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RESUMEN 

TÍTULO: INFLUENCIA DEL GLICEROL RESIDUAL Y ACETATO DE SODIO EN 

LA PRODUCCIÓN DE BIOMASA Y ACUMULACIÓN LIPÍDICA DE Chlorella 

vulgaris CULTIVADA CON DIFERENTES RELACIONES 

CARBONO/NITRÓGENO* 

AUTOR: Laura Lucía Estévez Landazábal** 

PALABRAS CLAVE: acetato, glicerol residual, cultivo mixotrófico, Chlorella 

vulgaris. 

 

Las microalgas poseen gran potencial como materia prima para la producción de biodiesel, pero es 
necesario aumentar tanto la productividad de biomasa como de lípidos. Una forma para lograr este 
objetivo es la implementación de cultivos mixotróficos y la regulación de la relación 
carbono/nitrógeno. El presente trabajo tiene como objetivo aumentar la concentración de biomasa 
y lípidos en Chlorella vulgaris UTEX 1803 usando como fuentes de carbono glicerol residual de la 
producción de biodiesel y acetato de sodio junto con modificación de la concentración de nitrógeno 
inicial. Todos los tratamientos fueron realizados a 23 ± 1ºC, con ciclos luz-oscuridad 12h: 12h 
durante periodos establecidos de 5 días. Chlorella vulgaris presentó incrementos significativos en 
el crecimiento y la producción de lípidos al suplementar en el medio de cultivo acetato de sodio ó 
glicerol residual. Dicho incremento estuvo influenciado por la concentración de nitrato. Las 
diferentes interacciones entre carbono y nitrógeno posiblemente afectaron rutas de síntesis de 
biocompuestos de almacenamiento como almidón y lípidos, y proteínas con funciones específicas 
como las enzimas. Se concluye que el cultivo mixotrófico de C. vulgaris empleando el glicerol, que 
es un residuo de la producción de biodiesel, ó el acetato de sodio un compuesto económico que 
puede derivarse de la producción de biohidrógeno, es un enfoque viable para la producción de 
biomasa destinada a la fabricación de biocombustibles debido al incremento significativo en la 
productividad lipídica sin emplear compuestos costosos y sin comprometer recursos alimenticios 
como la glucosa.  
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**Universidad Industrial de Santander, Facultad de Ciencias, Escuela de Biología. Director: 

Viatcheslav Kafarov, Ph. D. & Codirector: Andrés Fernando Barajas, Biólogo. 
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ABSTRACT 

TITLE: INFLUENCE OF RESIDUAL GLYCEROL AND SODIUM ACETATE ON 

BIOMASS PRODUCTION AND LIPIDIC ACUMULATION OF Chlorella vulgaris 

CULTURED WITH DIFERENT CARBON/NITROGEN RATIOS* 

AUTHOR: Laura Lucía Estévez Landazábal** 

KEYWORDS: acetate, residual glycerol, mixotrophic culture, Chlorella vulgaris. 

 

 

Microalgae have great potential as feedstock for biodiesel production, but is necessary increase the 
lipidic and biomass productivity. One way to achieve this goal is the implementation of mixotrophic 
cultures and the regulation of carbon/nitrogen ratios. This work aims to increase the biomass 
concentration and lipid in Chlorella vulgaris UTEX 1803 using residual glycerol and sodium acetate 
as carbon sources and modifying the initial nitrogen concentration. All treatments were performed at 
23 ± 1ºC, with light-dark cycles 12h:12h at set periods of 5 days. Chlorella vulgaris showed 
significant increases in the growth and lipid production supplementing sodium acetate or residual 
glycerol in the culture medium. This increase was influenced by the concentration of nitrate. The 
different interactions between carbon and nitrogen fixation may affect the storage of biomolecules 
like starch and lipids, and synthesis routes of proteins with especific functions like enzymes. In 
conclusion the mixotrophic culture of C. vulgaris using glycerol, wich is a residue of the production 
of biodiesel, or sodium acetate, wich can be derived of the production of biohydrogen is a viable 
approach for the biomass production for the manufacture of biofuels due to the significant increase 
in lipidic productivity without employing costly compounds nor compromising food resources such 
as glucose. 

 

 

 

*
Thesis project. 
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Universidad Industrial de Santander, Science Faculty, Biology School. Tutor: Viatcheslav Kafarov, 

Ph. D. & Co-tutor: Andrés Fernando Barajas, Biologist. 

 

 



13 
 

INTRODUCCIÓN 

 

En los últimos años, los combustibles alternativos han adquirido gran importancia 

debido al rápido agotamiento de las reservas de petróleo y al deterioro de los 

ecosistemas (Ma & Hanna, 1999; Chisti, 2007; Song et al., 2008; Meng et al., 

2008; Kalia & Purohit, 2008). Dentro de los organismos usados para la producción 

de biodiesel, las microalgas se destacan debido a que poseen una alta tasa de 

crecimiento, algunas especies poseen altos contenidos de aceite (los cuales 

pueden ser transesterificados), su producción no compite con la producción de 

alimentos ya que no requiere de grandes extensiones de cultivo y puede utilizar 

tierras no arables (Chisti, 2007; Williams, 2007; Song et al., 2008). El biodiesel 

obtenido a partir de estos microorganismos es biodegradable, renovable, no 

contribuye a la liberación de sulfuro a la atmósfera y genera menos contaminantes 

gaseosos que los combustibles fósiles convencionales (Vicente et al., 2004; Pinto 

et al., 2005); además, la quema de éstos últimos está asociada al calentamiento 

global (Gavrilescu & Chisti, 2005). Emplear los cultivos de microalgas destinados a 

la producción de biocompuestos en la biofijación de dióxido de carbono, tiene 

potencial no sólo para reducir los costos en la obtención de productos de valor 

agregado (biocombustibles, colorantes, proteínas, vitaminas) (Jeong et al., 2003; 

Kanno & Kazie, 2005; Morais & Costa, 2007; Crutzen et al., 2008), sino también la 

compensación de las emisiones de carbono (Beneman & Hughes, 1997; Heredia-

Arroyo et al., 2010). 

