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RESUMEN 

Galdieria sulphuraria es una microalga roja unicelular extremófila, que puede sobrevivir en 

ambientes ácidos con valores de pH entre 0 a 4 (acidófilo) y a temperaturas superiores a 40°C, 

y sintetizar un α-poliglucano de reserva altamente ramificado (almidón florídeo). En este 

proyecto se propuso realizar la caracterización bioquímica de la microalga extremófila G. 

sulphuraria y el estudio de la acumulación de α-poliglucanos bajo diferentes condiciones de 

cultivo. Inicialmente, se realizó un estudio cinético comparativo del crecimiento celular y la 

caracterización bioquímica de cinco cepas diferentes de G. sulphuraria bajo condiciones 

controladas de crecimiento (fotobiorreactor de 1 L, 900 mL de medio mineral, pH 2, 42 °C, 100 

μmol m-2 s-1, CO2 atmosférico, 150 rpm y 0.5 vvm), observándose que la cepa CCMEE.5587.1 

presentó las mejores características de crecimiento, representadas en una concentración de 

biomasa superior (2.33 g L-1), una densidad celular alta (8.97 x107 células mL-1), un tiempo de 

duplicación menor (4.27 días) y una productividad de ~ 110 mg L-1 día-1. Teniendo en cuenta 

que la cepa SAG 107.79 presentó el contenido de carbohidratos (cuantificados como glucosa 

polimerizada) más alto (8.9 % P/P) se seleccionó esta cepa para llevar a cabo los experimentos 

de la segunda y tercera etapa del proyecto. 

Posteriormente, se llevaron a cabo cultivos mixotróficos y heterotróficos (complementarios a 

los cultivos autotróficos previamente descritos) en los sistemas fotobiológicos mencionados 

anteriormente, suplementando el medio de cultivo con glucosa 10 g L-1. La condición de 

heterotrofía se realizó en oscuridad. La acumulación del poliglucano más alta se logró bajo 

condiciones mixotróficas (20.1%), en comparación con las condiciones heterotróficas (13.6 %) 

y autotróficas (5.1%). Así mismo, bajo las condiciones autotróficas, el polímero presentó una 

distribución bimodal, un tamaño de 8.32 x 104 - 1.43 x 106 Da, a diferencia del polímero 

sintetizado en condiciones heterotróficas y mixotróficas, el cual presentó un tamaño de 1.53 x 

105 Da y 8.30 x 104 Da, respectivamente. Para las tres condiciones de crecimiento, el índice 

de polidispersión osciló entre 1.65-9.18 (IP>1; polímero polidisperso), indicando 

heterogeneidad del peso molecular de las cadenas poliméricas. Finalmente, mediante 

cromatografía de capa fina se corroboró la composición química del polímero extraído e 

hidrolizado, encontrándose glucosa como monómero estructural.  
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Finalmente, en comparación con las condiciones de cultivo estándar C2 (100 μmol m-2 s-1 y 

42°C) y referente al crecimiento autotrófico y la acumulación del poliglucano de reserva de G. 

sulphuraria, a 200 μmol m-2 s-1 y 32 °C se observó un efecto positivo en el crecimiento, 

alcanzando una concentración de biomasa de 2.29 g L-1, una densidad celular de 8.17x107 

células mL-1 y un tiempo de duplicación de 2.37 días. El mayor contenido de poliglucanos de 

reserva (5,96%; gPolímero 100gBiomasa
-1) se logró en la condición de referencia C2, en la que se 

obtuvo la mayor señal de estrés celular. Asimismo, se evidenció una señal constante de 

fluorescencia de clorofila a y valores de viabilidad celular >95%, lo que indica que las 

condiciones evaluadas no tuvieron un efecto negativo en los fotosistemas ni generaron muerte 

celular.  

Palabras Clave: Galdieria sulphuraria, proteína unicelular, poliglucano, autotrofía, mixotrofía, 

heterotrofía, peso molecular, ficocianina. 
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ABSTRACT 

Galdieria sulphuraria is a unicellular red extremophile microalga, which can survive in acidic 

environments with pH ranges from 0-4 (acidophilic), and at temperatures above 40°C, and 

synthesize a highly branched reserve α-polyglucan (florid starch). In this study the 

macromolecular biochemical characterization, and the study of α-polyglucans accumulation 

under different culture conditions was performed. First, a kinetic study of cell growth and 

macromolecule content of five different G. sulphuraria strains was performed in batch mode 

under controlled conditions (42 °C, pH 2, constant illumination at 100 μmol photons m−2 s−1, 

150 rpm, 0.5 vvm, and atmospheric CO2). The G. sulphuraria CCMEE 5587.1 reached 2.33 g 

L−1 of dry cell weight (DCW) (~ 9 × 107 cells mL−1) in 20 days, i.e., a productivity of ~ 110 

mgDCW L−1 day−1 was achieved. Considering that G. Sulphuraria strain SAG 107.79 had the 

highest carbohydrate content (8.9% w/w; quantified as polymerized glucose), this strain was 

selected to carry out the second and third stage of the study. 

Regarding the second stage, mixotrophic and heterotrophic cultures (complementary to the 

autotrophic cultures previously described) were carried out with glucose 10 g L-1. Heterotrophic 

mode was performed in darkness. The highest polyglucan accumulation was achieved under 

mixotrophic conditions (20.1%), compared to heterotrophic (13.6%) and autotrophic (5.1%) 

modes. Likewise, under autotrophic culture conditions, the polymer showed a bimodal 

distribution, a size of 8.32x104 - 1.43x106 Da, unlike the polymer synthesized under 

heterotrophic and mixotrophic modes, which presented a size of 1.53x105 Da and 8.30x104 Da, 

respectively. The polydispersity index for all conditions ranged between 1.65-9.18 (IP>1; 

polydisperse polymer), indicating a molecular weight heterogeneity of the polymer chains that 

make up the polymer. Finally, TLC confirmed the chemical composition of the extracted and 

hydrolyzed polymer, finding glucose as the structural monomer. 

Compared to standard culture conditions (100 μmol m-2 s-1, and 42°C) on the autotrophic 

growth and the accumulation of the reserve polyglucan of G. sulphuraria, at 200 μmol m-2 s-1; 

32 °C condition a positive effect on growth was observed, reaching a biomass concentration of 

2.29 g L-1, a cell density of 8.17x107 cells mL-1 and a doubling time of 2.37 days. The highest 

content of reserve polyglucans (5.96%; gPolymer 100gBiomass
-1) was achieved in the reference 

condition C2, in which the highest cell stress signal was obtained. Likewise, a constant signal 
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of chlorophyll a fluorescence and cell viability values >95% were evidenced, which indicates 

that the conditions evaluated did not have a negative effect on the photosystems nor did they 

generate cell death. 

Keywords: Galdieria sulphuraria, Single-cell protein, polyglucan, autotrophy, mixotrophy, 

heterotrophy, molecular weight, phycocyanin. 
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1. INTRODUCCIÓN 

Las microalgas tienen el potencial de producir biomasa y otros compuestos como lípidos, 

proteínas y carbohidratos de reserva, con productividades más altas que las obtenidas con 

plantas terrestres, llevando a cabo cultivos en condiciones controladas de crecimiento (Bajpai 

& Zappi, 2014). Así mismo, debido a la posibilidad de llevar a cabo el cultivo de estos 

microorganismos fotosintéticos sin hacer uso de suelo agrícola, se hace evidente el potencial 

que presentan para la producción de diferentes metabolitos y productos químicos de interés 

sin competir con la producción de alimentos. 

Dentro de las problemáticas mundiales más importantes se encuentran la sostenibilidad 

ambiental y la crisis energética. Aproximadamente el 87% del consumo mundial de energía se 

satisface a partir de combustibles fósiles, lo cual ha generado diversas preocupaciones 

respecto a las reservas limitadas de petróleo, la seguridad energética y el impacto ambiental 

producto del aumento de los gases de efecto invernadero (Singh and Das, 2014). Por lo 

anterior, en los últimos años muchas de las investigaciones han sido encaminadas al estudio, 

diseño y desarrollo de biorrefinerías. El concepto de biorrefinería hace referencia a la 

tecnología de base biológica que transforma la biomasa en un amplio espectro de productos 

energéticos o bioproductos. En las biorrefinerías, la materia prima son recursos biológicos 

como los cultivos tradicionales, residuos orgánicos de origen agroindustrial o incluso 

microalgas, lo cual ha llevado a muchos investigadores a explorar el cultivo de estos 

microorganismos, tanto en condiciones autotróficas como en heterotróficas (Bajpai & Zappi, 

2014). 

Las microalgas son una de las materias primas más prometedoras para la producción de 

biocombustibles y productos químicos valiosos. La investigación en microalgas no solo se 

centra en mejorar la generación de biomasa (lípidos, proteínas y carbohidratos), sino también 

en la obtención de nuevos compuestos de interés, en donde la materia prima para biorrefinar 

estos compuestos es precisamente la biomasa microalgal (Perez-Garcia & Bashan, 2015).  

Las biorrefinerías de microalgas tienen el potencial de producir compuestos químicos de 

interés para su uso en diferentes industrias como la alimentaria, farmacéutica, química, 

cosmética y bioenergética. La producción de biodiesel a partir de lípidos de microalgas es una 

de las alternativas más estudiadas en lo que respecta a la producción de bioenergía. Otra 
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opción es la utilización de los carbohidratos de reserva de las microalgas como materia prima 

para la fermentación microbiana, mediante la cual se abre la posibilidad de producir una gama 

amplia de productos químicos (por ejemplo, aminoácidos, alcoholes o ácidos orgánicos) que 

actualmente son producidos por vía fermentativa haciendo uso de levaduras o bacterias 

(Mayers et al., 2018). 

1.1. Carbohidratos de reserva 

1.1.1. Estructura 

En las células de microalgas los carbohidratos se pueden encontrar en la pared celular externa 

(p. ej. pectina, agar y alginato), la pared celular interna (por ejemplo, celulosa y hemicelulosa) 

y dentro de la célula, como productos de almacenamiento (por ejemplo, almidón y glucógeno) 

(Martín-Juárez et al, 2017). En cuanto a los glucanos de almacenamiento, éstos son 

homopolímeros de glucosa que dependiendo del tipo de enlace glicosídico (enlace entre dos 

grupos funcionales hidroxilo) que presenten las subunidades monoméricas del polímero, se 

clasifican en alfa-glucanos o beta-glucanos (Al Abdallah et al., 2016): alfa (α) si el grupo 

hidroxilo se encuentra en la parte inferior del carbono anomérico; o beta (β), si el grupo hidroxilo 

se encuentra en la parte superior del carbono anomérico (Figura 1). 

 

Figura 1. Representación esquemática de los enlaces α-glucosídico y β-glucosídico presentes en los glucanos 

de reserva (adaptado de Blanco & Blanco, 2017). 

