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Resumen 
 

 

Las microalgas son una fuente importante de metabolitos de valor agregado y que 

presentan varias ventajas para la producción de estos mismos. Metabolitos más 

importantes son los compuestos fenólicos, y en años recientes, la producción de estos 

compuestos provenientes de microalgas ha tomado un fuerte interés para la comunidad 

científica. Sin embargo, una limitante en la producción de metabolitos es la fuente de 

luz necesaria para la fotosíntesis que realizan las microalgas durante su metabolismo. 

La luz solar es fluctuante durante el año por lo que, en este trabajo, se investigó el 

efecto de la luz LED sobre la producción de compuestos fenólicos y lípidos en las 

especies de microalgas Neochloris oleoabundans y Chlorella vulgaris. Los resultados 

indican que la luz solar promueve la acumulación de biomasa para ambas especies, 

adicionalmente, la luz LED no tiene un efecto significativo en la producción de 

compuestos fenólicos en las dos especies de microalgas estudiadas. Esto sugiere que 

este tipo de iluminación no influye en la síntesis de estos compuestos, lo que podría 

orientar futuras investigaciones hacia otros factores que impacten su producción. Sin 

embargo, la luz LED resultó tener un gran potencial para reemplazar el uso de luz solar 

en lugares donde no se tenga acceso a la luz natural. 

 

Palabras clave: Microalgas, Luz LED, compuestos fenólicos. 
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Abstract 

 

Microalgae are an important source of value-added metabolites and offer several 

advantages for production over terrestrial plants. In recent years, the production of 

polyphenols from microalgae has garnered significant interest within the scientific 

community due to their diverse properties, including antioxidant, antimicrobial, and 

anti-aging effects. However, one limitation in metabolite production is the light source 

used, as microalgae are photosynthetic organisms that require appropriate light for their 

metabolic processes. While sunlight is a natural source, it varies throughout the year. 

In this study, we investigated the effect of LED light on the production of polyphenols 

and lipids in the microalgae species Neochloris oleoabundans and Chlorella vulgaris. 

Our results indicate that sunlight promotes biomass accumulation in both species. By 

other side, LED light did not present any differences in polyphenols production 

compared with sunlight in both species. LED light holds significant promise for the 

efficient production of these value-added metabolites, helping to mitigate the 

fluctuations associated with sunlight source in places where it is hard to access to 

sunlight. 

 

Keywords: Microalgae, LED light, Phenolic compounds. 
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1.  

1 Introducción y Objetivos 

 

 

1.1 Antecedentes 

Las microalgas son organismos eucariotas unicelulares y fototróficos que producen una 

gran cantidad de compuestos bioactivos que incluyen lípidos, ácidos grasos, 

carotenoides y compuestos fenólicos. Estos metabolitos se producen utilizando 

únicamente luz solar, CO2, algunos minerales y agua. Microalgas de interés a la 

biotecnología incluyen los géneros de algas verdes Chlorella y Clamidomonas. Estos 

organismos producen cantidades significativas de lípidos de almacenamiento 

conocidos como triacilglicéridos (TAG), sustancias que pueden ser tratadas 

químicamente para producir biodiésel. 

 

El cultivo de las microalgas ha tomado gran auge por la producción de biomasa de 

donde se extraen metabolitos celulares de uso comercial (lípidos, carbohidratos, 

vitaminas, colorantes, carotenoides y proteínas de alta calidad) que también pueden 

utilizarse en la industria alimentaria, farmacéutica y cosmética [2] o pueden utilizarse 

para producir biodiésel, aceite, biosíntesis de gas, biohidrógeno y bioetanol, y tienen 

un amplio potencial bioenergético [3]. 

 

El cultivo de microalgas tiene ciertas ventajas de crecimiento frente a las plantas 

superiores y uno de ellos es que no se requiere tierra de cultivo, pueden ser 

aprovechadas los canales de aguas residuales, reduciendo el consumo de agua y 

proporcionando una cantidad de nutrientes [4]. Entre la amplia gama de especies de 

microalgas, la característica clave para seleccionar una cepa para la producción de 
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biodiésel es su alto contenido en lípidos. Sin embargo, esta selección se debe realizar 

de acuerdo con las características de cada microalga para obtener resultados favorables. 

 

El cultivo de microalgas generalmente se ha llevado a cabo en sistemas abiertos; sin 

embargo, en los sistemas abiertos es complejo el mantenimiento del cultivo de 

microalgas, puesto que se mantienen expuestos a mezclarse con otros organismos que 

pueden afectar su crecimiento. Bajo este criterio se considera que los sistemas cerrados 

son la mejor opción para el cultivo de microalgas cuando se quiere usar la biomasa para 

la obtención de metabolitos de alto valor. Los sistemas cerrados presentan algunas 

ventajas tales como reducir la pérdida de CO2, evitar la evaporación del agua, permitir 

mayores concentraciones celulares y reducir el riesgo de contaminación [5]. En el 

diseño de los biorreactores se deben considerar factores importantes como el pH, la 

temperatura, el medio de cultivo, la iluminación y la penetración de la luz dentro del 

reactor [6]. La tasa de crecimiento y la fotosíntesis se ven afectadas por la intensidad 

de la luz [8]. Dado que las microalgas son fotoautótrofas dependen de una fuente de 

luz para obtener energía y convertirla en energía química como el trifosfato de 

adenosina (ATP) y el fosfato de dinucleótido de nicotinamida y adenina (NADP). Se 

considera que la luz es el parámetro más importante para el cultivo de microalgas, pues 

de ello depende el proceso de fotosíntesis y por tanto de la producción de metabolitos 

de valor agregado (lípidos, ácidos grasos, carotenoides). Por lo cual resulta de interés 

estudiar el efecto de diferentes espectros de luz sobre el crecimiento de las algas. 

 

1.1.1. Efecto de la luz en el crecimiento microalgal 

Las condiciones de luz son los principales factores que afectan la fisiología y un factor 

importante que afectan la cinética de la fotosíntesis de las microalgas. La cantidad y 

calidad de la luz determinan la cantidad de energía disponible para la fotosíntesis 

necesaria para dirigir sus actividades metabólicas [9]. Numerosos estudios con las 

microalgas de varios grupos sugieren que los pigmentos, los ácidos grasos insaturados, 

los carbohidratos, y el contenido de proteínas cambian en respuesta al aumento o 

disminución de la intensidad de la luz [10].  
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Por otro lado, la intensidad de la luz juega un papel importante y los requisitos varían 

mucho según la profundidad y la densidad del cultivo de microalgas. Si las microalgas 

se cultivan a mayores profundidades y concentraciones celulares, se debe aumentar la 

intensidad de la luz para que penetre a través del cultivo [11]. 

Para una fotosíntesis adecuada son necesarias variables tales como la intensidad, la 

calidad espectral y el fotoperiodo parámetros importantes de considerar. La baja 

intensidad de la luz provoca fotolimitación y la mayor intensidad de la luz provoca 

fotoinhibición. Las microalgas verdes contienen clorofila-a y clorofila-b en una 

proporción de 3:1. La clorofila-a tiene dos picos de absorción, es decir, uno a 430 nm 

(luz azul/violeta) y otro a 660 nm (luz roja intensa). La clorofila-b tiene un pico de 

absorción a 460 nm de luz azul y el otro a 630 nm de luz roja [12]. Esto implica que se 

debe elegir la luz de la longitud de onda correcta dependiendo de los pigmentos que 

posean las algas. Aunque el fotoperíodo varía de un organismo a otro, se considera que 

12-15 h de iluminación es el período óptimo [13]. 