 

Actualmente el método de cultivo más común es el autotrófico, en este, las células 

emplean la energía lumínica y usan el CO2 como fuente de carbono (Pérez-García 

et al., 2011). Aunque las microalgas pueden usar la luz eficientemente, el 

crecimiento en cultivos a gran escala es lento debido a la limitada penetración de 

la luz causada por el grosor de la columna de agua y las altas densidades 

celulares (Mandalam & Palsson, 1998; Yang et al., 2000; Suh & Lee, 2003; Wen et 
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al., 2003). En vista de estas desventajas asociadas al cultivo autotrófico, una 

alternativa viable para algunas especies, es el uso de su capacidad de crecimiento 

heterotrófico, reemplazando la fijación de CO2 con fuentes de carbono orgánico 

disueltos en el medio de cultivo. La heterotrofia se define como el uso de 

compuestos orgánicos para el crecimiento celular (Droop, 1974); una variante de 

este régimen de crecimiento es el mixotrófico, en el cual tanto CO2 como la fuente 

de carbono orgánico son simultáneamente asimilados y los metabolismos 

fotosintético y respiratorio operan al mismo tiempo (Endo et al., 1977; Kaplan et 

al., 1986; Lee, 2004). Los cultivos mixotróficos emplean una fuente de carbono 

orgánico y producen más biomasa comparados con los cultivos autotróficos, dado 

que la tasa de crecimiento en condiciones mixotróficas es aproximadamente la 

suma de las tasas de crecimiento en cultivo autotrófico y heterotrófico (Endo et 

al.,1977); sin embargo, para que el cultivo sea económicamente viable, se 

requiere una fuente de carbono de bajo costo y el conocimiento de cuáles 

concentraciones son las más favorables (Jeon et al., 2006). Esto debido a que 

ciertas concentraciones pueden incrementar las tasas de crecimiento y obtención 

de biocompuestos (Martínez & Orus, 1991; Chisti, 2007, 2008; Liang et al., 2009) 

mientras que otras resultan inhibitorias y tóxicas para las microalgas (Kobayashi et 

al., 1993; Chen & Johns, 1994, 1996; Vazhappilly & Chen, 1998; Hagen et al., 

2001; Orosa et al., 2001; Jeon et al., 2006). 

 

El costo de las fuentes de carbono orgánico (usualmente en forma de glucosa) es 

alto, comparado con todos los demás nutrientes agregados (Liang et al., 2009); 

para superar esta dificultad debe establecerse una fuente económica, siendo el 

acetato y el glicerol residual buenos candidatos para tal fin (Liang et al., 2009). El 

acetato es un sustrato de fácil acceso, derivado de muchas aplicaciones 

industriales (Pérez-García et al., 2011), y es producto secundario de la obtención 

del biohidrógeno producido por microalgas  (Heredia-Arroyo et al., 2010). Por otra 

parte, el glicerol permanece como residuo después de que el biodiesel se produce 

(Pyle, 2008); sin embargo, el glicerol crudo producido es impuro y de poco valor 
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económico. Debido a que hay un exceso de glicerol impuro se deben investigar 

usos alternativos (Pyle, 2008), siendo su empleo como fuente de carbono orgánico 

para microalgas una idea atractiva.  

En el presente estudio, se analizó la influencia del glicerol residual y del acetato de 

sodio en el aumento de biomasa, deposición de lípidos y productividad lipídica en 

C. vulgaris a escala de laboratorio con el fin de encontrarle uso a residuos 

orgánicos obtenidos en la producción de biodiesel y biohidrógeno, permitiendo un 

proceso de reciclaje en el que se genera biomasa destinada a producir biodiesel.  

Se comparó la producción lipídica y la concentración de biomasa entre cultivos 

mixotróficos suplementados con glicerol ó acetato y cultivos autotróficos. También 

fueron evaluadas diferentes relaciones carbono/nitrógeno debido a que 

investigaciones anteriores sugieren efectos significativos en la composición lipídica 

y producción de biomasa.  

Adicionalmente, se realizaron mediciones del nitrógeno y fósforo consumidos para 

poder establecer la relación existente entre la producción de biomasa, el 

almacenamiento de lípidos y la toma de estos nutrientes. 
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1. MARCO TEÓRICO 

 

1.1. GENERALIDADES DE Chlorella vulgaris 

 

Chlorella vulgaris es una microalga de distribución mundial perteneciente al 

Phylum Chlorophyta, Clase Chlorophyceae Orden Chlorococcales, Familia 

Oocystaceae y género Chlorella (Kanno & Kazie, 2005). Tiene forma esférica, de 2 

a 10 μm de diámetro, sin flagelo (Chen & Jiang, 2000). Contiene clorofilas tipo a y 

b en los cloroplastos (Van den Hoek, 1981). C. vulgaris es la fuente de chlorofila 

más rica disponible para el hombre (Bewicke & Potter, 1984). Posee comúnmente 

una concentración de chlorofila de 7% su peso seco total, aproximadamente diez 

veces más concentración que Spirulina (0,76%) (Bewicke & Potter, 1984). Se 

reproduce de forma asexual, cuando la célula alcanza su tamaño máximo, el 

núcleo se divide formando en el interior de la célula madre 4 u 8 células más 

pequeñas, liberadas por la ruptura de la pared celular de la madre (Des Abbayes  

et al., 1989; Lee, 2008). Es capaz de dividirse en cuatro células cada 20 horas 

(Song et al., 2008). Puede crecer de forma fotoautotrófica usando como fuente de 

carbono el CO2, de forma heterotrófica en la cual la fuente de carbono es una 

sustancia orgánica (Richmond, 2004); ó mixotróficamente empleando ambas 

formas de crecimiento simultáneamente (Liang et al., 2009).  

 

1.2. MIXOTROFÍA EN C. vulgaris  

 

La capacidad para asimilar compuestos orgánicos como fuente de carbono en 

presencia de luz,  hace de C. vulgaris un organismo mixotrófico (Liang et al.,2009); 

en condiciones mixotróficas, la fotosíntesis y la fosforilación oxidativa de las 

sustancias orgánicas de carbono parecen funcionar de manera independiente, 

ocasionando que la tasa de crecimiento en condiciones mixotróficas sea 

http://es.wikipedia.org/wiki/Metro#Metro
http://eucariota/
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aproximadamente igual a la suma de las contribuciones individuales de los cultivos 

fotoautótrofos y heterótrofos (Endo et al., 1977; Ogawa & Aiba, 1981; Martínez & 

Orus, 1991; Márquez et al., 1993). 

En el crecimiento fotoautotrófico, las algas utilizan el CO2 como su única fuente de 

carbono, dependen de la luz como única fuente de energía disponible para su 

crecimiento y mantenimiento; en el crecimiento heterotrófico los compuestos 

orgánicos (como la glucosa, acetato, etc.) son las únicas fuentes de energía, las 

células producen CO2 y consumen O2 (Buchanan et al., 2000). El CO2 originado 

heterotróficamente y el O2 originado fotoautotróficamente son usados en la 

producción de biomasa (Chojnacka & Márquez, 2004).  