 

La síntesis de α-poliglucanos es propia del subgrupo Archaeplastida (Tabla1), en el cual se 

encuentran las algas verdes y las plantas superiores (Cholorplastida) que acumulan almidón, 

las algas rojas (Rhodophyceae) que sintetizan almidón florídeo (similar al glucógeno y a la 

amilopectina), y los Glaucophytes, los cuales acumulan glucógeno. Adicionalmente, una 

diferencia entre los tres grupos descritos anteriormente es que en las plantas terrestres y algas 
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verdes la síntesis de almidón se lleva a cabo al interior de los plástidos, mientras que en las 

algas rojas y en los Glaucophytes la síntesis de poliglucano de almacenamiento se realiza en 

el citosol (Ball et al., 2011; Busi et al., 2014). 

Tabla 1. α-poliglucanos de reserva sintetizados por los principales grupos taxonómicos de microalgas 

(adaptado de Al Abdallah et al., 2016) 

Polímero Monómero 
Enlaces 

glucosídicos 
Ubicación 

celular 
Grupo 

taxonómico 

a Almidón 
 

Amilosa 
(30%) 

Amilopectina 
(70%) 

Glucosa 

 
α-(1-4) 

 
α-(1-4) y α-(1-6) 

Cloroplasto Chlorophyta 

b Almidón 
Florídeo 

Glucosa α-(1-4) y α-(1-6) Citosol Rhodophyta 

b Glucógeno Glucosa α-(1-4) y α-(1-6) Citosol Cyanophyta 

 
a El almidón presenta un 5-6% de ramificaciones (enlaces α-(1-6)) distribuidas de forma no aleatoria. 
b El glucógeno y el almidón florídeo contienen cadenas lineales más cortas en comparación con la amilopectina 
y un mayor número de puntos de ramificación. El grado de ramificación del glucógeno depende de su fuente y 
varía del 7 al 13%. 
 

Las células vivas almacenan carbohidratos en forma de una variedad de moléculas (polímeros 

y oligómeros principalmente), siendo el almidón y el glucógeno dos de las moléculas de reserva 

de energía más comunes. El almidón, el almidón florídeo y el glucógeno corresponden a 

polímeros de glucosa con una cadena principal lineal de unidades de glucosa unidas por 

enlaces α-(1-4) y ramificaciones unidas en ciertos puntos a través de enlaces α-(1-6) (Ball et 

al., 2011) (Figura 2).  

El glucógeno y la amilopectina difieren en el porcentaje y la distribución de las ramificaciones, 

lo cual afecta la estructura y las propiedades de la molécula. El almidón está compuesto por 

dos tipos de polímeros: amilosa (30%), prácticamente sin ramificaciones, y amilopectina (70%), 

el cual presenta un 5-6% de ramificaciones (enlaces α-(1-6)) distribuidas de forma no aleatoria. 

Las regiones ramificadas están dispuestas en grupos separados por regiones lineales, lo que 

lleva a la aparición de secciones cristalinas y la formación de gránulos de almidón (Figura 3). 

El glucógeno y el almidón florídeo contienen cadenas lineales más cortas en comparación con 
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la amilopectina y un mayor número de puntos de ramificación. El grado de ramificación del 

glucógeno depende de su fuente y varía del 7 al 13% (Martinez-Garcia et al., 2016). 

 

 

Figura 2. Representación esquemática de la estructura química de los principales alfa-glucanos de reserva de 

microalgas. A. Estructura lineal de la amilosa. B. Estructura lineal y ramificada de la amilopectina, almidón 

florídeo y glucógeno (adaptado de Al Abdallah et al., 2016) 

 

 

Figura 3. Representación esquemática de los gránulos de glucógeno y almidón (Ball et al., 2011).  
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1.1.2. Biosíntesis 

Teniendo en cuenta que las microalgas son microorganismos fotosintéticos, el primer paso 

para la formación de biomasa es el uso de energía de la luz para lograr la fijación de CO2 

(carbono inorgánico) y su conversión en esqueletos carbonados (carbono orgánico). Durante 

la fotosíntesis, las microalgas producen monosacáridos, los cuales se usan como fuente de 

carbono y energía para la producción de otras macromoléculas (Masojídek et al., 2007), tales 

como proteínas, lípidos y otros carbohidratos, las cuales son destinadas para la generación de 

biomasa y otras moléculas (Figura 4). La fotosíntesis se divide en dos fases: la fase luminosa, 

en la cual se genera energía ATP, NADPH y oxígeno a partir de luz y agua, y la fase de 

oscuridad, en la cual se emplea la energía generada en la fase anterior para fijar CO2 a través 

del ciclo de Calvin mediante la enzima ribulosa-1,5-bisfosfato carboxilasa/oxigenasa 

(RuBisCO) en el cloroplasto (Maia et al., 2020). El producto final de la fotosíntesis es un 

metabolito de 3 carbonos (gliceraldehído-3-fosfato; GAP), que posteriormente es exportado al 

citosol. El GAP se sitúa en el centro del metabolismo de azúcares, el cual se divide en 

gluconeogénesis y glucólisis. La gluconeogénesis genera glucosa 6-fosfato (G6P), que luego 

se invierte en la síntesis de carbohidratos o en la ruta de las pentosas fosfato para la 

generación de poder reductor (NADPH). La glucólisis genera fosfoenolpiruvato (PEP), que 

luego se utiliza en la síntesis de lípidos o en el ciclo del ácido cítrico, en el cual se producen 

metabolitos intermedios necesarios para la síntesis de biomasa. Los cofactores (FADH, NADH) 

generados por el ciclo del ácido cítrico se transforman en energía (ATP) gracias a la 

fosforilación oxidativa (Baroukh et al., 2014).  

Cuando la intensidad de luz es demasiado alta o cuando el suministro de nutrientes inorgánicos 

es limitado (por ejemplo, estrés de nitrógeno), la tasa de producción de glucosa durante la 

fotosíntesis puede exceder la tasa de consumo de glucosa por la célula. Este exceso no se 

puede almacenar como glucosa debido a la alteración del equilibrio osmótico de la célula. Por 

lo tanto, el excedente de glucosa es convertida en polisacáridos o en lípidos, que actuarán 

como almacenamiento de carbono y energía para su futuro uso. Debido a que la conversión 

de glucosa en polisacáridos es mucho más rápida que en los lípidos, y a que requiere menor 
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aporte de energía y cofactores reducidos, las microalgas a menudo primero acumulan 

carbohidratos y luego lípidos (Martín-Juárez et al., 2017). 

  

Figura 4. Esquema del metabolismo central del carbono en una microalga unicelular 

(adaptado de Baroukh et al., 2014). 

La síntesis de poliglucanos de reserva en algas rojas procede a través de una UDP-glucosa-

selectiva α-glucano sintasa, en analogía con la ruta citosólica de la síntesis de glucógeno en 

otros eucariotas (Ball et al., 2011; Viola et al., 2001), mientras que la biosíntesis de almidón en 

el caso de las algas verdes procede a través de una ADP-glucosa selectiva α-glucano sintasa, 

al igual que las plantas terrestres (Busi et al., 2014). 

De forma general la síntesis de carbohidratos de reserva (glucógeno y almidón) está mediada 

por tres pasos: activación del sustrato, elongación de la cadena principal y ramificación de la 

cadena (Busi et al., 2014). La activación del sustrato se lleva a cabo mediante la enzima 

UDP/ADP-glucosa-pirofosforilasa, la cual se encarga de catalizar la conversión de glucosa-1-

fosfato en UDP-glucosa o ADP-glucosa. Posteriormente, la elongación de la cadena principal 
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y formación del maltooligosacárido (MOS) (Ran et al., 2019) se encuentra mediada por una 

enzima glucosiltransferasa o α-glucano sintasa selectiva (glucógeno-sintasa o almidón-

sintasa), que transfiere una unidad de azúcar activada a un grupo hidroxilo de azúcar no 

reductor, generándose un enlace glucosídico α-(1-4) entre el carbono 1 del grupo glucosilo que 

entra y el carbono 4 del residuo de glucosa del extremo no reductor de la cadena polimérica 

existente o del cebador (Figura 5). En este punto, la síntesis de alfa-glucanos se divide en dos 

caminos, en dónde, por un lado, continua la elongación y obtención de cadenas lineales, para 

la formación de amilosa, mediante la enzima almidón-sintasa ligada al gránulo, y por el otro, 

se lleva a cabo la formación de glucanos ramificados (amilopectina, almidón florídeo y 

glucógeno). La ramificación de la cadena procede a través de la enzima ramificante o amilo-

(1,4-1,6)-transglucosilasa, la cual transfiere un fragmento terminal de unidades de glucosa 

unidas por un enlace α-(1-4) a un grupo hidroxilo situado en la posición 6 de un residuo de 

glucosa del interior del polímero, generándose dos extremos no reductores, para que continúe 

la elongación de la cadena (Mathews et al., 2005; Ball et al., 2011; Busi et al., 2014). La 

actividad catalítica conjunta de las enzimas almidón/glucógeno sintasa y ramificante conllevan 

a la aparición de polisacáridos solubles en agua (WSP), los cuales aumentan de tamaño 

conforme se siguen agregando monosacáridos de glucosa a los extremos reductores y se 

siguen ramificando hasta obtener finalmente un α-poliglucano como el glucógeno o el almidón 

florídeo (Ran et al., 2019). En plantas superiores y algas verdes, una enzima desrramificante 

(isoamilasa) interviene en la formación del polímero ramificado (amilopectina), la cual se 

encarga de controlar el espaciado entre las ramificaciones y por ende favorecer la estructura 

cristalina característica de los gránulos de almidón (Busi et al., 2014; Powell et al., 2015). La 

posición de las ramificaciones corresponde a una de las principales diferencias entre el 

glucógeno y la amilopectina, ya que en el caso del glucógeno las ramificaciones se dan cada 

12 o 18 unidades de glucosa y en la amilopectina se dan cada 20 o 30 unidades de glucosa 

(Mathews et al., 2005). 
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Figura 5. Vía de síntesis de los principales alfa-glucanos de reserva (glucógeno y almidón) acumulados en 

microalgas (adaptado de Ran et al.,2019). Las abreviaturas corresponden a RuBP: ribulosa-1,5-bifosfato, 

RuBisCO: ribulosa-1,5-bisfosfato carboxilasa/oxigenasa, 3-PGA: ácido-3-fosfoglicérico, 3-PGK: 3-fofoglicerato 

quinasa, 1,3 BPG: 1,3-bifosfoglicerato, GAPDH: gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa, G3P: gliceraldehído-

3-fosfato, Ru5P: ribulosa-5-fosfato, GPI: Fosfoglucosa isomerasa, Glc6P: glucosa-6-fosfato, PGM: 

fosfoglucomutasa, Glc1P: glucosa-1-fosfato, UDP: uridina difosfato, ADP: adenosín difosfato, MOS: 

maltooligosacárido, WSP: polisacáridos solubles en agua. 