 

1.1.2. Fuentes de luz para el crecimiento de microalgas en fotobiorreactores  

 

De acuerdo con [14], las fuentes de luz para el crecimiento de microalgas son: 

 

1.1.2.1. Luz solar 

La luz solar es la fuente natural de luz que tiene el espectro perfecto (espectro visible) 

para el crecimiento de las algas. 

  

1.1.2.2. Lámparas fluorescentes 

 Fotobiorreactores utilizan lámparas fluorescentes que emiten un espectro de luz azul 

o rojo.  

 

1.1.2.3. Diodo emisor de luz (LED) 

 El LED emite luz monocromática con colores muy saturados. Convierte 

eficientemente la energía eléctrica en luz sin desperdiciar mucha energía en forma de 
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calor. Solo suministra las longitudes de onda de luz que son más útiles para el 

crecimiento microalgas. 

 

1.1.3. Crecimiento microalgal bajo luz LED 

 

Diversos estudios han demostrado que el crecimiento microalgal bajo luz LED genera 

curvas de crecimiento similares a las generadas a través de otras fuentes de luz, a 

diversas longitudes de onda y de concentraciones celulares [15-18]. 

 

1.1.4. Metabolitos de interés en microalgas 

Las microalgas producen una cantidad notable de diversas biomoléculas, entre ellas 

metabolitos de alto valor para su aplicación en diversas industrias. Estos 

microorganismos pueden producir ácidos grasos, pigmentos, compuestos fenólicos, 

proteínas, entre otros de gran interés para la industria cosmética, alimentaría, 

farmacéutica y energética [19]. 

 

De los diversos metabolitos, los compuestos fenólicos son moléculas asociadas a la 

reducción de estrés oxidativo y radicales libres. Los compuestos fenólicos son 

moléculas formadas por uno o varios anillos aromáticos, entre estos compuestos se 

encuentran flavonoides, isoflavonas, lignanos y polímeros fenólicos, tales como 

proantocianidinas y taninos [20].  

Los ácidos fenólicos intervienen en estrategias de defensa o absorción de nutrientes en 

las plantas [21]. En la salud humana, están relacionados con la modulación de los 

procesos inflamatorios, regulan la digestión de macronutrientes y tiene efectos 

prebióticos sobre el microbiota intestinal [22]. 

 

En las microalgas, los compuestos fenólicos actúan para prevenir el daño celular 

causado por los radicales libres, como en eventos de alta intensidad de luz [23]. Entre 

los compuestos fenólicos que se encuentran en las microalgas se encuentran el ácido 

cafeico, el ácido ferúlico, y el ácido p-cumárico [24]. La microalga Spirulina platensis 
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ha sido reportada por su alto contenido en fenólicos (0.33 mg eq. de ácido gálico g-1), 

entre ellos ácido cafeico, ácido siríngico, ácido ferúlico, ácido p-cumárico y apigenina, 

este último conocido por su actividad antiviral [25]. Estos compuestos también han 

sido reportados en reportaron en la literatura por estar presentes en las microalgas 

Tetraselmis suecica, Botryococcus braunii, Neochloris oleoabundans, Isochrysis sp., 

C. vulgaris y P. tricornutum.  La producción de compuestos fenólicos está regulada 

por factores ambientales como salinidad, pH, temperatura, radiación UV y 

disponibilidad de luz o nutrientes, así como por inductores químicos.  
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1.2 Definición del problema 

 

Las biomasas de microalgas son ricas en diferentes tipos de metabolitos de alto valor 

agregado como pigmentos, antioxidantes, ácidos grasos. Estas biomoléculas tienen un 

potencial uso en diversas industrias como lo son: alimentarias, farmacéuticas, 

cosméticas y nutracéuticas. Sus potenciales usos refuerzan la producción a gran escala 

de microalgas en biorreactores. El biorreactor proporciona un entorno controlado de 

todos los parámetros ayudando al crecimiento eficiente en un corto período de tiempo. 

Sin embargo, estos biorreactores utilizan diferentes fuentes de luz como la luz solar, 

lámparas fluorescentes y lámparas incandescentes. Hoy en día, los diodos emisores de 

luz (LED) están captando más atención como una de las fuentes de luz en los 

biorreactores debido a su espectro de emisión y a ventajas, como su tamaño pequeño, 

peso ligero, durabilidad y eficiencia en términos de vida útil más larga. La cantidad de 

luz emitida es mucho mayor en comparación con su consumo de energía. Este trabajo 

aborda el uso de LED en fotobiorreactores para el crecimiento de microalgas y la 

producción de compuestos de alto valor agregado como los son los compuestos 

fenólicos. 
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1.3 Justificación 

 

 

Las microalgas representan un punto de vista ambiental muy alentador, porque 

producen metabolitos secundarios, como los compuestos fenólicos que pueden ser 

aprovechados en la fabricación de diferentes productos de uso farmacéutico y 

cosmético. Sin embargo, la fuente de iluminación y la intensidad de esta representan el 

factor más importante en el cultivo de microalgas y la obtención de compuestos 

fenólicos. Se ha revisado que la frecuencia en la intensidad mejora ampliamente el 

crecimiento microalgal y los metabolitos que esta produce [26].  

 

Estudios previos han demostrado que la luz artificial proporciona una mejor regulación 

de la intensidad, la duración y los espectros de luz en comparación con el uso de luz 

natural, lo que mejora ampliamente el crecimiento microalgal y sus metabolitos, sobre 

todo aquellos con valor agregado. Sin embargo, el uso de fuentes de luz artificial tiene 

un coste elevado, ya que normalmente se trata de lámparas fluorescentes, luces 

incandescentes o halógenas que tienen un amplio espectro de emisión. Por lo anterior, 

se ha propuesto el uso de diodos emisores de luz (LED) los cuales tienen las ventajas 

de un tamaño más pequeño que les permite adaptarse al cultivo de microalgas en 

interiores, un tiempo de vida útil mayor, alta eficiencia de conversión, tolerancia para 

encender y apagar continuamente y una menor disipación de calor. Una tarea urgente 

en el cultivo de microalgas es minimizar los costos derivados a la iluminación, ya que 

determinan en gran medida el costo de los compuestos obtenidos de microalgas, por lo 

cual los LED representan una alternativa viable para su uso en el cultivo microalgal. 

 

Sin embargo, la mayoría de los reportes de microalgas con luces monocromáticas se ha 

llevado a cabo para estudiar el proceso fotosintético más que su efecto sobre el 

crecimiento y la acumulación de metabolitos de interés. Recientemente se han 
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realizado pocos trabajos sobre la influencia de diferentes espectros utilizando luces 

LED en la productividad y la acumulación de lípidos. Con ello en mente, y teniendo 

desarrollo científico previo donde se ha investigado respecto a la diferencia en la 

producción a partir de las microalgas N. oleoabundans y C. vulgaris iluminadas con 

luz solar y LED.  

