de aceite vegetal de microalgas nativas.  
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Anexo A 

DESCRIPCIÓ	 DE MEDIO DE CULTIVO CO	WY 

 

-Medio de Walne-Conwy. Para la preparación de este medio de cultivo de requerirán las 

siguientes sustancias en sus respectivas cantidades:  

 

 

 

Consideraciones: 

+Disolver en 100 ml de agua destilada y suficiente HCl, para obtener una solución clara. 

+Usar 1 ml de solución de minerales/litro de agua de mar. 

+Solución de vitaminas en 200 ml de agua destilada conformada por: 200 mg de Tiamina y 

10 mg de B12. 

+Utilizar 0.1 ml de solución de vitaminas/litro de agua de mar.  

+Todas estas medidas están basadas para preparar 2 litros de medio. 

	ota. Este medio también puede ser utilizado para microalgas de agua dulce.  
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Anexo B 

DE	SIDADES CELULARES RECOLECTADAS DURA	TE EL PERIODO DE 

EXPERIME	TACIÓ	 DE LOS CULTIVOS DE Chlorella nativa.  

 

PRUEBA 1 

Condiciones de [	],[pH] 

Día 
C	1.1 C	2.1 C	3.1 C	4.1 

[0.025],[7.5] [0.1],[8.5] [0.025],[8.5] [0.1],[7.5] 

0 1,08 1,41 1,14 1,24 

1 1,35 1,4 1,23 1,63 

2 4,3 4,81 3,02 5 

3 6,1 6,53 5,63 7,2 

4 7,21 8,54 6,42 9,8 

5 9,75 10,35 8,64 12,81 

6 18,96 20,69 16,08 26,08 

7 22,16 24,5 20,21 21,65 

8 18,66 19,72 18,01 20,5 

9 15,97 17,26 13,92 19,45 

10 12,03 12,74 10,74 19,1 

11 11,88 12,43 9,117 18,35 

*Las densidades celulares (células/ml) deben multiplicarse por un factor de 106. 
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PRUEBA 2 (Replica) 

Condiciones de [	],[pH] 

Día 
C	1.1 C	2.2 C	3.2 C	4.2 

[0.025],[7.5] [0.1],[8.5] [0.025],[8.5] [0.1],[7.5] 

0 1,1 2,03 1,14 1,2 

1 1,41 1,56 1,25 1,65 

2 4,7 4,75 2,98 4,91 

3 5,9 6,47 5,61 7,3 

4 7,25 8,52 6,48 9,84 

5 9,81 10,25 8,66 12,61 

6 19,1 20,67 16,2 26,2 

7 22,2 24,44 20,27 21,87 

8 18,68 19,68 18,05 20,56 

9 15,97 17,24 13,9 19,55 

10 12,01 12,76 10,72 19,06 

11 11,8 12,57 9,127 18,39 

*Las densidades celulares (células/ml) deben multiplicarse por un factor de 106. 
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Anexo C 

DE	SIDADES CELULARES RECOLECTADAS DURA	TE EL PERIODO DE 

EXPERIME	TACIÓ	 DE LOS CULTIVOS DE Dunaliella salina.  

  
PRUEBA 1 

Condiciones de [	],[pH] 

Día 
DS1.1 DS2.1 DS3.1 DS4.1 

[0.1],[8.5] [0.025],[7.5] [0.1],[7.5] [0.025],[8.5] 

1 34,09 24,63 33,5 29,5 

2 47,1 35,8 38,67 37,47 

3 48,63 37,15 41,23 38,79 

4 59,19 42,67 42,03 39,09 

5 64,14 46,92 42,2 45 

6 71,26 48,28 48,76 46,81 

7 80,97 49,96 52,87 54,86 

8 85,24 51,98 58,91 59,83 

9 86,96 56,77 61,44 64,08 

10 90,83 60,85 64,76 69,34 

11 98,05 66,71 72,69 75,07 

12 103,19 70,43 75,54 78,62 

13 110,12 72,35 79,31 83,96 

14 115,42 76,84 85,98 88,14 

15 109,87 83,63 86,33 88,57 

16 108,5 79,39 86,95 86,95 

17 105,32 75,4 86,82 85,09 

18 104,9 74,57 87,34 83,63 

19 100,84 71,52 90,8 79,81 

20 97,03 69,65 84,57 76,37 

21 92,5 66,56 80,16 75,3 

22 84,02 62,22 73,58 70,55 

23 82,8 60,09 70,39 69,94 

24 80,97 58,74 60,51 62,6 

25 80,11 55,36 57,09 53,8 

*Las densidades celulares (células/ml) deben multiplicarse por un factor de 104. 
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PRUEBA 2 (Replica) 