 

1.2. Galdieria sulphuraria 

Las algas rojas (Rhodophyta) constituyen un phylum muy diverso de organismos que contiene 

especies multicelulares y unicelulares, que pueden colonizar una gama amplia de hábitats (por 

ejemplo aguas dulces y marinas, manantiales calientes de azufre, ambientes volcánicos) 
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(Martinez-Garcia, 2017), y  que comparten diversas características como: células eucariotas, 

ausencia de flagelos, producción de almidón florídeo como carbohidrato de reserva, pigmentos 

de ficobiliproteína (rojo y azul) y tilacoides no apilados (Sheath & Vis, 2015). Los gránulos de 

almidón de algas rojas (almidón florídeo) muestran similitudes estructurales con gránulos de 

almidón de plantas superiores, pero carecen de amilosa.  

El subphylum Cyanidiophytina contiene solo una clase, Cyanidiophyceae, y esta clase contiene 

solo un orden llamado Cyanidiales, el cual consiste en tres géneros: Cyanidium, 

Cyanidioschyzon y Galdieria (Martinez-Garcia, 2017). Dentro del orden Cyanidiales, las 

especies pertenecientes al género Galdieria muestran diversas características metabólicas y 

fisiológicas, que desde un punto de vista práctico son deseables para la producción de diversos 

compuestos de interés, aunque han sido poco estudiadas. La especie en este género más 

estudiada es Galdieria sulphuraria. Una de las características fisiológicas más relevantes de 

G. sulphuraria es la capacidad de sobrevivir en ambientes ácidos (acidófila) con valores de pH 

de 0 a 4 y en temperaturas superiores a 40 °C (Oesterhelt et al., 2007). Lo anterior sumado a 

la flexibilidad metabólica que presenta para crecer en condiciones autotróficas, realizando 

fotosíntesis, y heterotróficas, en completa oscuridad, utilizando diversos compuestos como 

fuente de carbono (monosacáridos, alcoholes, ácidos orgánicos y aminoácidos), ha permitido 

resaltar el potencial biotecnológico de este microorganismo. 

2.3. Antecedentes 

Sakurai et al., (2016) investigaron la producción de biomasa, glucógeno y lípidos por G. 

sulphuraria con la cepa denominada 074 W en condiciones autotróficas, mixotróficas y 

heterotróficas (Iluminación constante 50 μE m-2 s-1, glucosa 25 mM, pH 2.5 y CO2 atmosférico). 

La producción máxima de biomasa se obtuvo en el cultivo mixotrófico con un valor de 3.8 g L-

1. Así mismo, obtuvo un alto contenido de glucógeno en los cultivos mixotróficos (11.84%), 

mientras que las cantidades de lípidos neutros fueron similares entre cultivos mixotróficos y 

heterotróficos. Bajo condiciones autotróficas se alcanzó un contenido de glucógeno de 4.54%.  

Martinez-Garcia (2017) evaluó bajo condiciones heterotróficas el efecto del suministro de 

nitrógeno, el tipo de fuente de carbono, las condiciones de crecimiento y los métodos de 

extracción sobre el rendimiento de glucógeno y floridoside (un soluto compatible sintetizado 

por algas rojas con propiedades antiincrustantes y terapéuticas) producidos por G. sulphuraria 
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SAG 108.81 con el fin de optimizar la producción. Los resultados muestran que G. sulphuraria 

acumuló altas cantidades de glucógeno (tanto como 50% de su peso seco) 

independientemente del nivel de suministro de nitrógeno. Adicionalmente, G. sulphuraria fue 

capaz de crecer en glicerol crudo como fuente de carbono, obteniéndose valores de biomasa, 

glucógeno y floridoside de 19.4 g L-1, 9.4 g L-1 y 0.12 g L-1, respectivamente. 

Finalmente, Mozaffari et al., 2019 llevaron a cabo el estudio de las alteraciones en la 

fotosíntesis y las reservas de energía en G. sulphuraria CCMEE.5587.1, usando azúcares y 

algunos nutrientes obtenidos de hidrolizado de rastrojo de maíz. Los autores inicialmente 

realizaron un estudio preliminar comparando el crecimiento celular y la acumulación de α-

glucanos bajo condiciones autotróficas, heterotróficas y mixotróficas de cultivo, en matraces 

de 1 L, a un pH de 2.5, una intensidad de luz de 150 μE m-2 s-1, fotoperiodo de 12 luz/12 

oscuridad, temperatura en un rango de 35 °C (periodo de oscuridad) a 45 °C (periodo de luz) 

y una concentración de CO2 del 2% en la corriente de gas suministrada a los cultivos. Bajo las 

condiciones heterotróficas y mixotróficas de cultivo, las células aumentaron rápidamente de 

0.5 a 1.23 ± 0.06 y 1.29 ± 0.05 DO750 (día 4), respectivamente, mientras que en condiciones 

fotoautotróficas se alcanzó un crecimiento de 0.81 ± 0,07 DO750 (día 7). En cuanto al almidón 

de reserva, se evidenció el efecto positivo de la adición de una fuente de carbono orgánica 

(melazas 25 mM) sobre la acumulación del glucano, encontrándose una acumulación máxima 

del polímero en mixotrofía (38%), seguido de heterotrofía (30%) y fotoautotrofía (15%). 
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2. JUSTIFICACIÓN 

En la actualidad, el potencial biotecnológico que presentan las microalgas para la producción 

de moléculas de alto valor como pigmentos y lípidos está siendo ampliamente explorado, 

convirtiéndose en una de las fuentes principales para la producción de diferentes compuestos 

como β-carotenoides y ácidos grasos poliinsaturados (PUFAs) (Sakurai et al., 2016). Sin 

embargo, desde un enfoque de biorrefinería, todos los carbohidratos presentes en las 

microalgas, estructurales y de reserva, son aprovechables y presentan el potencial de ser 

usados para diferentes aplicaciones. Respecto a los glucanos de reserva como la amilopectina, 

el almidón florídeo y el glucógeno, debido su estructura altamente ramificada, tienen aplicación 

en la industria farmacéutica y médica, en la producción de soluciones para diálisis peritoneal y 

en la formulación de bebidas deportivas (Martinez-Garcia et al., 2017). 

Las fuentes de azúcares de biomasa terrestre son abundantes y económicas. Los cultivos de 

caña de azúcar, maíz, entre otros, se han utilizado para la producción de biocombustibles 

denominados de primera generación. Sin embargo, los problemas relacionados con la 

competencia por tierras destinadas al cultivo de alimentos han llevado a la búsqueda de vías 

alternas. Las materias primas lignocelulósicas (residuos agrícolas y forestales) son 

reconocidas cada vez más como una materia prima más sostenible para la generación de 

biocombustibles de segunda generación. No obstante, muchas de estas biomasas son 

recalcitrantes y requieren un pretratamiento complejo para liberar los azúcares polimerizados 

(Mayers et al., 2018). Teniendo en cuenta lo anterior, la biomasa de microalgas representa una 

materia prima (denominada de tercera generación) prometedora para la obtención de 

carbohidratos que podrían utilizarse, además de las aplicaciones citadas en el párrafo anterior, 

en la producción fermentativa de diferentes compuestos químicos de interés de alto valor 

agregado.  

Se han utilizado diversas estrategias con la finalidad de aumentar la acumulación de los 

carbohidratos de reserva en las células microalgales, en dónde la suplementación con fuentes 

de carbono orgánicas y la modificación de las condiciones de cultivo, han sido unas de las más 

implementadas. Teniendo en cuenta la naturaleza fotosintética de las microalgas, dos de las 

variables más importantes dentro de las condiciones de cultivo corresponden a la temperatura 

y a la intensidad de luz (irradiancia) (González-Fernández & Ballesteros, 2012). Respecto a la 
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temperatura, teniendo en cuenta que la principal fuente de carbono es el CO2, el cambio de la 

temperatura afecta la solubilidad de este gas (Markou et al., 2014). De igual forma, en cuanto 

a la irradiancia, este parámetro se relaciona directamente con la fotosíntesis de la microalga y 

por ende con la obtención de energía, evidenciándose que un aumento de la intensidad de luz 

(sin alcanzar condiciones de fotoinhibición) conlleva a un aumento de la actividad fotosintética 

(Masojídek et al.,2007).   

El principal problema que trae consigo el uso de microalgas, especialmente cuando se llevan 

a cabo cultivos abiertos, es la posible contaminación con otros microorganismos, lo cual 

constituye una de las limitantes más importantes que resulta en la inhibición del crecimiento 

de las algas y la disminución de la productividad de los compuestos de interés. Por tal motivo, 

una de las estrategias más efectivas para contrarrestar dicha problemática es realizar cultivos 

de microalgas bajo condiciones extremas (Malavasi et al., 2020; Varshney et al., 2015). G. 

sulphuraria es un alga unicelular perteneciente al grupo de las algas rojas (Rhodophyceae), 

que se clasifica como extremófilo, ya que puede sobrevivir en ambientes ácidos con valores 

de pH entre 0 a 4 (acidófilo). Así mismo, G. sulphuraria es capaz de crecer autotróficamente, 

realizando fotosíntesis en presencia de luz y CO2, heterotróficamente, usando diversos 

compuestos orgánicos como fuente de carbono en oscuridad, y mixotróficamente (Martinez-

Garcia & van der Maarel, 2016)  

Por lo anterior, teniendo en cuenta las características fisiológicas de G. sulphuraria, el potencial 

que presenta la biomasa microalgal para la producción de carbohidratos y la posibilidad de 

utilizar estos polímeros como materia prima en la obtención de diferentes compuestos de 

interés, en el presente proyecto se propuso llevar a cabo la caracterización bioquímica y el 

estudio de la acumulación de α-poliglucanos (carbohidratos de reserva), usando la microalga 

extremófila G. sulphuraria bajo diferentes condiciones de cultivo. 
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3. HIPÓTESIS 

El aumento de la intensidad de luz y la disminución de la temperatura en el cultivo de la 

microalga extremófila Galdieria sulphuraria, conducirán a una mayor biosíntesis y acumulación 

de carbohidratos de reserva (α-poliglucanos). Asimismo, la suplementación del medio de 

cultivo con una fuente de carbono orgánica favorecerá la acumulación del poliglucano de 

reserva.  
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4. OBJETIVO GENERAL 

Caracterizar bioquímicamente la biomasa de la microalga extremófila G. sulphuraria y estudiar 

la acumulación de α-poliglucanos bajo diferentes condiciones de cultivo.  

4.1. Objetivos específicos  

• Caracterizar el crecimiento celular y la composición bioquímica de cinco cepas de G. 

sulphuraria bajo condiciones autotróficas de cultivo. 

• Evaluar la acumulación del poliglucano de reserva de una cepa seleccionada de G. 

sulphuraria bajo condiciones autotróficas, mixotróficas y heterotróficas de cultivo y 

caracterizar el polímero acumulado. 