 

Mediante el cultivo mixotrófico de C. vulgaris se integran algunas ventajas de las 

configuraciones fototróficas y heterotróficas (Yuan-Kun, 2001) al tiempo que se 

superan las dificultades asociadas a estas dos formas de cultivo (Yuan-Kun et al., 

1996). Las ventajas están relacionadas con incremento en la tasa crecimiento y 

productividad (Pringsheim & Wiessner, 1960; Syrett et al., 1963; Martínez et 

al.,1997) debido a una alta incorporación de carbono orgánico dentro de la célula, 

en particular en la formación de metabolitos como: lípidos, polisacáridos y 

proteínas (Nichols et al., 1967; Harris & James, 1969). Esto es especialmente 

importante pues se han reportado aumentos de estas sustancias (al final de los 

experimentos de Syrett et al., 1963) de hasta cinco veces el valor en las células 

autótrofas (Syrett et al., 1963).  

Otra ventaja del cultivo mixotrófico es la iluminación, que induce y regula la 

producción de macromoléculas de alto valor como pigmentos (Chen & Zhang, 

1997; Lee, & Zhang, 1999) y ácidos grasos (Sukenik et al., 1989; Sukenik, 1999; 

Cohen, 1999; Khotimchenko & Yakovleva, 2005), además disminuye la producción 

de dióxido de carbono en comparación con las células que metabolizan sustratos 

orgánicos en la oscuridad (cultivo heterotrófico) (Syrett et al., 1963; Goulding & 

Merrett, 1966). Otro elemento a favor es que hay gran variedad de fuentes de 
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carbono disponibles para el empleo en cultivos mixotróficos, como lo son el 

acetato, glicerol, etanol, ácidos orgánicos, azúcares, almidón hidrolizado de yuca, 

hidrolizado de fécula de maíz y subproductos de procesos industriales como 

alpechín (Sánchez et al., 2001). 

 

1.2.1. Glicerol residual y acetato como fuentes de carbono orgánico 

El glicerol es el subproducto de la reacción de transesterificación entre aceites o 

grasas y alcohol en la producción de biodiesel (Schenk et al., 2008). El glicerol 

crudo obtenido es impuro y de poco valor económico (Pyle, 2008). Dada la 

saturación actual de glicerol crudo en el mercado, debido principalmente a la 

floreciente industria del biodiesel mundial, se han realizado diferentes estudios 

sobre usos alternativos (Pyle, 2008): se ha propuesto la combustión (Johnson & 

Taconi, 2007), el compostaje (Brown, 2007), alimentación animal (Cerrate et al., 

2006), conversiones termoquímicas (Dasari et al., 2005; Alhanash et al., 2008) y 

usarlo para incrementar la producción de biogás en procesos de digestión 

anaeróbica (Holm-Nielsen et al., 2008). 

Muy pocos estudios emplean el glicerol como fuente de carbono orgánico para el 

crecimiento de las microalgas (Chi et al., 2007; Pyle et al., 2008; Liang et al., 2009; 

Heredia-Arroyo et al., 2010) y están enfocados principalmente en la capacidad de 

las algas para metabolizarlo; sin embargo, falta información acerca de cuáles 

concentraciones son las más apropiadas para el cultivo de microalgas y estudios 

sobre los efectos de este compuesto en la producción de biomoléculas (Pyle et al., 

2008). 

El acetato también puede emplearse como fuente de carbono en cultivos 

mixotróficos microalgales, la incorporación de acetato es un proceso dependiente 

tanto de metabolismo anabólico (fotosíntesis) como de metabolismo catabólico 

(respiración) (Bouarab et al., 2004). Investigaciones del crecimiento de microalgas 
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de diferentes especies en presencia de acetato han sido llevadas a cabo desde 

hace varias décadas (Payne & Morris, 1969; Quiao & Wang, 2009), sin embargo 

su uso es problemático ya que su efecto es dependiente de la concentración 

(Hagen et al., 2001). Algunos autores encuentran que concentraciones superiores 

a 1 g/l o menos causan inhibición del crecimiento y la intoxicación de las algas 

(Kobayashi et al.,1993; Chen & Johns, 1994, 1996; Vazhappilly & Chen,1998; 

Hagen et al., 2001; Orosa et al., 2001; Jeon et al., 2006), mientras que 

concentraciones inferiores estimulan el crecimiento y la acumulación de lípidos 

(Vazhappilly & Chen,1998; Hagen et al., 2001; Ratledge et al., 2001; Quiao & 

Wang, 2009; Degrenne et al., 2010), y otros autores encuentran el efecto del 

acetato en el crecimiento tan mínimo que puede ser ignorado (Hu & Gao, 2003). 

 

1.3. INTEGRACIÓN DEL METABOLISMO DEL CARBONO Y EL NITRÓGENO  

 

Las rutas metabólicas para el carbono y el nitrógeno consumen la mayor parte del 

carbono y recursos energéticos de la célula fotosintética (Huppe & Turpin, 1994).  

El metabolismo del carbono y el nitrógeno están vinculados porque comparten 

carbono orgánico y energía suministrada directamente del transporte de 

electrones fotosintético y la fijación de CO2 o de la respiración del carbón fijado vía 

glicólisis, el ciclo de los ácidos tricarboxílicos y la cadena de transporte de 

electrones mitocondrial (Huppe & Turpin, 1994). La integración de esos dos 

procesos metabólicamente importantes involucra una amplia regulación entre las 

dos rutas (Flynn, 1991). Un incremento en la tasa de asimilación primaria de 

nitrógeno requiere un incremento del flujo del carbono a través de las rutas 

biosintéticas, las cuales afectan el metabolismo de toda la célula (Bassham et al., 

1981; Syrett, 1988; Turpin, 1991). 
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1.4. INFLUENCIA DE LAS CONDICIONES DE CULTIVO EN LA PRODUCCIÓN 

DE LÍPIDOS 

 
Aproximadamente el 90% del peso seco de la célula se conforma de proteínas, 

carbohidratos, y lípidos (Hu, 2004). Se han reportado composiciones de especies 

y cepas del género Chlorella como C. protothecoides, Chlorella sp. CS-272, y 

Chorella sp. CS-195, las cuales contienen proteínas entre 15,2%-25,6%, 

carbohidratos 11%-16,1%, y lípidos 11,4%-18,4% en peso seco (Hu, 2004). La 

biomasa obtenida de algas contiene lípidos, tales como los ácidos grasos libres, 

triacilglicéridos (TAG), fosfolípidos y glucolípidos los cuales son materia prima para 

la producción de biodiesel (Wang et al., 2010). El almacenamiento de lípidos no 

solo depende de la especie y cepa de la microalga, sino también de las 

condiciones del medio de cultivo (Chisti, 2007; Chih-Hung & Wen-Teng, 2009). 