 

En esta tesis se propone explorar específicamente el impacto de la luz solar y los LED 

como fuente de iluminación en la producción de compuestos fenólicos en microalgas, 

con el objetivo de identificar estrategias óptimas para mejorar la calidad y cantidad de 

estos compuestos clave. El cultivo de microalgas bajo diferentes condiciones de 

iluminación ofrece una oportunidad única para entender cómo este factor ambiental 

fundamental influye en la biosíntesis de compuestos fenólicos.  
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1.4 Objetivos 

 

1.4.1 Objetivo general 

Evaluar las diferencias que existen en el cultivo de las microalgas N. oleoabundans y 

C. vulgaris cuando están expuestas a fuentes de iluminación LED y luz del sol. 

 

1.4.2 Objetivos específicos 

 

● Diseñar un sistema de cultivo semibatch que permita la recolección de 

biomasa por diferentes periodos  

● Evaluar el crecimiento de las cepas de las microalgas N. oleoabundans y 

C. vulgaris a exposición de iluminación LED y luz solar. 

● Evaluar la producción de compuestos fenólicos por el método de Folin-

Ciocalteu bajo dos condiciones de luz.  
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1.5 Hipótesis 

 

• El uso de iluminación LED tendrá un efecto significativo en la concentración 

de biomasa medida como densidad óptica, para ambas especies de microalga 

N. oleoabundans y C. vulgaris, en comparación con la exposición a luz solar 

natural.  

 

• La longitud de onda de la luz LED provoca una diferencia significativa en la 

producción de biomasa de las dos especies de microalgas. 

 

• La exposición a luz artificial de tipo LED tendrá un efecto significativo en la 

producción de compuestos fenólicos para las especies de microalga 

Neochloris oleoabundans y Chlorella vulgaris, en comparación con la 

exposición a luz solar natural.  
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2.  

2 Marco Teórico 

 

2.1 Descripción del marco teórico 

Las microalgas son organismos celulares eucariotas con un tamaño que oscila entre 

unos pocos μm y 200 μm, y son capaces de producir alrededor del 50% de todo el O2 

de la Tierra mediante fotosíntesis [27]. Las microalgas se han adaptado de forma única 

a hábitats extremos a lo largo de miles de millones de años de evolución [28]. Presentan 

una clasificación que va de acuerdo a su pigmentación [29]: Chlorophyceae (algas 

verdes), Cyanophyceae (algas verde-azuladas), Chrysophyceae (algas doradas), 

Rhodophyceae (algas rojas), Phaeophyceae (algas pardas) y Bacillariophyceae 

(diatomeas); todas tienen un amplio rango de moléculas orgánicas que son 

ampliamente usados.  

 

2.1.1. Factores de crecimiento 

El crecimiento de las microalgas requiere una cantidad de luz solar, agua (salada o 

dulce, según el tipo de microalgas) y nutrientes como CO2, Nitrógeno y fósforo [30]. 

 

2.1.2. Fuente de iluminación 

La fotosíntesis es el proceso mediante el cual los organismos fotoautótrofos captan la 

luz solar de forma eficiente y la convierten en moléculas orgánicas y biomasa con una 

eficiencia que es variable, dependiendo de las especies y de las condiciones 

ambientales [31]. 

 

La luz, un componente esencial para la fotosíntesis, se presenta en una gama diversa 

de longitudes de onda, y cada tipo de luz puede afectar de manera única el crecimiento 
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de las microalgas. Un aspecto clave a considerar es la capacidad de las microalgas para 

absorber la luz a través de los pigmentos fotosintéticos, como la clorofila. Estos 

pigmentos poseen máximos de absorción en diferentes regiones del espectro, lo que 

implica que las microalgas pueden responder de manera diferente a diversas fuentes de 

luz. La luz solar, con su espectro completo, ha sido la fuente de energía predominante 

para las microalgas en su entorno natural. Sin embargo, cuando se cultivan en entornos 

controlados, la exposición a la luz solar directa puede no ser la opción más eficiente. 

La intensidad y la duración de la luz solar pueden variar significativamente, lo que 

podría resultar en fluctuaciones en el crecimiento microalgal. No obstante, la luz solar 

natural es rica en diversidad espectral, proporcionando a las microalgas la oportunidad 

de utilizar diferentes longitudes de onda para la fotosíntesis. El uso de iluminación LED 

ha ganado popularidad en la investigación y producción de microalgas debido a su 

capacidad para proporcionar luz de espectros específicos. Al ajustar la combinación de 

colores, es posible personalizar la fuente de luz para maximizar la eficiencia 

fotosintética y, por ende, el crecimiento microalgal. Investigaciones han demostrado 

que la iluminación LED puede mejorar la productividad y la calidad de las microalgas 

al proporcionar una fuente de luz más controlada [32,35]. 

  

La luz es considerada el factor principal debido a que la duración y la intensidad de la 

luz afectan directamente a la fotosíntesis de las microalgas e influyen en su 

composición bioquímica y en el rendimiento de biomasa [27]. La luz que usan las 

microalgas es la luz visible del espectro en el intervalo de longitudes de onda 400-

700 nm y se denomina radiación fotosintéticamente activa [33]. En este rango, los 

pigmentos como las clorofilas, los carotenoides y las ficobiliproteínas, absorben la luz 

[34], afectando directamente el metabolismo de las microalgas mixótrofas, capaces de 

combinar tipos de nutrición autótrofa y heterótrofa, así como la fotoheterótrofa [35]. 

 

El cultivo de las microalgas puede llevarse a cabo con luz natural o luz artificial, en 

este caso dependerá mucho de la intensidad lumínica que le llegue al cultivo para que 

se obtenga un buen resultado en el rendimiento de biomasa. Respecto a la fuente de 
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iluminación se deben de considerar dos factores de la fuente, la intensidad luminosa, la 

duración de la iluminación y el uso de rayos de diferente composición espectral para 

un mejor aprovechamiento [36].  

 

Una iluminación baja puede tener un efecto limitante sobre el crecimiento de las 

microalgas, y una iluminación demasiado alta puede tener uno [37]. Esto es, bajo luz 

excesiva puede conducir a daños fotooxidativos en el aparato fotosintético y a la 

disminución de la eficiencia y la tasa de fotosíntesis; es decir, a la fotoinhibición [4]. 

Por otro lado, es indispensable considerar las longitudes de onda para el crecimiento 

de las microalgas. Las longitudes de onda roja y azul de la luz con una cantidad 

adecuada de densidad de flujo de fotones conducen a una concentración máxima de 

biomasa [38]. 

Por su parte, el contenido de pigmentos como la clorofila afectan directamente la 

absorción de la región fotosintéticamente activa [39]. La clorolifa-a y la clorofila-b 

absorben fácilmente la energía suministrada por la luz roja y sus electrones se elevan 

al primer estado de excitación en el complejo captador de luz. En comparación con la 

luz roja, la luz azul tiene un 40% más de energía y una longitud de onda más corta. 

Debido a esto, la luz azul eleva los electrones a su segundo estado de excitación en el 

complejo captador de luz desde donde vuelven al estado de fundamental después de 

transferir energía a los componentes descendentes de los fotosistemas (PS) I y II. Los 

LED azules desempeñan un papel vital en la regulación del crecimiento y el 

metabolismo celular [40]. Los LED verdes tienen las características que emiten 

aproximadamente tres veces menos fotones que los rojos, de acuerdo con esto, los 

valores sugieren que los LED rojos ayudan en la producción de biomasa de manera 

más rápida [41]. 

 

En condiciones de poca luz (100 µmol m-2 s-1), las microalgas tienden a sobreacumular 

clorofila en capas empaquetadas de células que lleva al autosombreado y reducir aún 

más el paso de la luz; por otro lado cuando se exponen los cultivos de microalgas a 

intensidades de luz de 300 a 500 µmol m-2 s-1, las células de microalgas tardan más en 
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aclimatarse  y en muchas ocasiones son llevadas a la fotoinhibición provocando estrés 

lumínico, lo cual indica una disminución en la clorofila y maximizando la capacidad 

de fijación de CO2 [42].  