• Evaluar el crecimiento celular y la acumulación de α-poliglucanos en la cepa 

seleccionada de G. sulphuraria bajo diferentes temperaturas e intensidades de luz. 
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5. METODOLOGÍA 

En la figura 6 se expone el diagrama general propuesto para el desarrollo del proyecto de investigación, el cual se divide en tres 

etapas principales. 

 

Figura 6. Diagrama experimental descrito por etapas. 
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5.1. Métodos experimentales 

5.1.1. Cepas 

Las diferentes cepas de G. sulphuraria se obtuvieron de la colección de algas perteneciente al 

departamento experimental de ficología de la Universidad de Gotinga, Alemania (SAG 107.79, 

SAG 108.79 y SAG 21.92), de la colección microbiana de la Universidad de Texas (UTEX 

2919) y de la colección de microorganismos de ambientes extremos de la Universidad de 

Oregón, Estados Unidos (CCMEE.5587.1). 

5.1.2. Medio de Cultivo 

El medio utilizado para el cultivo de G. sulphuraria fue el descrito por Ford (1979) y Gross & 

Schnarrenberger (1995) (Tabla 2). La preparación de este medio de cultivo requiere de cinco 

macronutrientes (1 a 5) y de dos soluciones de elementos traza (6 y 7). Una vez preparado el 

medio de cultivo, éste se ajustó a un pH de 2.0 mediante la adición de ácido sulfúrico (96%) y 

fue esterilizado en autoclave a 121 °C y 15 Lb/in2 de presión por 20 minutos. El pH de las 

soluciones de Fe-EDTA y elementos traza se ajustó antes de mezclar con los otros 

macronutrientes y se reservó como soluciones stock. Para la preparación del medio sólido, se 

utilizaron las mismas concentraciones de macronutrientes y elementos traza descritos 

anteriormente, con una concentración de agar y glucosa de 3% y 1%, respectivamente. Debido 

a la temperatura de incubación utilizada, la concentración de agar fue de 3%. Teniendo en 

cuenta la condición ácida del medio, el agar se esterilizó por separado a pH 6.0 con el fin de 

evitar la hidrólisis de éste, mientras que el resto de los componentes se esterilizaron a pH 1.0 

y finalmente se mezclaron las dos partes. 

5.1.3. Mantenimiento de las cepas. 

Las diferentes cepas de G. sulphuraria se mantuvieron en cultivos líquidos utilizando matraces 

Erlenmeyer de 500 mL con un volumen de trabajo de 300 mL de medio de cultivo, cubiertos 

con tapones de silicón que permiten la difusión estéril del aire, incluyendo el C02 presente en 

este gas (~0.04%), e inoculados al 10% (v/v) a partir de cultivos de aproximadamente un mes 

en matraces en las mismas condiciones. Los cultivos fueron incubados a una temperatura 

constante de 42 °C, agitación de 150 rpm, iluminación con luz blanca a una intensidad de 80 

μmol m-2 s-1 y fueron preservados durante periodos de cuatro a cinco semanas para 
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posteriormente ser renovados. Así mismo, las cepas se mantuvieron en medio sólido, 

sembrando por agotamiento periódicamente en cajas de Petri con medio de cultivo a partir de 

colonias aisladas. 

Tabla 2. Composición del medio de cultivo. 

N° Componente 
Cantidad para 1 L de medio de 

cultivo 

1 (NH4)2SO4 1.5 g 

2 K2HPO4•3H2O 300 mg 

3 MgSO4•7H2O 300 mg 

4 CaCl2•2H2O 20 mg 

5 NaCl 20 mg 

6 Fe-EDTA 1.5 mL 

7 Metales traza 2.0 mL 

N° Componente 
Cantidad para 100 mL de 

solución patrón de Fe-EDTA 

1 FeSO4 690 mg 

2 EDTA 930 mg 

N° Componente 
Cantidad para 1 L de solución 

patrón de elementos traza 

1 H3BO3 2.86 g 

2 MnCl2•4H2O 1.82 g 

3 ZnSO4•7H2O 220 mg 

4 (NH4)6Mo7O24•4H2O 30 mg 

5 CuSO4•5H2O 80 mg 

6 NaVO3•4H2O 40 mg 

7 CoCl2•6H2O 40 mg 

 

5.1.4. Preinóculo. 

Los preinóculos se realizaron en las mismas unidades experimentales utilizadas para el 

mantenimiento de las cepas (matraces Erlenmeyer de 500 mL y 300 mL de medio) y bajo las 

mismas condiciones de cultivo (42 °C, pH 2.0, 150 rpm y 80 μmol m-2 s-1). Con el fin de disminuir 
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el tiempo de cultivo del preinóculo, previamente se llevó a cabo la evaluación del crecimiento 

de las cepas en condiciones autotróficas y mixotróficas (adición de glucosa 10 g L-1), por un 

periodo de 20 días. Las variables analizadas fueron: densidad óptica y peso seco (Información 

suplementaria IS.1). 

5.1.5. Inóculo. 

Los inóculos consistieron en cultivos líquidos de 900 mL de volumen del medio de cultivo 

descrito anteriormente, inoculados al 10% (v/v) a partir de los preinóculos e incubados durante 

un periodo de siete días una temperatura de 42 °C, iluminación continua con luz blanca a una 

intensidad de 100 μmol m-2 s-1, 0.4 vvm de aireación, CO2 atmosférico (0.040%) y agitación 

mecánica de 150 rpm con un magneto plano de teflón de 7 cm. Los inóculos se prepararon en 

sistemas fotobiológicos cerrados (fotobiorreactores), los cuales consisten en frascos de vidrio 

de 1 L de volumen con tapones herméticos que cuentan con línea de aireación, venteo y toma 

de muestra (Figura 7). Teniendo en cuenta la temperatura utilizada, fue necesario saturar de 

agua previamente el aire que ingresaba al sistema mediante el acoplamiento de un 

humidificador. 

 

Figura 7. Esquema del sistema fotobiológico usado en el presente estudio. 
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5.1.6. Cultivos experimentales. 

Se realizó un estudio cinético comparativo del crecimiento celular y contenido de proteína, 

carbohidratos y lípidos a nivel fotobiorreactor, usando diferentes cepas de G. sulphuraria bajo 

condiciones controladas de crecimiento (fotobiorreactor de 1 L, pH 2.0, 42 °C, 100 μmol m-2 s-1, 

CO2 atmosférico (0.040%), 150 rpm y 0.4 vvm), utilizando un volumen de trabajo de 900 mL 

de medio de cultivo. Todos los cultivos experimentales fueron monitoreados cada 2 días, 

durante un periodo total de 20 días. Las variables analizadas fueron: concentración celular y 

contenido de carbohidratos, lípidos y proteínas. Todos los cultivos se realizaron por triplicado. 

5.2. Métodos analíticos. 

5.2.1. Determinación de la concentración celular. 

La concentración celular fue estimada indirectamente usando la densidad óptica del cultivo, 

para lo cual a partir de los diferentes tiempos de muestreo establecidos se tomó un cierto 

volumen de cultivo y se determinó la absorbancia en el espectrofotómetro (GENESYSTM 10S 

UV-Vis, Thermo Scientific™, Waltham, Massachusetts, USA) a una longitud de onda de 800 

nm. Las lecturas se realizaron por triplicado y se interpolaron en una curva tipo de peso seco, 

usando agua destilada como blanco: y= 1.0052x – 0.0053; R2=0.9926. 

Para determinar el peso seco de la masa celular, las muestras se filtraron a través de 

membranas de nylon de 0.45 µm de diámetro de poro. La masa celular retenida en las 

membranas se lavó dos veces con agua destilada para eliminar los constituyentes minerales 

solubles que pudieran estar presentes. Posteriormente, las membranas se colocaron en una 

estufa a 75 °C, hasta peso constante. La cuantificación de la biomasa se estimó por diferencia 

de pesos. La productividad volumétrica de la biomasa se determinó mediante la ecuación 1, 

𝑄𝑥 =  𝑋𝑛−𝑋0
𝑡𝑛−𝑡0

  Ecuación 1 

donde Xn y X0 es la concentración de biomasa (g L−1) en los días tn y t0, respectivamente. 

 

La densidad celular (células mL-1) de los cultivos fue determinada mediante conteo directo en 

cámara de Neubauer con microscopio de luz utilizando el objetivo 40X. En los casos en los 
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cuales fue necesario diluir la muestra, las diluciones se llevaron a cabo utilizando agua 

destilada. Los recuentos se realizaron por triplicado y los resultados se representan como 

valores medios. La densidad celular se determinó utilizando la ecuación 2, 

𝐶é𝑙𝑢𝑙𝑎𝑠 𝑚𝐿−1 =  {
(𝑁)(𝐹𝑑)

(0.1∗1∗1)(
𝑛

25
)
} (1000)  Ecuación 2 

en donde N fue el recuento total de células, Fd fue el factor de dilución y n los cuadrantes 

totales contados de la cámara (Figura 8). 

 

 

Figura 8.  Representación esquemática de los cuadrantes utilizados en la cámara de Neubauer para la 

determinación de la densidad celular.  

5.2.2. Cuantificación de amonio. 

La concentración de amonio fue determinada mediante el método colorimétrico propuesto por 

Hernández-López & Vargas-Albores, 2003 con algunas modificaciones. 750 µL de la muestra 

convenientemente diluida (Fd:1/500) sin células se mezclaron con 60 µL de fenol 10% (en 

etanol al 95%), 60 µL de nitroprusiato de sodio al 0.5% (p/v) y 90 µL de solución oxidante 

(citrato de sodio 20% p/v, hidróxido de sodio 1% p/v, hipoclorito de sodio 4% v/v). Los reactivos 

se adicionaron a la muestra en el orden mencionado, mezclando por inversión entre cada paso 

de la reacción. La mezcla fue incubada durante 60 min a temperatura ambiente y se determinó 

la densidad óptica en el espectrofotómetro (GENESYSTM 10S UV-Vis, Thermo Scientific™, 

Waltham, Massachusetts, USA) a una longitud de onda de 655 nm. Los ensayos se hicieron 

por triplicado y las lecturas obtenidas se interpolaron en una curva tipo (y = 0.1053x + 0.0119) 
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realizada con sulfato de amonio ((NH₄)₂SO₄) en concentraciones de 1.5 – 9.0 ppm y un R² = 

0.9948. Los resultados se representan como valores medios. 

El método colorimétrico se fundamenta en la formación de un complejo coloreado (azul de 

Indofenol) que se desarrolla por la reacción entre amonio, hipoclorito de sodio y fenol en 

presencia de nitroprusiato de sodio. En el mecanismo de reacción (Figura 9) el amoníaco 

reacciona con el hipoclorito para formar monocloroamina en un ambiente alcalino (I), la cual 

posteriormente reacciona con un fenol para formar cloroimina de benzoquinona (II), que a su 

vez reacciona con un segundo fenol para formar un indofenol (III). El nitroprusiato de sodio es 

un reactivo de acoplamiento que aumenta la cinética de la última etapa de la reacción 

(Catalizador) (IV). 