Factores ambientales, especialmente luz, temperatura, estado nutricional y 

salinidad no solo afectan la productividad de biomasa celular, sino también 

influencian las rutas y actividad del metabolismo celular, y como consecuencia, la 

dinámica de la composición celular (Hu, 2004). 

El porcentaje en peso de lípidos, principalmente ácidos grasos, es inversamente 

proporcional a la intensidad de luz en la cual las microalgas hayan sido cultivadas 

(Hu, 2004). La concentración de algunos nutrientes en el medio de cultivo también 

afecta la productividad de lípidos. Se ha confirmado que condiciones de estrés 

como la baja concentración de nitrógeno pueden modificar significativamente la 

composición del organismo, provocando mayor contenido de lípidos (Piorreck et 

al., 1984; Illman et al., 2000; Rodolfi et al., 2009; Xin et al., 2010). En el caso de C. 

vulgaris Borowitzka & Borowitzka (1988) reportan un rango de 11,8 - 57,9% en 

peso seco de lípidos bajo diferentes condiciones de cultivo. La deficiencia del 

fósforo tiene consecuencias similares a las observadas en cultivos con 

deficiencias de nitrógeno, cesa la división celular y la síntesis de carbono es 

encaminada al almacenamiento de energía, como carbohidratos o lípidos; por 

ende los porcentajes de éstos últimos aumentan (Xin et al., 2010). 
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2. MATERIALES Y MÉTODOS 

 

2.1.  INÓCULO 

La microalga Chlorella vulgaris UTEX 1803 fue adquirida de la colección de cepas 

proveniente de la Universidad de Texas (Austin, Tex, USA). Se cultivó en el medio 

Bold Basal modificado (MBBM), cuya composición en g/l es: NaNO3 (2,94 X 10-3), 

MgSO4.7H2O (3,04 X10-4) NaCl (4,28 X 10-4), K2HPO4 (4,31 X 10-4), KH2PO4 (1,29 

X 10-3), CaCl2.2H2O (1,70 X 10-4) y micronutrientes (g/l)  ZnSO4.7H2O (3,07 X 10-

5), MnCl2.4H2O (7,28 X 10-6), MoO3  (4,93 X 10-6), CuSO4.5H2O (6,29 X 10-6), 

Co(NO3)2.6H2O (1,68 X 10-6), H3BO3  (1,85 X 10-4), EDTA (1,71 X 10-4), KOH (5,53 

X 10-4), FeSO4.7H2O (1,79 X 10-5).  

Se utilizaron reactores cilíndricos tipo “airlift” con un diámetro interno de 14cm y 

35cm de altura con un volumen del cultivo de 2 litros. Los reactores se acoplaron a 

un sistema de aireación por burbujeo para la inyección de aire con un flujo de 2 

l/min. 

2.2. RELACIÓN CARBONO/NITRÓGENO 

Con el fin de mejorar la productividad de biomasa y lípidos, se probaron diferentes 

relaciones carbono/nitrógeno en condiciones mixotróficas. Se utilizó acetato de 

sodio y glicerol residual, el cual se obtuvo de a partir de la transesterificación de 

aceite de linaza a escala de laboratorio; para evitar ruido por agentes residuales 

de la transesterificación, el glicerol se pre-trató con 0,5 M de HCl. 

Para cada una de estas fuentes de carbono se realizó un diseño de experimentos 

en el cual se emplearon diferentes fuentes y concentraciones de carbono, y se 

variaron las concentraciones de nitrato de sodio modificando la composición 

original del medio Bold Basal (Tabla 1 y 2). 

Cada uno de los experimentos (incluyendo el control) se realizaron por triplicado 

durante cinco días, en ciclos de luz:oscuridad de 12:12 y un flujo de aire de 2 l/min 
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filtrado, utilizando filtro de membrana de 0,2 μm; el pH inicial, temperatura e 

intensidad lumínica fueron 6,5 ± 1, 23 ± 1°C y 480 ± 1 μmol fotones/m2/s; los 

cuales fueron medidos con un pHmetro (SCHOTT® Instruments, Handylab pH 11), 

termómetro (Brand®) y luxómetro (Loxus LX-107 portátil) respectivamente. 

Con base en estudios previos, se agregó un volumen de inóculo suficiente para 

lograr una concentración celular inicial de aproximadamente 0,4 g/l (peso seco), 

esto se logró controlando la densidad óptica inicial (aproximadamente 0,8 de 

absorbancia a 500 nm) utilizando un espectrofotómetro (Spectroquant 300 Merck).   

Tabla 1. Diseño experimental para los cultivos con acetato de sodio. T= 

Tratamiento. 

  Acetato de Sodio (mM) 

Nitrato de Sodio (mM) 5 10 20 

    
1,02 T1 T4 T7 

1,47 T2 T5 T8 

2,94 T3 T6 T9 

 

Tabla 2.  Diseño experimental para los cultivos con glicerol residual.                              

T= Tratamiento. 

  
Glicerol residual (% v/v) 
 

Nitrato de Sodio (mM) 1 5 10 

    
1,02 T10 T13 T16 

1,47 T11 T14 T17 

2,94 T12 T15 T18 
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2.3. PESO SECO 

Una vez al día se tomó una muestra de cultivo (2ml) en un tubo de ensayo 

previamente pesado y se llevo al horno (WTC binder) durante 24 horas a 105 

grados centígrados, luego se llevaron a peso constante en un desecador durante 

12 horas. La medición se realizó después de alcanzado el peso constante en una 

balanza analítica con precisión 0,0001 (Precisa Gravimetrics AG). 

2.4. CUANTIFICACIÓN DE BIOMASA 

Biomasa es el término usado para describir cualquier material de origen biológico 

reciente (Crocker, 2010). La biomasa microalgal comúnmente se reporta como 

peso seco por volumen (OECD, 2011).  