 

2.1.3. Nutrientes 

Por lo general, la producción de compuestos fenólicos está relacionada con la 

disponibilidad y la calidad de las fuentes de nitrógeno durante el proceso de cultivo de 

las microalgas. La importancia de la fuente de nitrógeno comienza porque es 

componente fundamental de las proteínas y desempeña un papel vital en el crecimiento 

celular y, por ende, en la síntesis de diferentes compuestos. La mención de que el 

nitrógeno puede representar entre el 7 y el 20% del peso corporal celular remarca la 

importancia cuantitativa de este nutriente en el contexto de las microalgas [43]. 

 

En un estudio donde se observaron fases de suministro de nitrógeno se revelan aspectos 

cruciales para la optimización de la producción de fucoxantina, un pigmento muy 

importante en las microalgas. Esta valiosa investigación, centrada en el cultivo por lotes 

de Tisochrysis lutea, proporciona una perspectiva esclarecedora sobre la dinámica de 

este proceso y su relación directa con la síntesis de fucoxantina. La observación de dos 

fases claramente definidas, la fase de suministro de nitrógeno y la fase de inanición de 

nitrógeno, revela la respuesta de las microalgas a la disponibilidad de este 

macronutriente esencial. En los tres primeros días de crecimiento exponencial, 

característico de la fase de suministro de nitrógeno, se registra un aumento 

impresionante del 91.7% en el contenido de fucoxantina. Este incremento sugiere una 

conexión directa entre la disponibilidad de nitrógeno y la capacidad de las microalgas 

para sintetizar este valioso compuesto. Sin embargo, la transición a la fase de inanición 

de nitrógeno revela una disminución significativa del contenido de fucoxantina, 

llegando a una reducción del 52.9% después de tres días. Este declive evidencia la 

dependencia directa entre la fucoxantina y las condiciones nutricionales específicas 

durante las fases cruciales del ciclo de crecimiento de las microalgas. La comprensión 

de esta dinámica no solo es esencial para la producción eficiente de fucoxantina, sino 
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que también proporciona una visión más profunda de los mecanismos fisiológicos de 

las microalgas en respuesta a las variaciones en el suministro de nitrógeno. Al utilizar 

dos unidades de concentración de nitrógeno distintas, milimolar y gramo por litro, se 

logra un análisis más detallado de cómo las microalgas responden a variaciones en la 

disponibilidad de nitrógeno. En particular, se destaca que una concentración elevada 

de nitrógeno (300 mg L-1) potencia tanto el crecimiento de la biomasa como el número 

de células en la mayoría de las microalgas productoras de fucoxantina [44]. 

  

Los cultivos de microalgas requieren macronutrientes esenciales, vitaminas y 

oligoelementos en cantidades adecuadas y en formas químicas biodisponibles. Se 

podría decir que la columna vertebral de los nutrientes que necesitan las microalgas 

son C1H1.7O0.4N0.15P0.0094 donde las cantidades de nitrógeno disponibles en el cultivo 

alteran directamente el crecimiento celular [27]. Los micronutrientes Mo, K, Co, Fe, 

Mg, Mn, B y Zn solo se necesitan en cantidades mínimas, pero tienen un fuerte efecto 

antioxidante [45]. 

 

En general, el nitrógeno y el fósforo inorgánicos se absorben en forma de nitratos y 

fosfatos. La urea también es una fuente adecuada y una alternativa rentable a otras 

fuentes de nitrógeno inorgánico. El carbono puede añadirse al cultivo de algas en forma 

orgánica, como glicerol o acetatos, o como CO2. Sin embargo, para el cultivo de 

microalgas a gran escala, debe utilizarse CO2 ambiental como fuente de carbono, que 

no solo es de bajo costo, sino que añade el beneficio de la mitigación del CO2. El P, el 

N y el C son los principales nutrientes inorgánicos esenciales para el crecimiento de las 

microalgas [27]. La carencia de nutrientes afecta en gran medida a la tasa de 

crecimiento de las microalgas y da lugar a una baja biomasa [46] por lo que se ve 

afectado la síntesis y acumulación de carbohidratos y lípidos en las microalgas [47]. 

Cuando la biomasa se quiere usar para uso comercial o la obtención de moléculas es 

importante considerar la importancia de las fuentes de nutrientes para obtener mejores 

resultados. 
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2.1.4. Temperatura 

La temperatura, un factor ambiental de suma importancia, ejerce una influencia crucial 

en el desarrollo de microalgas, desencadenando una serie de respuestas que afectan su 

tasa de crecimiento, tamaño celular, composición bioquímica y requisitos 

nutricionales. Esta compleja relación entre las microalgas y la temperatura se convierte 

en un componente esencial para comprender y optimizar la producción de compuestos 

bioactivos. Sin embargo, las microalgas tienen capacidad para adaptarse a distintos 

rangos de temperatura. Normalmente, el crecimiento de diferentes microalgas tiene 

lugar en un rango de temperatura de 20 y 30 °C [48]. 

 

Cada especie tiene su propio rango óptimo de temperatura de crecimiento por lo que es 

posible clasificar las algas como psicrófilas (<15 °C), mesófilas (<50 °C) y termófilas 

(> 50 °C) [29]. La temperatura máxima que se ha reportado para las algas eucariotas es 

de 62 °C [49]. Aumentar la temperatura hasta el rango óptimo incrementa 

exponencialmente el crecimiento de las algas, pero un aumento o disminución de la 

temperatura más allá del punto óptimo retrasa o incluso detiene el crecimiento y la 

actividad de las algas [50], porque la temperatura está relacionada con la fijación del 

carbono. En efecto, las temperaturas más elevadas favorecen la absorción y la fijación 

de CO2, pero representan un factor inhibidor del metabolismo respiratorio y de las 

proteínas fotosintéticas ya que perturban el equilibrio energético de las células [29]. La 

actividad de fijación de CO2 de la enzima ribulosa-1,5-bisfosfato 

carboxilasa/oxigenasa (RuBisCo) se ve afectada por el aumento de la temperatura hasta 

un cierto nivel y luego disminuye [51]. Además, una temperatura más elevada también 

reduce el tamaño celular y la respiración [27]. 

 

Al igual que con la salinidad, la temperatura óptima para cada microalga se revela como 

un factor determinante para maximizar cualquier bioproceso. Un estudio aplicando la 

metodología de superficie de respuesta ha proporcionado valiosos datos sobre la 

temperatura óptima para T. lutea, demostrando que 25 °C es la temperatura ideal para 

lograr el máximo contenido de fucoxantina [52]. 
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Este hallazgo destaca las necesidades de cada microalga remarcando la importancia de 

personalizar las condiciones de cultivo para maximizar los resultados deseados. Por 

otro lado, un estudio adicional sobre T. lutea remarca que, entre varias temperaturas 

evaluadas (16.5, 20, 25 y 30 °C), la microalga favoreció una temperatura de 30 °C. Esta 

condición termal resultó en la máxima concentración de biomasa (1.81 g L-1) y un 

contenido de fucoxantina significativo, aproximadamente el 0.21% del peso seco [44]. 

Este resultado pone de manifiesto la plasticidad de las microalgas para adaptarse a 

condiciones térmicas específicas, lo que puede tener consecuencias directas en la 

productividad y calidad de los compuestos deseados. Un aspecto interesante observado 

en este estudio fue el mayor diámetro celular a temperaturas más bajas (16.5 °C) en 

comparación con temperaturas más altas (30 °C). Este fenómeno se asoció con la 

acumulación de lípidos intracelulares, sugiriendo que el tamaño celular puede ser una 

respuesta adaptativa a las temperaturas. Estas observaciones señalan a la complejidad 

de las interacciones entre la temperatura y los procesos biológicos en las microalgas, y 

destaca la necesidad de entender no solo los efectos en la producción de fucoxantina, 

sino también en la fisiología celular.  El contenido de lípidos aumenta de 5.9 a 14.7% 

con la disminución de la temperatura de 30 a 25 °C, mientras que la tasa de crecimiento 

se mantiene intacta [53]. 