 

Figura 9. Mecanismo de reacción del método colorimétrico de fenol-hipoclorito para la determinación de amonio 

(adaptado de Kimble et al.,2006). 

5.2.3. Determinación del contenido de proteínas. 

La cuantificación de proteínas se realizó por el método de Lowry et al., (1951), modificado por 

Price (1965). Se preparó una solución de reactivo D de Lowry en una proporción de 48: 1: 1 

de reactivos A (Na2CO3 al 2% (p / v) (anhidro) en NaOH 0.1 N); B (tartrato de NaK 
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tetrahidratado al 1% (p / v)) y C (CuSO4.5H2O en H2O al 0.5% (p / v)), respectivamente. El 

ensayo de Lowry también emplea el reactivo de fenol de Folin-Ciocalteu en una proporción 1:1 

de Folin-Ciocalteu fenol 2 N: agua ultrapura. 

Para la extracción de proteínas se llevó a cabo la metodología propuesta por Slocombe et al., 

(2013) con algunas modificaciones. 5 mg de la biomasa seca se resuspendieron mediante 

agitación con Vórtex en 0.2 mL de ácido tricloroacético (TCA) al 24% (p /v). Los 

homogeneizados se incubaron a 95 °C durante 15 minutos y se dejaron enfriar a temperatura 

ambiente. Posteriormente, las muestras se diluyeron hasta una concentración de TCA 6% (p 

/v) con la adición de 0.6 mL de agua ultrapura. Los homogeneizados se centrifugaron a 13,000 

rpm durante 20 min a 4 °C (microcentrífuga Eppendorf™ modelo 5415R, Hamburgo, Alemania) 

y se descartaron sus sobrenadantes. Los sedimentos se resuspendieron en 0.5 mL de reactivo 

D de Lowry y se incubaron durante 3 h a 55 °C. Las muestras se enfriaron a temperatura 

ambiente, se centrifugaron a 14,000 rpm durante 20 minutos a temperatura ambiente y se 

retuvo el sobrenadante.  

A 50 μL del extracto de proteína anterior se adicionaron 0.95 mL de reactivo D de Lowry, se 

mezcló por inversión y se llevó a incubación durante 10 min a temperatura ambiente. A 

continuación, se agregaron 0.1 mL del reactivo fenol de Folin-Ciocalteu diluido a cada tubo y 

se agitó de inmediato. Después de 30 minutos a temperatura ambiente, se leyó la absorbancia 

de cada muestra a 600 nm. En los casos en los cuales fue necesario diluir la muestra, las 

diluciones se llevaron a cabo utilizando reactivo D de Lowry.  

Las lecturas se realizaron en un tiempo inferior a una hora y los ensayos se hicieron por 

triplicado. Las lecturas obtenidas se interpolaron en una curva tipo (y = 0.00378x + 0.1215) 

realizada con albúmina de suero bovino (BSA) en concentraciones de 2.5 – 500 µg/mL y un R² 

= 0.9837. Los resultados se representan como valores medios. 

5.2.4. Determinación gravimétrica de lípidos. 

La extracción lipídica se realizó por el método desarrollado por Bligh & Dyer (1959) , el cual 

consta de un sistema cloroformo / metanol / agua para la extracción de lípidos a partir de 

material biológico. El método se basa en una mezcla de cloroformo y metanol (sistema de 

disolvente monofásico) que permite extraer y disolver lípidos. Por la adición de agua o solución 
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salina se produce un sistema bifásico que conduce a la migración de los compuestos polares, 

junto con el metanol en una fase acuosa superior, dejando los lípidos en la fase inferior de 

cloroformo (Meullemiestre et al., 2015). 

Para la extracción de lípidos, 30 mg de la biomasa microalgal liofilizada se resuspendió 

mediante agitación con Vórtex en 6 mL de una mezcla de metanol y cloroformo (2:1 v/v) y se 

llevó a sonicación (Branson B200, Danbury, Connecticut, USA) por 60 min. Posteriormente, se 

adicionaron 4 mL de una mezcla de cloroformo y solución de NaCl al 1% (1:1 v/v) con el fin de 

obtener una proporción final de metanol, cloroformo y NaCl 1% de 2:2:1 v/v. Finalmente, se 

recuperó la fase del cloroformo, la cual se secó a temperatura ambiente y la porción restante 

se consideró como lípidos. Todas las extracciones se realizaron por triplicado. Los resultados 

se representan como valores medios. 

5.2.5. Determinación del contenido de carbohidratos. 

La determinación del contenido de carbohidratos se llevó a cabo mediante el analizador 

bioquímico (YSI® 2700, YSI Inc., Yellow Springs, OH, USA), el cual emplea una o más 

reacciones catalizadas por enzimas para finalmente producir peróxido de hidrógeno. El 

peróxido de hidrógeno (H2O2) se oxida electroquímicamente en el ánodo de platino de una 

sonda electroquímica, lo cual genera una señal de corriente de la sonda. Teniendo en cuenta 

que estructuralmente los α-poliglucanos (glucógeno y almidón) están constituidos por 

subunidades de glucosa, se empleó una membrana con la enzima Glucosa oxidasa 

inmovilizada. 

Para la extracción de los carbohidratos presentes en la muestra se realizó un tratamiento 

termoquímico (Garibay-Hernández et al., 2013). Un volumen determinado del cultivo microalgal 

se centrifugó a 14,000 rpm durante 10 min (microcentrífuga Eppendorf™ modelo 5415R, 

Hamburgo, Alemania), recuperando la pastilla celular y descartando el sobrenadante. 

Posteriormente, la muestra se resuspendió en 0.5 mL de ácido clorhídrico (HCl) 2 N, se 

homogenizó mediante agitación con Vórtex, se incubó a 99 °C durante 1 h y se dejó enfriar a 

temperatura ambiente. Finalmente, la muestra se neutralizó con NaOH 4 N, se centrifugó a 

14,000 rpm, se retuvo el sobrenadante y se realizó la medición en el YSI ®. Todos los 

experimentos se realizaron por triplicado. Los resultados se representan como valores medios. 
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5.2.6. Extracción de α-poliglucanos. 

La extracción de α-poliglucanos se llevó a cabo mediante la metodología propuesta por 

Martinez-Garcia et al., 2016 con algunas modificaciones. 50 mg de biomasa seca de G. 

sulphuraria se resuspendieron en 1 mL de agua ultrapura y se llevaron a sonicación 

(Procesador Ultrasónico Cole-Parmer®, modelo GEX130, Vernon Hills, Illinois, Estados 

Unidos) por 4 ciclos de 10 s de rompimiento celular y 30 s de reposo, para un tiempo total de 

40 s por ciclo. El lisado celular se centrifugó (microcentrífuga Eppendorf™ modelo 5415R, 

Hamburgo, Alemania) a 13,000 rpm durante 10 min. El sobrenadante, libre de restos celulares 

y células intactas, se llevó a incubación en una plataforma de calentamiento (ThermoMixer® 

F1.5, Eppendorf®, Hamburgo, Alemania) a 100 °C durante 15 min para desnaturalizar y 

precipitar proteínas y luego se centrifugó a 13,000 rpm durante 25 min. El sobrenadante se 

transfirió a un nuevo tubo y se añadieron 0.1 volúmenes de ácido tricloroacético al 50% (TCA) 

para precipitar las proteínas residuales. La muestra se incubó en hielo durante 10 min y luego 

se centrifugó a 14,000 rpm durante 20 min. El sobrenadante se mezcló con 1.5 volúmenes de 

etanol absoluto para precipitar el α-poliglucano a 4 °C. El α-poliglucano precipitado se recuperó 

mediante centrifugación a 13,000 rpm durante 10 minutos y se analizó posteriormente.  

5.2.7. Análisis de α-poliglucanos por cromatografía de permeación en gel (CPG). 

El análisis de los polímeros extraídos se realizó mediante cromatografía de permeación en gel 

(GPC), utilizando el Cromatógrafo Ultimate 3000 Dionex equipado con un detector de índice 

de refracción (RefractoMax 520) y una columna UltrahydrogelTM Linear (7.8 x 300 mm). La 

columna se mantuvo a 35 °C con un flujo de 0.8 mL min-1 de Nitrato de Sodio 0.1 M (fase 

móvil). Previo al análisis de las muestras, la columna se estabilizó con la fase móvil hasta que 

el valor del índice de refracción no cambiara. Las corridas tuvieron una duración de 20 minutos 

(Vallejo-García et al., 2019). Para el análisis de las muestras, el α-poliglucano extraído se 

disolvió en 50 µL de agua ultrapura y se analizó directamente. Se utilizó glucógeno tipo VII de 

Mytius edulis (G-1508 Sigma Aldrich) como control a una concentración de 10 mg mL-1. La 

determinación del peso molecular de los α-poliglucanos se llevó a cabo a partir de una curva 

tipo de polímeros estándar (IS.2). 
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5.2.8. Extracción y cuantificación de ficobiliproteínas. 

Para la ruptura celular y extracción de las ficobiliproteínas, 10 mg de biomasa liofilizada de G. 

sulphuraria se resuspendieron en 1 mL de solución de extracción, la mezcla se congeló y 

descongeló, se adicionaron 500 mg de perlas de vidrio de 450-500 µm (Sigma Aldrich), se 

mezclaron por agitación (Mezclador de vórtice Daigger® Scientific, Vortex-Genie 2) por 2 min 

y se llevaron a incubación por 3 horas, 37°C y 300 rpm (ThermoMixer® F1.5, Eppendorf®, 

Hamburgo, Alemania). La cuantificación de las ficobiliproteínas se llevó a cabo mediante el 

método espectrofotométrico propuesto por Kursar & Alberte, 1983. La absorbancia de los 

sobrenadantes que contienen ficobiliproteínas (ficocianina, aloficocianina y ficoeritrina) se 

midió a 618, 650, 498 nm (GENESYSTM 30, Thermo Scientific™, Waltham, Massachusetts, 

USA) para calcular la concentración de ficocianina, aloficocianina y ficoeritrina, utilizando las 

ecuaciones 3, 4 y 5 respectivamente. Todos los experimentos se realizaron por triplicado y los 

resultados se representan como valores medios. 