Para las mediciones de concentración de biomasa, se tomó una muestra de 6 ml 

de cada cultivo. Posteriormente se diluyó a una relación muestra:agua destilada 

de 1:8. Luego se utilizó un espectrofotómetro (Spectroquant® Pharo 300) con el 

cual se midió la densidad óptica (DO) de cada muestra a una longitud de onda de 

500nm (los valores típicos de medición están entre 0,1 – 0,9). El resultado de la 

regresión entre varias DO y sus respectivos pesos secos permitió determinar la 

cantidad de biomasa (CB) (g/l) de acuerdo a la ecuación 1 (Franco-Lara et al., 

2006): 

  CB = 1,4602 * DO500                                          (1) 

2.5. EXTRACCIÓN DE LÍPIDOS 

La extracción se realizó siguiendo el protocolo Soxhlet con hexano modificado por 

González-Delgado y Kafarov (2011), el cual consiste en secar 10 gramos de 

biomasa a 200°C durante 12 h, después de secada, se hidroliza con una solución 

0,5M de HCl durante 30 minutos, se filtra y se somete nuevamente a secado a 

125°C durante 3 h. Finalmente, en un papel filtro (tamaño de poro 2 μm) se pesan 

5 g de biomasa homogenizada y se ingresa al Soxhlet. El proceso de extracción 

tuvo una duración de 16 horas. 

http://es.wikipedia.org/wiki/Metro#Metro
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2.6. PORCENTAJE LIPÍDICO 

Comúnmente el contenido lipídico es reportado como porcentaje de peso seco 

(Griffits & Harrison, 2009). El porcentaje lipídico fue calculado mediante la división 

del peso de los lípidos y el peso seco de la biomasa a la cual se le realizó la 

extracción.  

2.7. PRODUCTIVIDAD LIPÍDICA VOLUMÉTRICA 

Un parámetro comúnmente empleado para la comparación de especies y métodos 

de cultivo destinados a la producción de biodiesel es la productividad lipídica 

volumétrica (Nascimento et al., 2012), la cual resume la concentración de biomasa 

y el contenido lipídico (Griffits & Harrison, 2009), permitiendo contrastar microalgas 

con diferentes porcentajes lipídicos y tasas de crecimiento y saber cual producirá 

más cantidad de lípidos al finalizar el cultivo. 

En este proyecto, la productividad lipídica es reportada como miligramos de lípidos 

por litro obtenidos al final del periodo de cultivo (5 días) y fue calculada 

multiplicando la concentración de biomasa por el porcentaje lipídico (Griffits & 

Harrison, 2009).  

2.8. CUANTIFICACIÓN DE NITRÓGENO Y FÓSFORO CONSUMIDO  

Para la cuantificación de Nitrógeno (NO3-N) se utilizó el método de muestreo por 

espectrofotómetro ultravioleta y para el fósforo (PO4-P) se utilizó el método 

colorimétrico de ácido vanadomolibdofosfórico; estos métodos se encuentran 

consignados en el Standard Methods for Examination of Water and Wastewater 

(Clesceri et al., 1999).  

Cuantificación de Nitrógeno (NO3-N) en el medio (método 

espectrofotométrico ultravioleta) 

Se tomaron 50 ml de medio de cultivo libre de células y se agregó 1 ml de solución 

de HCl 1 N y se agitó vigorosamente, después de 10 minutos, la muestra se leyó a 

220 y 275 nm. Los valores fueron reemplazados en la siguiente ecuación 2: 
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                (2) 

Cuantificación de Fósforo (PO4-P) en el medio (método colorimétrico de 

ácido vanadomolibdofosfórico) 

Se tomaron 30 ml de medio libre de células, luego se agregaron 10 ml de solución 

de Metavanadato-Molibdato y se aforó con agua destilada hasta un volumen de 50 

ml. Después de 10 minutos la muestra se leyó en el espectrofotómetro a una 

longitud de onda de 470 nm. 

 Porcentaje de nitrógeno y fósforo consumido 

Las concentraciones de nitrógeno y fósforo presentes en el medio fueron 

calculadas usando una curva de calibración realizada con concentraciones 

conocidas. Posteriormente se calcularon los porcentajes presentes en el medio 

(%PM) de acuerdo a la ecuación 3: 

 

Donde CI es la concentración inicial, en el caso del fosfato es la concentración del 

medio Bold Basal y en el caso del nitrato, la concentración inicial de nitrato para 

cada tratamiento. A continuación se calcularon los porcentajes de nitrato y fosfato 

consumidos, restándole a 1 el porcentaje presente en el medio. 

Debido a la turbidez que ocasionaba el glicerol en el medio de cultivo, no fue 

posible medir el nitrógeno ni el fósforo disponibles en los tratamientos que 

empleaban glicerol residual como fuente de carbono para C. vulgaris. 

 

 

275 220  = (2 )valor corregido   
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2.9. MEDICIÓN DE PH 

Se realizaron mediciones esporádicas de pH con un pH-metro (SCHOTT® 

Instruments, Handylab pH 11) con el fin de observar que las microalgas no 

estuvieran en condiciones de acidez o basicidad extremas. 

 

2.10. ANÁLISIS DE DATOS 

Se realizaron pruebas a priori de Shapiro-Wilk para determinar normalidad y 

Levene para determinar homogeneidad de varianzas (Zar, 1999) en cada variable.  

Para identificar si existían diferencias significativas en la producción de biomasa 

se utilizó una ANOVA factorial, siendo los factores las diferentes concentraciones 

de nitrato de sodio, glicerol residual y acetato de sodio. Dado que en solo uno de 

los tratamientos no se cumplía con la normalidad, se asumió que los datos 

cumplían con los parámetros necesarios para el ANOVA. Se realizó una prueba a 

posteriori, de Tukey, para las variables que reportaron diferencias significativas en 

el ANOVA (p>0,05). 

Se realizaron pruebas de X2 para evaluar si existían diferencias significativas en 

porcentajes lipídicos entre los tratamientos y el control, y entre el consumo de 

nitrógeno y fósforo entre los tratamientos con acetato.  

Con el fin de establecer si existía relación entre la producción lipídica y el consumo 

de nutrientes se realizó una regresión múltiple. Todas las pruebas estadísticas se 

ejecutaron con el software STATISTICA V. 7.0 (Statsoft Inc, 2004). 
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3. RESULTADOS 

 

Las variables e interacciones que influyeron significativamente en la concentración 

de biomasa final se muestran en la tabla 3. Se observaron diferencias en la 

concentración de biomasa entre el control y los tratamientos a los cuales se les 

suministraron diferentes concentraciones de acetato de sodio ó glicerol residual 

(tabla 3 y figura 1).  

 Tabla 3.  Variables e interacciones entre variables estadísticamente significativas 

en la concentración de biomasa.  

n número de datos. gl grados de libertad. F valor de la distribución F. P 

probabilidad. 

 

Debido a que se realizó una comparación global, se observan varios datos 

extremos y atípicos pertenecientes a tratamientos cuyo crecimiento fue 

marcadamente bajo ó alto. El amplio rango de concentraciones de biomasa 

observado en la figura 1 está influenciado por la concentración de nitrógeno, la 

concentración de carbono orgánico y la interacción entre esos dos factores. Se 

encontró que los tratamientos con 2,94mM de NaNO3 aumentaron más biomasa 

que los tratamientos a los cuales se les suministró una concentración menor.  