 

En resumen, establecer la temperatura óptima para las microalgas se vuelve crucial 

para alcanzar un crecimiento y contenido de moléculas orgánicas, especialmente 

considerando su comercialización. Este enfoque de optimización basado en la 

temperatura es esencial para el creciente campo de la biotecnología de microalgas, 

proporcionando conocimientos valiosos sobre cómo modular las condiciones 

ambientales para mejorar la producción de compuestos bioactivos. 
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2.1.5. Fuente de carbono 

Las microalgas fotoautótrofas se posicionan como agentes cruciales en la fijación de 

dióxido de carbono, ejecutando un papel esencial en la fotosíntesis. Este proceso no 

solo sustenta su propio crecimiento, sino que también incide directamente en la 

acumulación de fucoxantina. El carbono es el principal elemento de la biomasa 

microalgal ya que representa el 65% del peso seco, pero en algunas especies y 

condiciones de cultivo no supera el 18% [29]. Sin embargo, su aumento está 

estrictamente vinculado con la limitación de nutrientes como el N y el P. El carbono 

inorgánico se fija en el interior de las células microalgales a través del ciclo de Calvin 

[54]. 

 

La hidratación del CO2 para formar HCO3
–, que es fácilmente utilizado por las 

microalgas, es un proceso extremadamente lento [55]. Por otro lado, el pH y la 

temperatura influyen en la disolución del CO2, si no existe un pH y temperatura 

adecuado la disolución del CO2 se vuelve lenta [34], esto llega a producir una 

desgasificación en el medio de cultivo, provocando un rendimiento de biomasa muy 

bajo, un método efectivo para solucionar la demanda de CO2 en el medio de cultivo es 

el uso de reactores continuos [55]. El pH y el CO2 son factores que están relacionados 

debido a que el pH del cultivo aumenta con el tiempo, la especie CO3
2- se vuelve 

dominante por encima del pH 8.5, y no es asimilada favorablemente por las microalgas, 

lo que provoca una reducción del crecimiento. El estudio realizado por McClure y 

colaboradores [56] arroja luz sobre el complejo equilibrio entre la concentración de 

CO2, el crecimiento microalgal y la producción de moléculas orgánicas. La 

investigación se centró en P. tricornutum, analizando tres concentraciones diferentes 

de dióxido de carbono (0.1 y 2%). Los resultados revelaron una dinámica compleja: a 

medida que la concentración de dióxido de carbono aumentaba, la concentración de 

biomasa disminuía. Este fenómeno alcanzó su punto máximo con una concentración 

del 2%, que provocó una disminución del 62.2% en la concentración celular en 

comparación con las muestras sin CO2. Sin embargo, en un giro inesperado, la mayor 

concentración de biomasa (0.45 g L-1) se obtuvo en ausencia de CO2. Este hallazgo 
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plantea interrogantes sobre el papel del CO2 y sus implicaciones en la acidificación del 

medio, evidenciado por la reducción del pH a 6.9 con una concentración del 2%. 

  

 

2.1.6. pH  

Al cultivar microalgas es importante tener en cuenta el pH ya que afecta a diferentes 

procesos celulares, al metabolismo energético, a las proteínas, y la estructura y función 

de los orgánulos celulares, entre otros [57].  

 

El pH es un factor operativo básico que impulsa el crecimiento microalgal ya que el 

pH afecta al proceso fotosintético, a la presencia de disponibilidad de nutrientes 

inorgánicos a través de la especiación de carbono y metales, a la tasa de producción de 

lípidos y a las actividades enzimáticas dentro de la célula [58], la mayoría crece 

favorablemente en el rango de pH de 6 a 8.8 [27]. El medio de cultivo de las algas se 

mantiene inicialmente a pH neutro en el momento de la inoculación, como las especies 

carbonatadas del medio están reguladas por el pH [59]. El rango óptimo de pH oscila 

entre 7.5 y 8.5 para el crecimiento de microalgas que varía según la cepa. El pH del 

medio de cultivo de las microalgas aumenta constantemente durante el día debido a la 

utilización de carbono inorgánico. Sin embargo, un pH extremo del sistema de cultivo 

dificulta la disponibilidad de CO2 y, por lo tanto, dificulta el crecimiento microalgal 

[60]. Si el pH aumenta hasta 9.5, la cantidad de clorofila en las microalgas disminuye. 

Las diferentes especies de microalgas tienen diferentes pH y salinidad óptimos [61]. 

Al variar el pH del medio, la fotosíntesis se ve afectada lo que repercute en la tasa de 

crecimiento de las microalgas [62]. Cuando se disuelve en agua, el CO2 se convierte en 

ácido carbónico, lo que aumenta el pH y el medio se vuelve más alcalino. Mientras que 

el consumo de amonio libera hidrógeno que disminuye el pH y el medio se vuelve más 

ácido [63]. Por lo anterior, es necesario controlar cuidadosamente el pH durante el 

cultivo de las microalgas. Si no se mantiene un pH óptimo puede producirse un colapso 

completo del cultivo debido a la alteración de muchos procesos celulares [60]. 
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3.  

3 Métodos  

 

3.1 Material biológico 

Se estudiaron dos especies diferentes de microalgas, la cepa de la microalga N. 

oleoabundans UTEX 1185 fue proporcionada por el Dr. Edmundo Lozoya Gloria del 

Centro de Investigación y de Estudios Avanzados (CINVESTAV), Unidad Irapuato. 

Por su parte, la cepa de la especie C. vulgaris fue donada por la Dra. Varinia López 

Ramírez del Instituto Tecnológico Superior de Irapuato.  

 

3.2 Descripción del sistema de biorreactores 
 

El sistema está conformado de cuatro biorreactores que constan de frascos de cristal, 

cada uno de aproximadamente 1.5 L de volumen. Dos biorreactores son sometidos a 

luz solar mientras que los otros dos a luz artificial LED. A cada biorreactor se le adaptó 

una tapa de aluminio que fue perforada con tres orificios: uno para la entrada de aire, 

el segundo para la salida de aire, y el tercero para la toma de muestra líquida. El aire se 

alimentó al sistema empleando un compresor de aire, previo paso por un filtro de 

carbono. Antes de ingresar a los biorreactores, el aire es pasado por un filtro de 

membrana Whatman de 0.20 μm (Figura 1). 

 

a) b) 



21 

  

Figura 1. Adaptación de las tapas de aluminio para los biorreactores donde a) horadación de la tapa de 

aluminio, b) filtro de membrana en la entrada de aire. 

 

Los dos biorreactores sometidos a la luz solar fueron colocados en una mesa contigua 

a una ventana translúcida (Figura 2).  

 

 

Figura 2. Biorreactores en operación sometidos a luz solar. A la izquierda, cultivo de N. oleoabundans, 

y a la derecha, C. vulgaris. 

 

Por su parte, para controlar la iluminación artificial LED en los otros dos biorreactores, 

estos se instalaron dentro de una caja de madera que contenía series de luces LED 

(Figura 3). En la Figura 4 se muestran los biorreactores operando con iluminación 

LED.  
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Figura 3. Caja adaptada para contener los biorreactores sometidos a luz LED. 