Ficocianina (µg mL-1) = 166A618-108A650  Ecuación 3 

Aloficocianina (µg mL−1) = 200A650-52.3A618  Ecuación 4 

Ficoeritrina (µg mL-1) = 169A498-8.64A618-1.76A650  Ecuación 5 

5.2.9. Extracción y cuantificación de Clorofila. 

Para la ruptura celular y extracción de clorofila, 5 mg de biomasa liofilizada de G. sulphuraria 

se resuspendieron en 1 mL de solución de extracción (Acetona 90%), se adicionaron 500 mg 

de perlas de vidrio de 450-500 µm (Sigma Aldrich), se mezclaron por agitación (Mezclador de 

vórtice Daigger® Scientific, Vortex-Genie 2) por 2 min y se llevaron a incubación por 3 horas, 

37°C y 300 rpm (ThermoMixer® F1.5, Eppendorf®, Hamburgo, Alemania). La cuantificación 

de la clorofila se llevó a cabo mediante el método espectrofotométrico propuesto por Ritchie, 

2006. La absorbancia de los sobrenadantes que contienen clorofila se midió en un rango de 

400-700 nm (GENESYSTM 30, Thermo Scientific™, Waltham, Massachusetts, USA) y se utilizó 

la ecuación 6 para determinar la concentración del pigmento. Todas las determinaciones se 

realizaron por triplicado y los resultados se representan como valores medios. 

Clorofila (µg mL-1) = 11.8668A664-1.7858A647  Ecuación 6 
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5.2.10. Extracción y determinación de aminoácidos. 

La hidrólisis de la biomasa microalgal se llevó a cabo mediante un tratamiento termoquímico. 

10 mg de biomasa seca de G. sulphuraria se resuspendieron en 1 mL de HCl 3N, se 

homogenizó mediante agitación con Vórtex (Mezclador de vórtice Daigger® Scientific, Vortex-

Genie 2) y se incubó durante 24 h, a 99 °C y 200 rpm (ThermoMixer® F1.5, Eppendorf®, 

Hamburgo, Alemania). Posteriormente, la muestra se neutralizó con NaOH 10 N, se centrifugó 

por 30 min a 13,000 rpm (microcentrífuga Eppendorf™ modelo 5415R, Hamburgo, Alemania), 

se retuvo el sobrenadante y se filtró (filtros de nylon de 0.45 µm y 13 mm de diámetro, 

MICROLAB SCIENTIFIC). La determinación del perfil de aminoácidos se realizó mediante 

cromatografía líquida de alta resolución (HPLC). Previo a la inyección, los aminoácidos 

presentes en las muestras se derivatizaron en línea usando orto-ftalaldehído (OPA) (para 

aminoácidos primarios) según el método de Henderson et al., 2000. Se inyectaron los 

siguientes volúmenes: 2.5 μL de solución tampón de borato mezclado con 0.5 μL de muestra, 

0.5 μL de OPA y 37 μL de agua. El sistema de HPLC (serie 1100, Agilent Technologies, 

Waldbronn, Alemania) está compuesto por una bomba binaria equipada con un 

microdesgasificador de vacío, un inyector automático controlado por termostato, un 

compartimento de columna y un detector de arreglo de diodos. Los análisis se realizaron 

utilizando una columna Synergi™ 4 µm Max-RP 80 Å, LC 75 x 2 mm (Phenomenex®, 

California, USA) y la temperatura de la columna se fijó en 40 °C. La fase móvil corresponde a 

una solución 40 mM de NaH2PO4 (fase A) y una mezcla de agua, metanol y acetonitrilo 

(10:45:45; fase B). La elución de las muestras se realizó a un flujo de 2.0 mL/min mediante 

elución en gradiente, y el tiempo total de ejecución fue de 14 min.  

5.2.11. Determinación de clorofila a (Chl a). 

La clorofila a se determinó mediante espectroscopía de fluorescencia. Los espectros de 

emisión de fluorescencia de células completas se determinaron en un fluorómetro (L-55, 

PerkinElmer ®, Waltham, Massachusetts, Estados Unidos). Las células se ajustaron a una 

concentración 4.5x106 Células mL-1 para todas las mediciones. La Chl a se excitó a 455 nm y 

la lectura de emisión de fluorescencia se realizó a 685 nm. Los valores de fluorescencia se 

normalizaron mediante F/F750. Se midieron tres réplicas biológicas independientes (n = 3). 
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5.2.11. Determinación de ROS y viabilidad. 

La determinación de las especies reactivas de oxígeno (ROS) y la viabilidad celular se llevó a 

cabo mediante citometría de imagen, empleando MitoTracker™ Red CMXRos y SYTOX™ 

Blue, respectivamente. El MitoTracker™ Red CMXRos (Invitrogen™, Thermo Fisher Scientific) 

es un colorante fluorescente (rojo) que tiñe las mitocondrias de las células vivas y cuya 

intensidad de fluorescencia está asociada a la presencia de especies reactivas de oxígeno 

(ROS). De igual forma, las mitocondrias activas exhiben una fluorescencia más brillante en 

comparación con las mitocondrias de células en fase de muerte celular. El agente de tinción 

presenta una longitud de onda de emisión de 579-599 nm cuando se emplea el láser amarillo 

(561 nm). Por otra parte, el SYTOX™ Blue (Invitrogen™, Thermo Fisher Scientific) es un 

agente de tinción fluorescente específico para los ácidos nucleicos de las células muertas, con 

membranas plasmáticas comprometidas, observándose una fluorescencia de color azul 

brillante cuando se excita con láser violeta de 405 nm.  

Las células microalgales se centrifugaron a 10,000 rpm durante 5 min y se resuspendieron en 

1000 μL de agua ultrapura. Posteriormente, 2 µL de la solución del agente de tinción 

(MitoTracker™ Red CMXRos 1 mM y SYTOX™ Blue 1 mM) se añadieron. Las muestras de 

viabilidad se incubaron a temperatura ambiente y las de determinación de ROS se llevaron a 

37°C por 20 min en oscuridad. Con el fin de determinar la autofluorescencia de las muestras, 

se realizó un control sin tinción para las dos determinaciones.  
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6. RESULTADOS Y DISCUSIONES. 

6.1. ETAPA 1. 

Estudio cinético del crecimiento celular y contenido de macromoléculas de diferentes 

cepas de G. sulphuraria bajo condiciones autotróficas de crecimiento. 

6.1.2. Crecimiento y producción de biomasa. 

En la Tabla 3 se presentan de forma comparativa los resultados obtenidos de la evaluación de 

las cinco cepas de G. sulphuraria, cultivadas durante 20 días en condiciones autotróficas de 

crecimiento: fotobiorreactor de 1 L (Figura 7) , 900 mL del medio mineral descrito por Ford 

(1979) y Gross & Schnarrenberger (1995), pH 2.0, 42 °C, 100 μmol m-2 s-1, CO2 atmosférico 

(0.040%), 150 rpm y 0.5 vvm. Durante el tiempo evaluado los cultivos celulares no alcanzan la 

fase estacionaria (Figura 10), observándose que la cepa SAG 2192 no presentó un 

crecimiento significativo en comparación con las demás cepas evaluadas. Así mismo, se 

evidencia una reducción de la velocidad de crecimiento de la mayoría de las cepas después 

de 14 días de cultivo, siendo G. sulphuraria CCMEE 5587.1 la cepa que alcanzó la 

concentración de biomasa final más alta (2.33 g L-1). Excluyendo la cepa SAG 21.92, este valor 

fue de 2.2 a 3.2 veces superior al obtenido con las otras cepas (Figura 2.A, Tabla 1).  

Al comparar los resultados obtenidos con la cepa G. sulphuraria CCMEE.5587.1 con los 

reportados por Sakurai et al., (2016), quienes obtuvieron una concentración máxima de 

biomasa de 1.1 g L-1 en 12 días utilizando la cepa 074 W de G. sulphuraria en condiciones 

autotróficas, se observa que en el presente estudio se obtiene una concentración superior con 

la cepa G. sulphuraria CCMEE.5587.1 con un valor de 1.37 g L-1 en el día 12, lo cual 

corresponde a una concentración de biomasa 20% mayor a lo reportado en la literatura. No 

obstante, es importante mencionar que las condiciones de cultivo reportadas con la cepa 074 

W (cultivo en matraces de 500 mL, 300 mL de medio Allen modificado 2x, pH 2.5, 50 μE m-2 s-

1 y 42 °C) fueron diferentes a las utilizadas en el presente estudio. 

Por otra parte, respecto a los valores máximos de densidad celular alcanzados para cada una 

de las cepas evaluadas (tabla 3), se puede apreciar que con la cepa G. sulphuraria CCMEE 

5587.1 (8.97 x107 células mL-1) se obtiene un valor aproximadamente 5 veces superior al 

alcanzado con las otras cepas de G. sulphuraria (excluyendo la cepa SAG 2192; Figura 10.B). 
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Lo anterior se correlaciona con los resultados encontrados referentes al tiempo de duplicación 

(td), teniendo en cuenta que para la cepa G. sulphuraria CCME5587 se obtuvo un td de 4.43 

días, el cual fue en promedio 2.12 veces menor comparado con las demás cepas. Los valores 

reportados presentan diferencia significativa (td SAG. 2192 = td UTEX 2919 ≠ td SAG 107.79 ≠ 

td SAG 108.79 ≠ td CCMEE 5587.1), representado en el estadístico p < 0.05 (p = 0.0133). Cabe 

mencionar, aunque no se estudió a detalle, que las células de G. sulphuraria CCMEE 5587.1 

son significativamente de menor tamaño que las células de las otras cepas. Observaciones 

directas al microscopio, a la hora de contar las células, permitieron observar esa diferencia, lo 

cual explica en parte la discrepancia en los valores relativos de masa y densidad celular 

obtenidos a los 20 días de los cultivos, 2.2 a 3.2 veces vs 5 veces mayor, respectivamente. 

Dicho resultado indica que, aunque son cepas de la misma especie, el lugar de donde fueron 

aisladas, las modificaciones genéticas que seguramente tuvieron a lo largo del tiempo para 

adaptarse a los lugares donde se encontraban, y otros factores, afectaron su fenotipo (y 

seguramente su genotipo) y por tanto es relevante hacer estudios comparativos entre las 

diferentes cepas. 

 

Figura 10. Crecimiento celular de diferentes cepas de G. sulphuraria bajo condiciones autótrofas de 
crecimiento. A. Concentración de Biomasa. B. Densidad celular. 
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La Figura 11 muestra los resultados de productividad volumétrica de biomasa (A) y células (B) 

de todas las cepas de G. sulphuraria estudiadas. Respecto a la productividad volumétrica 

determinada a partir de la biomasa, se observa que la cepa G. sulphuraria CCMEE 5587.1 

presenta una productividad de 111.7 mg L-1 d-1 en el día 20, la cual es 3.5, 3.0 y 2.31 veces 

superior a las encontradas para las cepas G. sulphuraria SAG 107.79 (31.77 mg L-1 d-1), SAG 

108.79 (37.13 mg L-1 d-1) y UTEX 2919 (48.40 mg L-1 d-1), respectivamente. Así mismo, 

respecto a la productividad celular, la cepa G. sulphuraria CCMEE 5587.1 presenta una 

productividad de 4.18X106 Células mL-1 d-1 al final del tiempo de cultivo, la cual es 6.8, 6.4 y 

6.6 veces superior a las encontradas para las cepas G. sulphuraria SAG 107.79 (6.17X105 

Células mL-1 d-1), SAG 108.79 (7.52X105 Células mL-1 d-1) y UTEX 2919 (7.31X105 Células mL-

1 d-1), respectivamente. 