La comparación global hacía difícil la identificación de diferencias entre los 

tratamientos, por ende, se dividieron los datos de la ANOVA global en: control vs. 

Tratamientos con acetato de sodio y control vs. Tratamientos con glicerol.   

Variables n gl F P 

Concentración NaNO3 78 2 7,765 0,0000 

Concentración de carbono 78 3 16,641 0,0008 

Tratamiento (acetato, glicerol, control) 78 2 7,953 0,0007 

Conc. de NaNO3 * Conc. de carbono 78 6 2,338 0,0405 



28 
 

 

 Media 

 Media±SE 

 Media±SD 

 Atípicos(Outliers)

 Extremos
Control Acetato Glicerol

Tratamiento

0,5

1,0

1,5

2,0

2,5

3,0

3,5

4,0

4,5

C
o

n
c
e

n
tr

a
c
ió

n
 d

e
 B

io
m

a
s
a

 (
g

/l
)

a

b

b

 

Figura 1.  Concentraciones de biomasa finales de los de las diferentes fuentes de 

carbono orgánico. Las letras diferentes indican diferencias significativas 

detectadas mediante el test de Tukey. 

 

 

Se encontró que la concentración de acetato favoreció el aumento de biomasa 

F(3,24)=28,989, P=0,00000. Se observaron diferencias significativas en las 

concentraciones de biomasa entre los tratamientos con acetato de sodio y el 

control (figura 2). 

Los tratamientos con 10mM de acetato presentaron un aumento significativo con 

respecto al control. Los tratamientos con 20mM de acetato alcanzaron 

concentraciones de biomasa significativamente más altas que los demás 

tratamientos y el control. 
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Figura 2. Concentraciones de biomasa finales de los tratamientos con acetato de 

sodio. Las letras diferentes indican diferencias significativas detectadas mediante 

el test de Tukey. 

 

La interacción entre las variables concentración de nitrógeno y concentración de 

acetato fue significativa F(6, 24)=5,0487, P=0,00178 (figura 3). Se distinguen los 

tratamientos con 2,94mM de nitrato-20mM de acetato, y 1,47mM de nitrato-20mM 

de acetato como los causantes de esa diferencia en la concentración de biomasa, 

el dato atípico observado en la figura 2 pertenece a una de las réplicas del 

tratamiento con 1,02mM de nitrato-20mM de acetato. Se perciben diferencias 

significativas entre los cultivos control con 1,02 y 1,47 mM NaNO3 y los cultivos 

con 2,94mM NaNO3-10mM de acetato. 
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Figura 3. Concentración de biomasa en las interacciones acetato de sodio-nitrato. 

Las letras diferentes indican diferencias significativas en las interacciones acetato-

nitrato detectadas mediante el test de Tukey. 

 

Se hallaron diferencias en la concentración de biomasa según la concentración de 

glicerol suministrada F(3, 24)=6,303, P=0,0026. Las concentraciones de biomasa 

obtenidas de los tratamientos con glicerol residual y control pueden observarse en 

la figura 4. 

Los tratamientos suplementados con 10%v/v de glicerol tuvieron un aumento de 

biomasa significativo en comparación con 1%v/v de glicerol y el control, por otro 

lado, los tratamientos suministrados con 5%v/v de glicerol exhibieron un amplio 

rango de concentraciones de biomasa sin mostrar diferencias con el control o con 

los demás porcentajes de glicerol empleado. 
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Figura 4.  Concentraciones de biomasa finales resultantes de los tratamientos con 

glicerol. Las letras diferentes indican diferencias significativas entre las dosis de 

glicerol. 

 

La interacción entre las variables concentración de glicerol-concentración de 

nitrato no resultó significativa en el aumento de biomasa; sin embargo, se observó 

que las concentraciones de biomasa del tratamiento que 5%v/v glicerol-1,02mM 

nitrato influyeron en la amplia variación apreciada en los cultivos con 5%v/v de 

glicerol en la figura 4. La diferenciación entre los cultivos suplementados con 10% 

de glicerol y los suplementados con 1% de glicerol y control no fue ocasionada por 

un único tratamiento glicerol-nitrato (figura 5). 

Se pueden distinguir los datos extremos dentro de las concentraciones de glicerol 

según tratamiento de nitrato (figura 5). Se percibe que los datos atípicos en el 

control pertenecen a cultivos con 2,94mM de nitrato, en los tratamientos con 
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1%v/v de glicerol hay datos atípicos en todas las concentraciones de nitrato. En 

las concentraciones de glicerol restantes los datos atípicos pertenecen a 

tratamientos con 1,02mM de nitrato. 
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 1,47mM NaNO3
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Control 1%v/v glicerol 5%v/v glicerol 10%v/v glicerol
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Figura 5. Concentración de biomasa en las interacciones glicerol-nitrato  y el 

control. Las letras diferentes indican diferencias significativas entre 

concentraciones de glicerol.  

 

El porcentaje lipídico presentó diferencias significativas entre los tratamientos a los 

cuales se les suministró 1,47mM de nitrato (X2
(3,0,05)= 9,55; P>0,025). Las 

diferencias de porcentajes lipídicos entre el control y los tratamientos con acetato-

1,47mM de nitrato se distinguen en la figura 6. 
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Figura 6. Porcentajes lipídicos en el control y los tratamientos con 1,47mM de 

NaNO3 y acetato. 

 

La productividad lipídica presentó diferencias significativas entre el control y los 

tratamientos suplementados con acetato de sodio ó glicerol residual (tabla 4, figura 

7 y 8). Se pueden apreciar las diferencias entre productividades lipídicas en la 

figura 7, para los tratamientos con acetato de sodio, y en la figura 8 para los 

tratamientos con glicerol residual. 

 

Tabla 4. Tabla de resultados de X2 para productividad lipídica. 

Concentración de  acetato/glicerol vs control X2 gl P 

5mM acetato de sodio 58,5 3 <0,001 

10mM acetato de sodio 148,3 3 <0,001 

20mM acetato de sodio 77,7 3 <0,001 

1%v/v glicerol residual 10,8 3 >0,01 

5%v/v glicerol residual 138,2 3 <0,001 

10%v/v glicerol residual 109,3 3 <0,001 

X2 valor prueba de chi cuadrado. gl grados de libertad. P probabilidad. 
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Las productividades lipídicas variaron considerablemente de acuerdo a las 

interacciones C/N en los cultivos suplementados con acetato, mientras que en los 

cultivos suplementados con glicerol no fue observado globalmente el mismo 

fenómeno. 