Condiciones de [	],[pH] 

Día 
DS1.2 DS2.2 DS3.2 DS4.2 

[0.1],[8.5] [0.025],[7.5] [0.1],[7.5] [0.025],[8.5] 

1 35,07 24,09 31,32 28,6 

2 47,14 34,38 40,53 38,01 

3 48,71 35,15 40,97 38,75 

4 59,21 37,53 41,89 40,71 

5 64,1 41,18 42,32 43,18 

6 71,2 48,2 49,28 47,15 

7 80,95 52 54,81 52,66 

8 85,1 53,8 55,11 58,97 

9 86,9 53,57 65,08 65,52 

10 90,81 60,55 65,72 70,26 

11 97,95 67,39 69,43 73,53 

12 103,06 67,69 73,02 79,3 

13 109,92 72,25 82,45 82,16 

14 115,3 73,96 85,5 88,28 

15 109,71 80,29 85,69 88,03 

16 108,5 78,73 86,97 86,81 

17 105,3 73,6 86,18 86,71 

18 104,84 72,81 86,86 83,69 

19 100,8 69 89,2 79,63 

20 97,04 66,99 86,27 76,25 

21 92,46 68,96 78,24 75,42 

22 84 65,08 75,66 69,55 

23 82,7 60,89 66,91 68,68 

24 80,91 60,52 59,79 62,26 

25 80,09 57,58 54,71 57,76 

*Las densidades celulares (células/ml) deben multiplicarse por un factor de 104. 
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Anexo D 

CO	TEO E	 CÁMARA DE 	EUBAUER. 

  

Esta cámara se utiliza para conteo celular y los pasos para usarla son: 

• Limpie la cámara y la laminilla de cuarzo suavemente con alcohol. 

• Revise la laminilla de cuarzo que no debe estar desbordada o quebrada. 

• Coloque la laminilla de cuarzo sobre la cámara en forma vertical, esta debe quedar 

centrada. 

• Proceda a llenar la cámara. Este paso es muy importante y definitivo en la distribución 

de las células. Es recomendable llenarla con micropipeta pequeña o con una jeringa ya 

que la cámara se llena con una gota. El llenado debe ser continuo en un solo intento. 

• La cámara no puede quedar seca esto se detecta porque en las esquinas del recuadro de 

llenado se ven porciones secas. Tampoco se debe inundar, la apariencia en la cámara es 

de líquido abundante en las terminaciones del recuadro.  

 

Conteo. Lleve la cámara al microscopio y enfoque el cuadro de conteo con el ocular de 4X. 

Observará lo siguiente.  

 

Figura 20. Vista 4X de la cámara de Neubauer. 
Fuente. Rodríguez, A. & Triana, F., 2006. 
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Si las células que va a contar son pequeñas como son las levaduras, las bacterias, etc., 

ubicarse en la cuadricula central y pasar al ocular de 10X. Se visualizará de la siguiente 

manera: 

 

Figura 21. Vista 10X de la cámara de Neubauer. 
Fuente. Rodríguez, A. & Triana, F., 2006. 

 

En esta cuadrícula se visualizan 25 cuadros, de los cuales se cuentan las células presentes 

en 5 campos, generalmente se cuentan los cuadros de las esquinas y el central, lo que 

garantiza un conteo aleatorio.  

 

Para realizar el conteo se pasa al ocular de 40X, donde se visualiza cada uno de los campos 

y con ayuda del carro del microscopio se desplaza la cuadricula hasta contar en todos los 

cuadros.  

 

El conteo en estos campos de la cámara se conoce como AP (alto poder). Con el lente de 

40X cada cuadro se ve de la siguiente manera: 

 



 

81 

 

 

Figura 22. Vista 40X de la cámara de Neubauer. 
Fuente. Rodríguez, A. & Triana, F., 2006. 

 
Las células se cuentan cuadro por cuadro y se hace un total. Se recomienda realizar el 

conteo siguiendo las flechas para evitar que se cuenten las células dos veces o que no se 

cuenten. Alrededor de cada cuadricula se observa que hay tres líneas que delimitan el 

cuadro, que son fundamentales en el momento del conteo ya que definen cuales células son 

contables o cuales están fuera del campo de conteo. Las células que no tocan la segunda 

línea son contables, si la tocan o están encima de ella no se incluyen. Gráficamente se 

puede apreciar la forma correcta de conteo. Las células que tienen una X son las que no se 

deben contar. 