 

Figura 11. Productividad volumétrica de biomasa y densidad celular de diferentes cepas de G. sulphuraria bajo 
condiciones de crecimiento autótrofas. 

El contenido de macromoléculas (proteínas, carbohidratos y lípidos) es uno de los criterios 

indispensables en la evaluación del potencial de los microorganismos para la producción de 
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estos compuestos. Sin embargo, dicho parámetro por sí solo es una medida inadecuada para 

hacer una elección acertada de una cepa útil con aplicaciones industriales, por lo cual se debe 

tener en cuenta diversos parámetros, como la productividad de biomasa (Maroneze et al., 

2016). Al correlacionar el comportamiento del crecimiento celular (producción de biomasa y 

densidad celular) y la productividad de biomasa de la cepa G. sulphuraria CCMEE.5587.1, se 

hace evidente la presencia de una fase de desaceleración, caracterizada por presentar 

crecimiento celular a una velocidad menor y la obtención de la productividad máxima (día 14). 

El análisis de la productividad es un criterio importante que permite seleccionar por ejemplo a 

que tiempo es conveniente cosechar el cultivo, teniendo en cuenta que en un tiempo menor se 

alcanza una velocidad de producción constante. 

6.1.2. Composición bioquímica: carbohidratos, lípidos y proteínas. 

En cuanto a la caracterización bioquímica de la biomasa microalgal generada, al analizar el 

contenido de proteína final de las diferentes cepas de G. sulphuraria (Tabla 3), se observa un 

contenido de proteínas alto, superior al 40% (p/p) para la mayoría de las cepas, siendo G. 

sulphuraria UTEX 2919 la cepa que alcanzó el valor más alto (~47 %). Los resultados 

anteriores se comparan con los encontrados por Graziani et al., (2013), quienes cuantificaron 

(método de Kjeldahl y utilizando un factor de conversión de nitrógeno de 6.25) la proteína total 

presente en la biomasa seca de la cepa G. sulphuraria 064/309, encontrando un contenido 

proteico del 32.5% en cultivos autotróficos. En el mismo sentido, el contenido de proteína 

encontrado en actual proyecto es superior al de otras microalgas rojas como Porphyridium 

marinum, la cual presenta un contenido del 15.38% respecto al peso seco (Ben Hlima et al., 

2019), Porphyridium cruentum, cuyo contenido proteico es del 28% al 39% (Becker, 2007), o 

Porphyridium purpureum, que tiene un contenido del 15.08% bajo condiciones autotróficas y 

no limitantes (Assunção et al., 2017). 
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Tabla 3. Resumen de resultados obtenidos del comportamiento de las diferentes cepas de G. sulphuraria en el día 20 bajo condiciones autótrofas de 
cultivo. 

 

Cepa 
Biomasa 
(gDCW L-1) 

Densidad celular  
( Células mL-1) 

Proteína 
(%; g gBiomasa -1) 

Carbohidratos 
(%; g gBiomasa -1) 

Lípidos 
(%; g gBiomasa -1) 

td * 
(Días) 

G. sulphuraria 

SAG 21.92 
0.18 ± 0.01 5.17x106 ± 2.25x105 42.58 ± 2.72 8.01 ± 0.58 8.89 ± 1.58 16.84 ± 2.27a 

G. sulphuraria 

SAG 107.79 
0.74 ± 0.02 1.62x107 ± 4.51x105 39.31 ± 3.21 8.89 ± 0.08 6.78 ± 0.77 9.61 ± 0.59b 

G. sulphuraria 

SAG 108.79 
0.83 ± 0.01 1.75x107 ± 4.58x105 43.44 ± 1.73 8.15 ± 0.05 9.56 ± 1.35 9.36 ± 0.48b 

G. sulphuraria 

UTEX 2919 
1.07 ± 0.04 1.95x107 ± 5.39x105 46.86 ± 1.35 3.94 ± 0.31 7.31 ± 0.97 8.21 ± 0.51c 

G. sulphuraria 

CCMEE 5587.1 
2.33 ± 0.06 8.97x107 ± 7.01x106 43.95 ± 3.15 5.91 ± 0.35 14.11 ± 0.84 4.27 ± 0.11d 

 

* Tiempo de duplicación. 

Los datos corresponden a las medias ± las desviaciones estándar de los experimentos por triplicado. 

a, b, c y d parámetros obtenidos por una prueba de Tukey. Letras iguales: diferencia entre medias = 0, letras diferentes: diferencia entre medias ≠ 0. Los 

valores de td se obtuvieron durante la fase de crecimiento exponencial. 
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Los valores de proteína alcanzados con este microorganismo se comparan favorablemente 

con el contenido reportado de algunos vegetales utilizados como fuente de proteína en la 

industria de alimentos y piensos como la harina de soya (Glycine max), cuyo rendimiento 

porcentual es ~36% (p/p) y es considerada fuente de proteína (Koyande et al., 2019b). Además 

del alto contenido de proteínas que observamos en la biomasa de G. sulphuraria, hay otros 

tipos de macromoléculas presentes, como lípidos y carbohidratos, que en conjunto brindan 

buenas características nutricionales a la biomasa generada. 

Con relación al contenido de lípidos, éste en las cinco cepas evaluadas varió de 7 a 14 % (p/p), 

en dónde G. sulphuraria CCMEE.5587.1 presentó un contenido de lípidos 2 veces mayor que 

las otras cepas (Tabla 3). Se ha reportado que G. sulphuraria es capaz de acumular lípidos 

con valores que van desde 1.1 (Graziani et al. 2013) a 5.4% (Sakurai et al. 2016), los cuales 

son contenidos inferiores a los encontrados en todas las cepas en el estudio actual. De igual 

forma, nuestros resultados se comparan con los reportados para otros microorganismos 

Rhodophytas como P. cruentum, capaz de acumular lípidos en un intervalo del 14 al 19% 

(Becker, 2007; Oh et al., 2009) y P. purpureum con un contenido lipídico del 1.73 % respecto 

a la biomasa seca (Assunção et al., 2017). 

Respecto al contenido de carbohidratos (Figura 12), se puede apreciar que no hay cambios 

en el contenido de está macromolécula en los diferentes tiempos de cultivo, sugiriendo que los 

cultivos no se encontraron bajo condiciones de limitación de nutrientes o estrés que permitieran 

la sobreacumulación del glucano de reserva. El principal polímero de reserva acumulado por 

G. sulphuraria es el almidón florídeo, un homopolímero de glucosa altamente ramificado (~18% 

de enlaces α-1,6) y un tamaño molecular de 2.5x105 Da (Martinez-Garcia et al., 2016). Por lo 

anterior, el contenido de carbohidratos se determinó a partir de la glucosa liberada después de 

la hidrólisis termoquímica de la biomasa liofilizada. Las cepas de G. sulphuraria acumularon 

cantidades bajas de carbohidratos, las cuales oscilaron entre 4 y 9% (p/p) y obteniéndose el 

mayor contenido con la cepa SAG 107.79 (Tabla 1). La cepa CCMEE 5587.1 tuvo un ligero 

aumento en el contenido de carbohidratos como se ve al final del cultivo (día 20), lo que es 

característico de la fase de desaceleración del crecimiento observada para esta cepa (Figura 

2), en la que el contenido de carbohidratos puede aumentar como un material de reserva. 
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Figura 12. Contenido de carbohidratos (glucosa) de diferentes cepas de G. sulphuraria. 
El contenido de macromolécula se expresa como: (gX gB-1) x·100, donde gX es la concentración carbohidratos y gB la concentración de 

Biomasa. 

Existen reportes para microalgas rojas como G. sulphuraria y P. cruentum en los cuales se han 

encontrado contenidos de carbohidratos totales del 69% (Graziani et al., 2013) y 57% (Becker, 

2007) respectivamente, los cuales son superiores a los obtenidos en el presente estudio. Como 

se mencionó anteriormente, teniendo en cuenta la finalidad del proyecto, el contenido de 

carbohidratos reportado corresponde únicamente a la cuantificación de glucosa; por lo cual, 

no se tiene en cuenta el contenido de otros monosacáridos como la xilosa y arabinosa, los 

cuales se han encontrado en la biomasa de la cepa G. sulphuraria UTEX 2919 (comunicación 

personal Francisco Vera López-Porrillo), o como galactosa, unidad estructural de la 

carragenina, un compuesto químico presente en la pared celular de las algas rojas (Al Abdallah 

et al., 2016).  

Teniendo en cuenta los resultados anteriores, se seleccionó la cepa G. sulphuraria SAG 107.79 

para llevar a cabo los experimentos de la segunda etapa del proyecto correspondientes a dos 

estrategias de cultivo para incrementar la síntesis de poliglucano de reserva: (1) Efecto de 

diferentes condiciones de crecimiento (autotrofía, mixotrofía y heterotrofía) sobre la 

acumulación del polímero de carbohidratos de reserva y la distribución de pesos moleculares; 

y (2) Evaluación de diferentes condiciones de cultivo, intensidad luminosa y temperatura de 

cultivo (100 y 200 μmol m-2 s-1; 32 y 42°C) sobre la acumulación del poliglucano de reserva, 
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mediante un diseño experimental factorial 2FI (22) (variables evaluadas: Temperatura e 

Intensidad de luz). 

6.1.3. Contenido de pigmentos fotosintéticos: ficobiliproteínas y clorofila. 

En la Tabla 4 se presentan los resultados correspondientes a la cuantificación de las 

ficobiliproteínas presentes en la biomasa de las diferentes cepas evaluadas de G. sulphuraria. 

En general, se observa que la cepa CCMEE.5587.1 presenta un mayor contenido de este 

pigmento fotosintético, el cual es 1.40 a 3.04 veces mayor que los valores obtenidos con las 

otras cepas. Así mismo, los resultados obtenidos muestran que la ficocianina es la 

ficobiliproteína que se acumula en mayor proporción en el complejo proteico del ficobilisoma 

(Figura 13), en contraste con lo reportado por Graziani et al., (2013), quienes encontraron un 

mayor contenido de aloficocianina en comparación con los otros pigmentos. Las 

ficobiliproteínas (por ejemplo, ficoeritrina, aloficocianina, ficocianina), son complejos proteicos 

pigmentados involucrados en la captación y transporte (complejo antena) de la energía solar 

durante la fase luminosa de la fotosíntesis (Masojidek et al., 2013). En G. sulphuraria se ha 

encontrado que el contenido de las ficobiliproteínas puede llegar a ser hasta del 10% del peso 

seco total de la biomasa (Graziani et al., 2013; Wan et al., 2016) en cultivos fotoautótrofos. 