Las diferencias más relevantes fueron las siguientes: en los tratamientos con 5mM 

acetato de sodio se presentaron productividades lipídicas menores a las del 

control, el tratamiento con 10mM acetato-1,47mM nitrato exhibió una productividad 

lipídica mayor a la esperada mientras que los demás tratamientos con 10mM de 

acetato presentaron productividades lipídicas menores a las esperadas y al 

control. El tratamiento con 20mM de acetato-1,02mM nitrato presentó 

productividades superiores a las esperadas y al control; por otro lado, los 

tratamientos con 20mM de acetato y concentraciones de nitrato más altas 

mostraron productividades lipídicas más bajas que las esperadas. 

Para los tratamientos con glicerol residual, las mayores productividades lipídicas 

fueron: 1%v/v glicerol-1,94mM nitrato, 5%v/v glicerol-1,02mM nitrato y todos los 

tratamientos con 10%v/v de glicerol. Los demás tratamientos presentaron 

productividades más bajas que las esperadas y el control. 

No se encontraron diferencias estadísticamente significativas en el consumo de 

nitrógeno (X2
(4;0,05)

 =7,47; P>0,05) ni en el consumo de fósforo (X2
(4;0,05)

 =7,42; 

P>0,05). No se encontró una relación entre el porcentaje lipídico, concentración de 

biomasa, ni productividad lipídica y consumo de nitrógeno y fósforo (R2 = 0,197; 

P=0,70). 
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Figura 7. Productividades lipídicas en el control y tratamientos a los cuales se 

adicionó acetato de sodio (A) 5mM acetato de sodio, (B) 10mM de acetato de 

sodio y (C) 20mM de acetato de sodio. 
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Figura 8. Productividades lipídicas en el control y tratamientos a los cuales se 

adicionó glicerol residual (A) 1%v/v glicerol residual, (B) 5%v/v glicerol residual y 

(C) 10%v/v glicerol residual. 
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4. DISCUSIÓN 

 

Chlorella vulgaris presentó incrementos significativos en la biomasa dependiendo 

de factores como concentración de acetato de sodio ó glicerol residual y 

concentración de nitrato. Las concentraciones de biomasa significativamente más 

altas fueron obtenidas mediante los tratamientos 10mM de acetato-1,47mM 

nitrato, 10mM acetato-2,94mM nitrato y los tratamientos suplementados con 

10%v/v de glicerol. 

Se observó que el aumento de biomasa fue dependiente de la concentración de 

acetato o glicerol suministrado, en concordancia con estudios previos en algas del 

género Chlorella en los cuales la concentración de diversas fuentes de carbono 

orgánico como glucosa (Doucha & Lívanský, 2011; Heredia-Arroyo et al., 2011), 

fructosa (Camacho-Rubio et al.,1988), acetato (Heredia-Arroyo et al., 2011) y 

aguas residuales de la producción de aceite de oliva (Sánchez et al., 2001) 

influenció el crecimiento de las microalgas.  

El aumento de biomasa probablemente se debe a la incorporación del acetato 

transformado en acetil-CoA por la acetil-CoA sintetasa, y posteriormente oxidado a 

través del ciclo del glioxilato ó del ciclo de los ácidos tricarboxílicos (ATC), lo cual 

provee de esqueletos de carbono, energía como ATP y NADH (Syrett et al., 1963). 

Merret & Syrett (1960) estudiaron rutas de asimilación de acetato y descubrieron 

que el acetato es oxidado rápidamente.  En el caso del glicerol a la conversión por 

medio de la glicerol quinasa, glicerol 3-fosfato oxidoreductasa y la triosa fosfato 

isomerasa a gliceraldehido-3-fosfato y glicerato, los cuales son intermediarios en 

la ruta glucolítica o ruta de Embden-meyerhof-Parnas (EMP) para formar piruvato 

que ingresa al ciclo de ATC (Neilson & Lewin, 1974). 

Estudios realizados por Doucha & Livansky (2011) heterotróficamente en Chlorella 

vulgaris reportan aumentos de 1200% en cantidad de biomasa pero son 

empleandos 97,5 g/L de glucosa, lo cual es inaceptable porque los costos de 
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producción de biodiesel serian muy altos, además no deben existir vínculos entre 

la producción de biocombustibles y los alimentos. El presente proyecto muestra el 

potencial de la utilización de acetato y glicerol residual para la producción de 

biomasa destinada a ser convertida en biodiesel, debido a que se produjeron 

aumentos significativos del 685% de biomasa empleando bajas concentraciones 

de compuestos económicos que no comprometen la alimentación humana y que 

originan porcentajes lipídicos mayores (18%) que los obtenidos mediante el cultivo 

heterotrófico realizado por Doucha & Livansky (2011) 9,7%.  

La variación en las concentraciones de nitrato afectó el aumento de biomasa, 

Barsanti & Gualtieri (2006) sugieren una explicación a éste fenómeno, debido a 

que a nivel bioquímico, las limitaciones en nitrógeno influyen directamente en la 

formación de aminoácidos, limitando la traducción del mRNA y reduciendo la 

síntesis de proteínas. Las cuales a su vez, están involucradas en aspectos del 

crecimiento que incluyen procesos estructurales y metabólicos, como la síntesis 

enzimática (Barsanti & Gualtieri,  2006).  

En los tratamientos con acetato las interacciones carbono/nitrógeno influenciaron 

significativamente la acumulación de biomasa, este hecho puede ser causado 

porque la actividad de la isocitrato liasa, enzima clave del ciclo del glioxilato, 

depende de la disponibilidad de nitrógeno (Morris & Syrett, 1965). Dicha actividad 

desciende cuando Chlorella tiene poca concentración de nitrógeno (Morris & 

Syrett, 1965), afectando una de las posibles vías para la metabolización del 

acetato. 

Los datos atípicos encontrados en acumulación de biomasa, pueden deberse a 

cultivos con microalgas fotoinhibidas, a fluctuaciones no percibidas en el pH, o a 

alguna otra variación no registrada en las condiciones de cultivo; en el caso de las 

microalgas tratadas con acetato o glicerol, a cultivos con fases de adaptación muy 

cortas o largas. Se han reportado en la microalga Phaeodactylum tricornutum 

fases de adaptación al glicerol de hasta 70 horas (Cerón-García et al., 2000).  
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Esas posibles fases de adaptación inusuales en tratamientos con acetato, se 

deben a que en C. vulgaris, la isocitrato liasa, es sintetizada constitutivamente; 

pero el ciclo de glioxilato únicamente es funcional durante el crecimiento en 

acetato (Harrop & Kornberg, 1966). Por ende, no todas las células reaccionan 

inmediatamente haciendo funcional su ciclo de glioxilato, ocasionando diferentes 

tiempos de adaptación y asimilación del acetato (Syrett et al., 1963). 