 

 

  

Figura 4. Biorreactores en operación sometidos a iluminación LED. A la izquierda, cultivo de N. 

oleoabundans, y a la derecha, C. vulgaris. 
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Por su parte, en la Figura 5 se presenta el esquema del sistema de biorreactores 

mostrando los componentes más importantes: i) Filtro de carbón activado para el aire 

suministrado proveniente de un compresor para la aireación del medio, ii) rotámetro 

para medición del flujo volumétrico de aire, iii) biorreactores expuestos a luz natural, 

iv) biorreactores expuestos a luz LED. 

 

 

a) 

 

b)

 

Figura 5. Sistema de biorreactores en operación, a) Esquema completo del sistema donde 1: Flujo de 

aire al filtro de carbón activado, 2: Rotámetro, 3: Biorreactores expuestos a luz natural, 4: Biorreactores 

expuestos a luz LED, Conexiones en biorreactores A: Entrada de aire, B: Puerto de muestreo, C: 

Respiradero; b) Sistema de biorreactores en operación.  
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3.3 Condiciones del cultivo 

 

El Medio Basal Bold (MBB) es un medio de crecimiento para algas de agua dulce y 

fue usado para el cultivo de las especies de microalgas analizadas en este estudio. Para 

la preparación del medio, se pesaron las cantidades de cada una de las sales descritas 

en la Tabla 1 necesarias para preparar 1 litro de solución MBB a 100x. En total, se 

prepararon 25 L de medio de cultivo para tener suficiente reserva del medio y se 

mantuvo en refrigeración a una temperatura de 3.5 ºC. La esterilización del medio de 

cultivo se llevó a cabo cada 15 días al momento de realizar un cambio de medio de 

cultivo en los biorreactores [64].  

 

Tabla 1. Cantidades de cada especie para preparar un litro de MBB a 100x 

Fórmula química Nombre de la especie química Masa (g) 

K2HPO4  Fosfato monoácido de potasio  3.000  

KH2PO4  Fosfato diácido de potasio  7.000  

NaNO3  Nitrato de sodio  4.000  

NaCl  Cloruro de sodio  1.000  

MgSO4 •7H2O  Sulfato de magnesio heptahidratado  3.000  

H3BO3  Ácido Bórico  0.456  

EDTA  Ácido etilendiaminotetraacético                                                                       2.000 

KOH  Hidróxido de potasio  1.240  

MnCl2 • 4H2O  Cloruro manganoso tetrahidratado  0.057  

Na2MoO4 • 2H2O  Molibdato de sodio dihitratado  0.047  

CoCl2 • 6H2O  Cloruro de cobalto hexahidratado  0.016  

ZnSO4 • 7H2O  Sulfato de cinc heptahidratado  0.353  

CuSO4 • 5H2O  Sulfato de cobre pentahidratado  0.063  

FeSO4 • 7H2O  Sulfato ferroso heptahidratado  0.199  

CaCl2 • 2H2O  Cloruro de calcio dihidratado  1.000  

H2SO4  Ácido sulfúrico  0.100 (mL)  
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Para la preparación del medio de cultivo, se inocularon los cuatro biorreactores con 10 

mL de cultivo de microalgas, en 990 mL de medio MBB. Como resultado, el medio de 

cultivo preparado de C. vulgaris registró una concentración inicial de 0.004 g L-1, 

mientras que el medio preparado de N. oleoabundans registró una concentración de 

2.9 g L-1. 

 

La concentración de las células de microalgas fue medida por medio de densidad óptica 

(g L-1). La densidad óptica se midió a dos diferentes longitudes de onda (λ): 540 nm y 

680 nm, para ambos sistemas de biorreactores. 

 

El procedimiento de muestreo fue el siguiente: se tomaron 10 mL de muestra de cada 

reactor por medio de una jeringa desde el puerto de muestreo (Figura 5). Las muestras 

se tomaron por triplicado de cada uno de los cuatro biorreactores tres veces al día, 

procurando ser en el mismo horario (8:00 horas, 12:00 horas y 15:00 horas). En total, 

cada día se tomaron 36 muestras y los resultados de las mediciones de densidad óptica 

se promediaron por día para cada cepa de microalga y a diferente tipo de luz.  

 

Las microalgas fueron cultivadas por 150 días comenzando a finales del mes de abril 

de 2022 hasta el mes de agosto del mismo año, obteniéndose 1800 muestras con sus 

respectivos triplicados.  

 

En este experimento no hubo un control de temperatura, la temperatura usada para el 

crecimiento fue temperatura ambiente. Por su parte, para la aireación del medio en cada 

biorreactor se empleó un flujo de aire de 80 cm3 min-1. Además, debido a las variaciones 

durante el día, la intensidad de la luz natural se midió a través de un luxómetro tres 

veces al día (8:00 h, 12:00 h y 15:00 h). En contraparte, para el caso de los biorreactores 

sujetos a luz LED, la intensidad de la luz fue constante.  
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3.4  Cosecha de biomasa 

 

Durante el periodo de 150 días de experimentación, se cosechó 1 litro de medio de 

cultivo de cada biorreactor en ciclos con una duración de 15 días. Las muestras de 

medio de cultivo se centrifugaron en varios tubos Falcon por 10 min a 5000 rpm. 

Después de cada centrifugación, la biomasa centrifugada se sometió a un lavado con 

agua desionizada. Este procedimiento de centrifugación y lavado es necesario para 

disminuir la concentración elevada de sales del medio MBB por lo que se repite varias 

veces hasta que el sobrenadante luce significativamente claro. Finalmente, la biomasa 

fue almacenada en los tubos Falcon durante 24 horas a una temperatura de -40 °C. Una 

vez congeladas las muestras fueron llevadas a liofilización durante 12 horas. 

 

3.5 Extracción y cuantificación de 

compuestos fenólicos 

  

Para extraer los compuestos fenólicos, 50 mg de la biomasa previamente liofilizada y 

pesada fue diluida en 500 μL de metanol (CH3OH), se aisló de la luz y se dejó 

incubando en agitación por 24 horas a temperatura ambiente. Pasadas las 24 horas las 

muestras fueron retiradas de la agitación y se llevaron a centrifugación por 15 min a 

12000 rpm, se recuperó el extracto fenólico en tubos eppendorf [65]. 

 

Para la cuantificación de extractos fenólicos se realizó por el método Folin-Cilcateu. 

En una placa de 92 pocillos se colocó una mezcla de agua, carbonato de sodio, muestra, 

y reactivo Folin, se dejó reaccionar por 15 min. Además, se utilizó como blanco un 

pocillo que contenía 70% de metanol y las concentraciones se compararon con una 

curva de calibración de ácido gálico como curva de referencia. Posteriormente la placa 
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se midió a 760 nm [65]. Los compuestos fenólicos obtenidos se reportan como mg de 

equivalentes de ácido gálico por g de muestra.  

 

 

3.6 Análisis de composición elemental 

CHNS  

 

Para el análisis elemental primero se recolectó biomasa de los cultivos de los 4 

reactores de las microalgas, se secó por liofilización y se pesaron 20 mg de cada 

muestra de biomasa. Para hacer un blanco se pesaron 2 mg de 2,5-Bis(5-tert-butil-

benzoxazol-2-yl) tiofeno (BBOT) y 8 mg de V₂O₅ donde el BBOT tuvo la función de 

muestra. Para medir las muestras de biomasa se pesaron 2 mg de la muestra de biomasa 

seca y 8 mg de V₂O₅ en una cápsula de aluminio para colocarla en el analizador CNHS, 

la biomasa restante se llevó a un horno a 100 °C para realizarle análisis de cenizas. 