        

Figura 23. Forma correcta de realizar el conteo. 
Fuente. Rodríguez, A. & Triana, F., 2006. 

 

Después de contar las células se procede a calcular el número de células por unidad de 

volumen. Para esto se utiliza el área de cada cuadro, el espacio ocupado por el liquido en el 
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que están las células que es el mismo espacio que hay entre la cuadricula de la cámara y la 

laminilla de cuarzo. Se promedia el numero de esporas de la cámara de arriba con la de 

abajo, multiplica por el factor de dilución y por un factor F igual a 106, si se contó el cuadro 

central o 104, si se contaron los cuadros de los extremos, obteniendo el valor x, luego este 

valor se multiplica por la cantidad de mililitros de medio en el que va a desarrollarse el 

microorganismo, esta cantidad se aproxima y se expresa en µl. 
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Anexo E 

EXTRACCIÓ	 DE LÍPIDOS E	 SOLUCIÓ	 POR EL MÉTODO DE BLIGH & 

DYER. 

 

Se recomiendan usar tubos de ensayo nuevos o limpiados con algún solvente: 

• Por cada 1 ml de solución, añadir 3.75 ml 1:2 (v/v) CHCl3: MeOH y revuelva.  

• Entonces añada 1.25 ml de CHCl3 y revuelva. 

• Finalmente añada 1.25 ml de agua destilada o desionizada y revuelve.  

• Centrifugue a 1000 RPM por 5 minutos a temperatura ambiente para obtener un sistema 

de dos fases (acuosa en la cima, orgánica en el fondo).  

• Recupere la fase del fondo como se índica: utilice una pipeta Pasteur y traspase la fase 

superior sin generar un gradiente de presión positivo, para evitar que esta fase ingrese a 

la pipeta. Cuando la punta de la pipeta este en el fondo del tubo, absorba cuidadosamente 

la fase del fondo, asegurándose de no absorber interface o fase superior (se recomienda 

solo recuperar el 90% de la fase del fondo).  

 

A continuación se muestra las proporciones para diferentes volúmenes de solución: 

 

Solución 0.2 ml 0.5 ml 1 ml 1.5 ml 2 ml 3.5 ml 

1:2 CHCl3 : MeOH 0.75 1.9 3.75 5.7 7.5 13.125 

CHCl3 0.25 0.625 1.25 1.875 2.5 4.375 

dH2O 0.25 0.625 1.25 1.875 2.5 4.375 

Volumen Total 1.45 3.65 7.25 10.95 14.5 25.375 

Tabla 18. Proporciones para el método de Bligh & Dyer. 
Fuente. Bligh, E.G. & Dyer, W.J., 1959,  
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Anexo F 

VARIACIÓ	 CO	 LÍ	EAS DE TE	DE	CIA EXPO	E	CIAL DE LA DE	SIDAD 

ALGAL Chlorella nativa 

 

 

Figura 24. Tendencia exponencial para el ensayo (CN1) con 0,025 mg/L N y pH 7,5. 

 

 

Figura 25. Tendencia exponencial para el ensayo (CN2) con 0,1 mg/L N y pH 8,5. 
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Figura 26. Tendencia exponencial para el ensayo (CN3) con 0,025 mg/L N y pH 8,5. 

 

 

Figura 27. Tendencia exponencial para el ensayo (CN4) con 0,1 mg/L N y pH 7,5. 
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Anexo G 

VARIACIÓ	 CO	 LÍ	EAS DE TE	DE	CIA EXPO	E	CIAL DE LA DE	SIDAD 

ALGAL Dunaliella salina 

 

 

Figura 28. Tendencia exponencial para el ensayo (DS1) con 0,1 mg/L N y pH 8,5. 

 

 

Figura 29. Tendencia exponencial para el ensayo (DS2) con 0,025 mg/L N y pH 7,5. 
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Figura 30. Tendencia exponencial para el ensayo (DS3) con 0,1 mg/L N y pH 7,5. 

 

 

Figura 31. Tendencia exponencial para el ensayo (DS3) con 0,025 mg/L N y pH 8,5. 
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Anexo H 

DISTRIBUCIÓ	 PORCE	TUAL PROMEDIO DE LOS ÁCIDOS GRASOS 

PRESE	TES E	 LOS ACEITES DE LAS MICROALGAS 

 

 

Figura 32. Distribución porcentual promedio de los ácidos grasos del aceite extraído de la 
microalga Chlorella nativa.  

 
 
 

 

Figura 33. Distribución porcentual promedio de los ácidos grasos del aceite extraído de la 
microalga Dunaliella salina. 
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