Existe evidencia (Rachlin & Grosso, 1991) de que la acidez o alcalinidad del medio 

retarda el crecimiento de C. vulgaris, sin embargo, el rango de pH que soporta 

esta microalga es de 3.0 a 9.0. La adición de glicerol en el medio causó un 

descenso en el pH, y una concentración de 15%v/v excedió la capacidad 

amortiguadora del buffer de fosfatos, disminuyendo el pH a 2 (datos no 

mostrados), e impidiendo la supervivencia de las células. Por ende la 

concentración más alta tolerada por C. vulgaris fue de 10%v/v de glicerol. 

Algunas investigaciones reportadas en la literatura (Kaya et al., 1996; Orosa et al., 

2001; Hernández et al., 2006; Gouveia et al., 2009) se enfocan en la relación 

carbono/nitrógeno (C/N) como una forma para la producción de lípidos sin 

necesidad de modificar genéticamente el organismo y aprovechando las 

características de los ciclos metabólicos inherentes de estos microorganismos. 

Según la hipótesis del balance C/N cuando la tasa del metabolismo del nitrógeno 

se reduce por limitaciones en la concentración de nitrato, se acumulan 

compuestos de reserva, como los lípidos y el almidón (Rufty et al., 1988; Foyer et 

al., 1993, 1994).  En el presente estudio no se encontró una relación entre la 

concentración de nitrógeno y el porcentaje lipídico, observación apoyada por los 

resultados de Pérez-García et al. (2011). En este orden de ideas, solo la relación 

C/N 10mM acetato-1,47mM nitrato influenció positivamente el porcentaje lipídico. 

Indicando que otro factor metabólico además del balance C/N estaría 

interviniendo.  
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La acumulación lipídica puede que no esté relacionada únicamente con el 

aumento de las enzimas que sintetizan lípidos por el déficit de nitrógeno, sino al 

cese de otras enzimas asociadas con el crecimiento y la proliferación celular y la 

propagación de enzimas específicamente relacionadas a la acumulación de lípidos 

(Ratledge & Wynn, 2002; Ganuza et al., 2008). También se ha reportado una 

duplicación y triplicación en el contenido lipídico cuando las algas están sometidas 

a estrés fotooxidativo o a variaciones en el pH (Hu et al., 2008),  

Una vía de ensamble de ácidos grasos de cadena larga inicia a partir del acetato  

y la proteína portadora de acilo (ACP) mediante uniones carbono-carbono, 

empezando como acetil-coA y finalizando con acil-ACP (Pérez-García et al., 

2011). Para esta ruta, un acido graso típico de 18 carbonos, son requeridas 16 

moléculas de NAD(P)H. En la oscuridad, la ruta de pentosas fosfato es la 

productora del NADPH reducido (Somerville et al., 2000). No se conoce una ruta 

similar para la producción de lípidos a partir de glicerol, es probable que debido a 

que las rutas de metabolización del glicerol requieren de más pasos, no se haya 

encontrado un aumento significativo en el porcentaje lipídico, hipótesis que debe 

ser comprobada.   

Se encontraron diferencias significativas entre la productividad lipídica volumétrica 

de tratamientos con acetato, glicerol residual y control. Debido a que ésta se 

relaciona con la concentración de biomasa y lípidos (Liang et al., 2009) las 

variaciones positivas fueron resultado de porcentajes lipídicos altos y 

concentraciones de biomasa que no presentaron diferencias significativas, como 

es el caso del 1,47mM nitrato-10mM acetato; ó concentraciones de biomasa 

significativamente altas y porcentajes lipídicos comunes, como es el caso de los 

tratamientos suplementados con 10%v/v de glicerol. 

Se observó que ningún tratamiento presentó diferencias significativas tanto en la 

variable concentración de biomasa como en la de porcentaje lipídico. Con 

frecuencia se obtienen altos porcentajes de lípidos cuando las algas son 
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sometidas a condiciones de estrés impuestas por estímulos físicos y químicos (Hu 

et al., 2008), lo cual comúnmente es asociado a baja productividad de biomasa y 

por consiguiente, a baja productividad lipídica (Loera-Quesada & Olguín, 2010).  

La respuesta de las microalgas a condiciones de estrés es variable, algunas de 

esas respuestas implican cambios morfológicos, cese de la actividad celular y 

modificación de procesos metabólicos (Ben-Amotz et al., 1985). La acumulación 

de lípidos a pesar de la atenuación de la división celular, es consecuencia de la 

asimilación continua de carbono y su orientación hacia la síntesis activa de ácidos 

grasos. Bajo tales circunstancias los lípidos son empleados por la célula como 

reserva de carbono y energía, además de proteger al organismo del estrés 

fotooxidativo  (Thompson, 1996; Grossman & Takahashi, 2001; Hu et al., 2008).  

El presente proyecto, aporta nuevo conocimiento acerca de las concentraciones 

de glicerol residual y acetato de sodio más favorables para la producción de 

biomasa y lípidos, además de las relaciones carbono-nitrógeno que deben ser 

consideradas para tales propósitos. Contribuyendo a estimaciones preliminares 

para generar biomasa microalgal destinada a la producción de biocombustibles a 

gran escala de forma ambiental y económicamente viable.   
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5. CONCLUSIONES 

 

Chlorella vulgaris asimiló exitosamente el acetato de sodio en los tratamientos 

20mM acetato-1,47mM nitrato y 20mM acetato-2,94mM nitrato con una influencia 

significativamente positiva en el aumento de biomasa. En el caso del glicerol 

residual la concentración 10%v/v resultó significativamente favorecedora en el 

aumento de biomasa. 

El porcentaje lipídico incrementó significativamente en el tratamiento con 10mM 

acetato-1,47mM nitrato, sin embargo, no se encontró un patrón o relación con el 

balance carbono/nitrógeno ni con el consumo de fosfatos y nitratos. Dicho 

incremento metabólico pudiera estar influenciado por factores internos como la 

modulación enzimática o externos como el estrés fotooxidativo y el pH, hipótesis 

que deben ser evaluadas. 

La productividad lipídica estuvo influenciada por la interacción entre las 

concentraciones de carbono orgánico y las de nitrato, a excepción de los cultivos 

suplementados con 10%v/v de glicerol, en los cuales la productividad lipídica fue 

significativamente alta en todos los niveles de nitrato. Por consiguiente, se 

considera que el cultivo mixotrófico de C. vulgaris puede llevarse a cabo 

favorablemente empleando concentraciones particulares de nitrato y acetato de 

sodio ó glicerol residual para la producción de biomasa destinada a ser convertida 

en biodiesel. 
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