Todas las muestras fueron analizadas por triplicado [66]. 

 

 

3.7 Análisis estadístico 

Las muestras fueron analizadas por triplicado, cada réplica del experimento fue un 

biorreactor. Los resultados fueron analizados a través del método de Fisher y pruebas 

de factores, utilizando el programa estadístico Minitab versión 18.  
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4.  

4 Resultados 

4.1 Crecimiento de microalgas 

Como se mencionó anteriormente, el crecimiento en los sistemas de cultivo de 

microalgas se mantuvo por ciclos de 15 días para obtener una concentración de biomasa 

que permitiera aprovechar al máximo el medio de cultivo. Esto representó un reto 

puesto que en muchas ocasiones en el día 10 de crecimiento, los cultivos registraron 

concentraciones celulares altas con valores de absorbancia mayores que la unidad. Por 

lo anterior, para tomar mediciones de absorbancia apropiadas se realizaron diluciones 

con un factor 1:4. Este factor fue considerado también en las pruebas estadísticas.  

 

Una concentración celular elevada impide la penetración de la luz, lo que a su vez 

provoca una disminución de la actividad fotosintética. El efecto de la concentración 

celular puede reducirse por medio de la aireación, operación que no solo provee del 

oxígeno para la fotosíntesis, sino que también promueve una homogenización del 

medio de cultivo. La agitación es una operación importante porque además disminuye 

la sedimentación de microalgas lo que puede llevar a una reducción en la intensidad de 

luz disponible para las células sedimentadas, afectando negativamente su crecimiento 

y la productividad global del cultivo. Finalmente, la agitación ayuda a que todas las 

células reciban una cantidad adecuada de luz, transportando las microalgas desde las 

zonas sombreadas a las zonas iluminadas, y viceversa. 

 

La productividad de la biomasa se ve afectada por la duración, la longitud de onda y la 

intensidad de la luz expuesta a las microalgas. Si se aumenta la intensidad de la luz, 

aumentan también la tasa de crecimiento y la acumulación de lípidos hasta alcanzar un 
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valor máximo denominado saturación de luz de las microalgas, que es un equilibrio 

entre la fotorrespiración y la fotoinhibición [7]. 

 

Al inicio de los cultivos se presentó mucha variabilidad en el aumento del pH, las dos 

especies de microalgas en ambas condiciones de luz presentaban tendencia al aumento 

del pH, ocasionando un bajo crecimiento de células. Con el fin de mantener un pH 

estable (y no generar otro factor experimental) se aumentaron los niveles de fosfatos 

en el medio de cultivo, manteniendo así un pH estable. Asimismo, se ha reportado que 

el aumento de nitrógeno y fósforo en el medio de cultivo de microalgas pueden influir 

en el rendimiento de lípidos y ácidos grasos [7]. 

 

La Figura 6 muestra el comportamiento del crecimiento de las microalgas en los 

diferentes biorreactores a una longitud de onda (λ) de 740 nm. Durante los primeros 

días de la operación del sistema (día 0 a día 3), las microalgas mostraron un crecimiento 

constante en ambas condiciones de luz. A partir del día 4, las microalgas comenzaron 

la fase de crecimiento exponencial. En el primer ciclo, los cultivos muestran un 

crecimiento hasta la fase exponencial; a partir del segundo ciclo, comenzaron a mostrar 

un aumento en las concentraciones de biomasa. Se observó una gran variabilidad al 

utilizar la luz solar en la microalga N. oleoabundans con picos muy elevados en los 

ciclos C2, C3, C4 y C5 que luego mostraron caídas abruptas en la biomasa. Por su 

parte, con iluminación LED los cultivos permanecieron muy constantes en su 

crecimiento. Para C. vulgaris se observó de igual manera una gran variabilidad en su 

crecimiento utilizando luz natural, mostrando solamente un pico elevado en el tercer 

ciclo.  Igualmente, C. vulgaris crece de manera constante con iluminación LED. Sin 

embargo, N. oleoabundans mostró mayor producción de biomasa en comparación con 

C. vulgaris. 
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Figura 6. Comportamiento del crecimiento microalgal a dos condiciones de luz y a una λ= 740 nm. 

 

Durante el todo el experimento, la concentración de biomasa de N. oleoabundans varió 

entre 2.9 y 25.9 g L-1 empleando luz solar, con un promedio de 8.8  6.4 g L-1, en 

comparación con el rango de 2.9 a 21.7 g L-1 empleando luz LED, y un promedio de 

7.8  5.0 g L-1. De acuerdo con una prueba t no pareada para la comparación de medias, 

no existe diferencia significativa entre las concentraciones de biomasa de N. 

oleoabundans empleando los dos tipos de luz analizados en este estudio con una 

λ = 740 nm (valor P= 0.1326). Como resultado, se rechaza la hipótesis propuesta de 

que existe un efecto significativo en la producción de biomasa de N. oleoabundans al 

emplear luz LED en comparación al uso de luz natural. Sin embargo, lo anterior implica 

que, si bien no existe un incremento en la producción de biomasa empleando luz LED, 

los niveles de concentración no fueron menores por lo que puede emplearse este tipo 

de iluminación artificial para reemplazar al uso de luz natural, lo cual disminuiría el 

tiempo de producción. 

 

Por su parte, durante la etapa experimental se obtuvieron concentraciones de biomasa 

de C. vulgaris en el rango entre 0.0 y 1.8 g L-1 utilizando luz solar con un promedio de 

0.3  0.3 g L-1. Además, cuando se empleó luz LED, la concentración de C. vulgaris 

varió entre 0.0 y 0.5 g L-1 con un valor medio de 0.2  0.1 g L-1. En este caso, la prueba 

t indica que sí existe diferencia significativa entre las medias de las concentraciones de 
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C. vulgaris empleando los dos tipos de luz (valor P = 0.0001). Por lo anterior, en C. 

vulgaris se acepta la hipótesis de que existe un efecto significativo usando diferente 

fuente de luz, siendo en este caso, mayor la producción al emplear luz natural como 

fuente de iluminación. 

 

Con respecto al crecimiento microalgal a la longitud de onda de 680 nm, la misma 

tendencia general se mostró para ambas cepas y los dos tipos de luz analizados (Figura 

7). En el caso del crecimiento de N. oleoabundans al utilizar luz natural, el rango de 

concentración de biomasa varió entre 1.0 y 10.3 g L-1 con un promedio de 3.5  2.5 g 

L-1. Sin embargo, cuando se empleó iluminación LED, el rango de concentración 

fluctuó entre 1.0 y 8.3 g L-1 con una media de 3.1  1.9 g L-1. La prueba t no pareada 

indicó que no existe diferencia significativa con un valor P = 0.1198. Finalmente, el 

crecimiento de C. vulgaris empleando los dos tipos de luz a una λ = 680 nm fue de 

0.3  0.2 g L-1 y 0.2  0.1 g L-1 para iluminación natural y LED, respectivamente, 

mostrando una diferencia claramente significativa entre los tratamientos.   

 

Con respecto al efecto de la longitud de onda, debe notarse que las concentraciones 

promedio de biomasa para N. oleoabundans a una λ = 740 nm (8.8  6.4 g L-1 con luz 

natural y 7.8  5.0 g L-1 con luz LED) son claramente superiores a aquellas registradas 

a una λ = 680 nm (0.3  0.3 g L-1 con luz natural y 0.2  0.1 g L-1 con luz LED). De 

forma similar, las concentraciones promedio de biomasa de C. vulgaris a una λ = 740 

nm (3.5  2.5 g L-1 con luz natural y 3.1  1.9 g L-1 con luz LED) son superiores a las 

registradas con λ = 680 nm (concentraciones no mayores a 0.3 g L-1 para ambos tipos 

de luz). De acuerdo con estos resultados, se acepta la hipótesis de que la longitud de 

onda tiene un efecto significativo sobre la producción de biomasa de ambas especies 

de microalga, siendo la longitud de λ = 740 nm la que permitió mayores niveles de 

concentración, expresadas como densidad óptica. 
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Figura 7. Comportamiento del crecimiento microalgal a dos condiciones de luz y a una λ= 440 nm. 

 

 

Como se mencionó anteriormente, las fuentes de iluminación fueron medidas con un 

luxómetro. Los biorreactores cultivados con iluminación LED se cultivaron con una 

intensidad de 1000 - 1200 lux (valor promedio de 1101  17 lux). Para los biorreactores 

cultivados con fuente de iluminación solar, las medidas fueron muy variables, desde el 

primer ciclo hasta el último ciclo, con un valor promedio de 57 421  22 952 lux. 

Nótese que el coeficiente de variación para los registros de intensidad de la luz LED 

fue de tan solo el 1.6% mientras que para los registros de intensidad de la luz solar fue 

del 40%. Las medidas de intensidad de luz fueron tomadas desde el día 1 de cultivo, 

hasta el último día de cultivo, completando así 150 días.  
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Figura 8. Variaciones de la intensidad de la luz durante el experimento. 

 

 

4.2 Compuestos fenólicos 

 

Las variaciones de la concentración de compuestos fenólicos en cada ciclo de cultivo 

se presentan en la Figura 9. Los resultados de la concentración de compuestos 

fenólicos se analizaron con la prueba de Fisher de un solo factor con una confianza del 

95%. Las muestras de N. oleoabundans (solar) y C. vulgaris (LED) no presentaron 

diferencias importantes en las concentraciones de compuestos fenólicos en los nueve 

ciclos de crecimiento, en contraparte, los cultivos de microalgas N. oleoabundans 

(LED) y C. vulgaris (solar) presentaron diferencias en las concentraciones de 

compuestos fenólicos. De acuerdo con la figura, las concentraciones más altas en todos 

los biorreactores se obtuvieron durante el ciclo de cultivo C2, siendo la concentración 

promedio más alta en N. oleoabundans (LED), la cual no presento diferencias 

importantes respecto a las demás concentraciones promedio. Las concentraciones más 

altas de compuestos fenólicos se presentaron cuando la concentración de lípidos era 

muy baja, esto es porque los compuestos fenólicos actúan como un mecanismo de 

defensa cuando las microalgas carecen de algún metabolito. En general, las 

concentraciones promedio de compuestos fenólicos en los cultivos de N. oleoabundans 

fueron de 0.039  0.032 mg g BS-1 L-1 y de 0.042  0.037 mg g BS-1 L-1 para luz solar 
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y luz LED, respectivamente. Una prueba t no pareada indica que no existe diferencia 

significativa entre estos valores promedio. De la misma forma, la concentración 

promedio en los cultivos de N. oleoabundans fueron de 0.032  0.020 mg g BS-1 L-1 y 

de 0.034  0.021 mg g BS-1 L-1 para luz solar y luz LED, sin diferencia estadísticamente 

significativa entre ambos tratamientos. Como sugieren los resultados, se rechaza la 

hipótesis de que la luz LED tiene un efecto significativo en la producción de 

compuestos fenólicos para las dos especies de microalga estudiadas. 

 

 

Figura 9. Variaciones de la concentración de compuestos fenólicos en función del ciclo de cultivo. 

 

 

La concentración de los compuestos fenólicos en los cultivos pudo haber sido más 

marcado si se hubiesen sometido algún tipo de estrés, al ser metabolitos secundarios, 

se producen en mayor cantidad cuando disminuyen biomoléculas principales como 

lípidos, carbohidratos y proteínas, que no fueron estudiados. 
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5.  

5 Conclusiones y recomendaciones 

5.1 Conclusiones 

En conclusión, aunque se rechaza la hipótesis de que la luz LED genera un efecto 

significativo en la producción de biomasa de N. oleoabundans en comparación con la 

luz natural, los resultados demostraron que este tipo de iluminación no disminuye los 

niveles de biomasa obtenida. Esto sugiere que la luz LED puede ser una alternativa 

viable a la luz natural, ofreciendo ventajas como el control de las condiciones de cultivo 

y la posibilidad de operar en entornos donde la luz solar es limitada o variable, como, 

por ejemplo, diferentes tipos de biorreactores, cultivos con concentraciones muy 

densas, o cultivos con iluminación especificaespecífica para un objetivo especifica. 

 

Por otro lado, se confirmó que el tipo de fuente de luz tiene un efecto significativo en 

la producción de biomasa de C. vulgaris, siendo la luz natural más efectiva, de acuerdo 

con la comparación que se hizo con la cepa de C. vulgaris cultivada con LED. Esto 

resalta la importancia de considerar la calidad y características de la luz en los sistemas 

de cultivo, especialmente cuando se busca maximizar la productividad de esta 

microalga. Como ya se ha mencionado, la fuente de iluminación es considerado el 

factor principal para el cultivo de las microalgas. 

 

En el caso de las lecturas de densidad óptica podemos concluir que, los resultados 

confirman que la longitud de onda tiene un efecto significativo sobre la concentración 

de biomasa de microalga, en esta longitud de onda se pudo observar una mejor 

concentración de biomasa a una la longitud de onda en el rango de 740 nm, expresados 
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como densidad óptica. Esto destaca la relevancia de ajustar el espectro lumínico en los 

sistemas de cultivo para optimizar la productividad.  

 

Por último, los resultados indican que la luz LED no tiene un efecto significativo en la 

producción de compuestos fenólicos en las dos especies de microalgas estudiadas. Esto 

sugiere que este tipo de iluminación no influye en la síntesis de estos compuestos, lo 

que podría orientar a futuras investigaciones hacia otros factores que impacten su 

producción. 

 

 

 

5.2 Recomendaciones 

Se expresan algunas recomendaciones para mejorar el cultivo de las microalgas. 

 

1. Utilizar el espectro adecuado para maximizar la fotosíntesis. Para identificar 

cual es la mejor opción para un mejor aprovechamiento del cultivo. Esto va de 

acuerdo con el objetivo del cultivo de las microalgas. 

 

2. La intensidad de luz se debe adecuar, al igual que el espectro al objetivo del 

cultivo y para evitar la saturación fotosintética o el estrés lumínico. 

 

 

3. Las lámparas LED son adecuadas para el cultivo de microalgas, se puede tener 

un mayor control en la iluminación del cultivo, estableciendo fotoperiodos que 

sean más adecuados para el objetivo de cada cultivo, optimizando el 

metabolismo, sin embargo, para este caso es importante mencionar que la 

aireación de los cultivos jugaría un papel importante, para que todo el cultivo 

tenga contacto con la iluminación.  
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4. Se recomienda mantener controlado algunos parámetros como el pH y la 

temperatura, esto permite concentrar la atención en otras cuestiones del cultivo.  

 

5. Para la obtención de compuestos fenólicos es importante identificar si la 

microalga con la que se quiere trabajar es capaz de sintetizar compuestos 

fenólicos y en que porcentaje, antes de realizar la implementación del cultivo.  

 

6. Es importante saber que los compuestos fenólicos aumentan como mecanismo 

de defensas del cultivo; por lo que se recomienda que si se busca una 

producción de estos metabolitos bajar la producción de lípidos. 
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