Teniendo en cuenta que la cepa SAG 21.92 no creció bajo las condiciones probadas en el 

presente estudio, los pigmentos fotosintéticos (ficobiliproteínas y clorofila) y el perfil de 

aminoácidos no se reportan para esta cepa. 

Tabla 4. Contenido de pigmentos fotosintéticos de diferentes cepas de G. sulphuraria en el día 20, bajo 
condiciones autótrofas de cultivo. 

 

Cepa 
Ficocianina 

(mg g
-1

) 

Aloficocianina 

(mg g
-1

) 

Ficoeritrina 

(mg g
-1

) 

Clorofila 

(mg g
-1

) 

G. sulphuraria 
SAG 107.79 

17.31 ± 0.19 2.9 ± 0.29 4.14 ± 0.44 1.08 ± 0.04 

G. sulphuraria 
SAG 108.79 

33.81 ± 3.06 5.34 ± 0.48 6.2 ± 0.47 1.89 ± 0.05 

G. sulphuraria 
UTEX 2919 

15.50 ± 0.80 2.58 ± 0.64 4.72 ± 0.65 1.57 ± 0.39 

G. sulphuraria 
CCMEE.5587.1 

47.13 ± 5.16 11.7 ± 1.34 9.92 ± 0.88 2.48 ± 0.15 
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Figura 13. Contenido de ficobiliproteínas (ficocianina, aloficocianina y ficoeritrina) de diferentes cepas de G. 
sulphuraria en el día 20 de cultivo bajo condiciones autotróficas. 

El contenido de cada pigmento se expresa como: (mgX gB-1) x 100, donde mgX es la concentración del pigmento y gB la concentración de 
Biomasa. 

La ficocianina es actualmente una molécula comercialmente valiosa obtenida de cultivos 

autótrofos con cianobacterias como Arthrospira (Spirulina) platensis. Para este 

microorganismo se han reportado contenidos de 56.6 mg g−1 (Manirafasha et al., 2018), 148.1 

mg g−1 (Ajayan et al., 2012) y 160 mg g−1 (Xie et al., 2015), los cuales son 1.2 a 3.4 veces más 

altos que los informados en el presente estudio con la cepa CCMEE.5587.1 (47 mg g−1) (Tabla 

4), lo que indica que se necesita más investigación para maximizar la producción de ficocianina 

con G. sulphuraria. Cabe mencionar que una de las principales ventajas de la ficocianina 

sintetizada por G. sulphuraria es su termoestabilidad a 60 °C, a diferencia de lo reportado para 

la ficocianina de Spirulina sp., con estabilidad a temperaturas inferiores a 47 °C (Moon et al., 

2014). 

Respecto a los resultados referentes a la cuantificación de clorofila extraída de la biomasa de 

G. sulphuraria, se observa que en general las diferentes cepas presentan una acumulación de 

clorofila en un rango de 1.08 a 2.48 mg g-1, siendo el valor más alto el encontrado para la cepa 

CCMEE.5587.1 (Figura 14.A). Como era de esperar, el espectro de absorción muestra la 

presencia de dos picos de señal a 410 nm y 670 nm, que son característicos de la clorofila a 

(Figura 14.B). Galdieria sulphuraria es una microalga unicelular clasificada dentro del grupo 

de las algas rojas que, a pesar de tener un alto contenido en ficobiliproteínas como parte del 

complejo recolector de fotones, también presenta clorofila a, la cual es un pigmento 

fotosintético que actúa como centro de reacción en los fotosistemas involucrados en la fase 

luminosa de fotosíntesis (Masojídek et al., 2007). 
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La presencia de ficobiliproteínas y clorofila en la biomasa de G. sulphuraria aporta un valor 

nutracéutico añadido a la biomasa de microalgas obtenida en este trabajo. La ficocianina tiene 

actividades nutracéuticas relacionadas con la disminución de la presión arterial (actividad 

antihipertensiva), de radicales libres y especies reactivas de oxígeno (actividad antioxidante), 

de procesos inflamatorios (actividad antiinflamatoria) y de la proliferación de procesos celulares 

descontrolados (actividad anticancerígena) (Abd El-Hack et al., 2019; Chandra et al., 2020; 

Lafarga et al., 2020). Adicionalmente, la clorofila proporciona propiedades anticancerígenas, 

antioxidantes y antigenotóxicas, con propiedades nutraceúticas para enfermedades hepáticas 

(Bishop & Zubeck, 2012; García et al., 2017; Koyande et al., 2019). 

 

Figura 14. Acumulación de clorofila en diferentes cepas de Galdieria sulphuraria en condiciones de crecimiento 
autótrofo. A. Comparación del contenido del pigmento fotosintético en las cepas evaluadas. B. Espectro de 

absorción de los pigmentos extraídos con acetona al 90%. 

 6.1.4. Perfil de aminoácidos. 

Debido a la metodología de extracción (hidrólisis termoquímica) y análisis (HPLC) utilizada en 

esta investigación, algunos aminoácidos como triptófano, asparagina y glutamina no fueron 
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detectables, lo que sugiere que podría estar relacionado con el límite de detección de la técnica 

o con el tratamiento termoquímico realizado para la hidrólisis de la biomasa analizada. La Tabla 

3 muestra el perfil de aminoácidos (esenciales y no esenciales) de cuatro cepas de G. 

sulphuraria, en el cual se puede observar que todas las cepas presentan un perfil de 

aminoácidos similar, con ocho de los nueve aminoácidos definidos como esenciales y siete de 

nueve aminoácidos no esenciales (Tabla 5). La determinación del perfil de aminoácidos es 

uno de los parámetros fundamentales para la evaluación de la calidad de la proteína, 

especialmente la destinada al consumo humano, la cual de preferencia debe contener en su 

totalidad o la mayoría de los aminoácidos esenciales, es decir, aquellos aminoácidos que no 

son sintetizados de forma natural por los seres humanos y por ende deben ser suministrados 

mediante la ingesta de alimentos (Koyande et al., 2019). 

El triptófano es un aminoácido primario, aromático y esencial, cuya biosíntesis en 

microorganismos fotosintéticos (por ejemplo, las diatomeas) se encuentra estrechamente 

relacionada con la biosíntesis de otros aminoácidos aromáticos como la fenilalanina y la 

tirosina, al compartir el corismato como molécula precursora común (Bromke, 2013). En la 

literatura se ha reportado que este aminoácido puede estar en pequeñas concentraciones en 

la biomasa de varios géneros de microalgas y corresponde a uno de los aminoácidos que se 

encuentra en menor porcentaje, por lo cual en algunos estudios no es detectable (Chronakis 

& Madsen, 2011; Koyande et al., 2019a; Tibbetts et al., 2015). Así mismo, se ha reportado que 

algunas condiciones de extracción de proteínas de la biomasa microalgal utilizando ácido 

clorhídrico y elevadas temperaturas (condiciones termoquímicas), puede conllevar a la 

destrucción del triptófano y  a no ser determinado posteriormente por los métodos 

cromatográficos tradicionales (Barbarino & Lourenço, 2005). 

Por otra parte, en cuanto a la determinación de glutamina y asparagina (aminoácidos no 

esenciales), estos tampoco pudieron ser cuantificados mediante la metodología empleada. Sin 

embargo, Salbitani & Carfagna, 2020 lograron llevar a cabo la determinación de tres 

aminoácidos (glutamina, glutamato y asparagina) a partir de la biomasa húmeda de G. 

sulphuraria 011, utilizando etanol al 80% para su extracción. Por lo anterior, la proteína 

presente en las diferentes cepas evaluadas en el presente estudio podría contener los 

aminoácidos no detectables mencionados anteriormente. 
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Tabla 5. Perfil de aminoácidos de diferentes cepas de Galdieria sulphuraria cultivadas bajo condiciones 
autotróficas de crecimiento. 

N° Aminoácido 
G. sulphuraria 

SAG 107.79 

G. sulphuraria 

SAG 108.79 

G. sulphuraria 

UTEX 2919 

G. sulphuraria 

CCMEE.5587.1 

Esenciales (%) 

1 Treonina 2.54 2.52 2.41 2.81 

2 Histidina 2.92 2.74 2.67 2.37 

3 Valina 1.43 1.32 1.36 1.54 

4 Metionina 0.71 0.76 0.64 0.70 

5 Triptófano - - - - 

6 Fenilalanina 1.58 1.55 1.46 1.57 

7 Isoleucina 0.68 0.90 0.81 0.88 

8 Leucina 2.64 2.65 2.67 2.71 

9 Lisina 1.77 1.67 1.25 1.49 

No Esenciales (%) 

10 Aspartato 3.09 3.33 2.41 4.09 

11 Glutamato 5.73 5.48 4.58 4.14 

12 Asparagina - - - - 

13 Serina 3.61 3.50 3.36 2.11 

14 Glutamina - - - - 

15 Glicina 3.14 3.04 2.75 2.57 

16 Arginina 2.15 2.29 1.84 2.79 

17 Alanina 3.03 2.76 2.03 2.45 

18 Tirosina 0.61 0.70 0.78 0.68 

Los valores reportados corresponden al contenido porcentual (g de Aminoácido/ 100 g de Biomasa) 

Los resultados anteriores hacen parte de la caracterización bioquímica de las cepas evaluadas, 

la cual se reporta en el primer producto de investigación “Single-cell protein production potential 

with the extremophilic red microalgae Galdieria sulphuraria: growth and biochemical 

characterization”, manuscrito sometido a la revista “Journal of Applied Phycology” el día 31 de 

octubre de 2021 y aceptado para publicación el día 21 de marzo de 2022. 
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6.1.5. Conclusiones parciales. 

• Bajo las condiciones de cultivo evaluadas fue posible generar biomasa microalgal de G. 

sulphuraria con un potencial alto para producir proteína unicelular, y dada la 

caracterización bioquímica de esta microalga, la composición de la biomasa es 

adecuada para alimentos o piensos. 

• La cepa CCMEE.5587.1 presenta las mejores características de crecimiento que 

conllevan a una productividad de biomasa superior. Teniendo en cuenta lo anterior y la 

condición ácida de los cultivos, esta cepa tiene el potencial de ser utilizada para 

producción de biomasa a gran escala en estanques abiertos, en dónde se desean 

cultivos autotróficos con alta densidad celular, que faciliten otras operaciones unitarias 

como la cosecha de la biomasa y el secado.   

• La ficocianina es el pigmento fotosintético que se encuentra en mayor proporción en las 

diferentes cepas de G. sulphuraria cultivadas bajo condiciones autotróficas, lo cual hace 

de la biomasa de este microorganismo una fuente atractiva para la producción y 

obtención de este pigmento de interés industrial.  

• La cepa SAG107.79 se seleccionó para continuar con las siguientes etapas del proyecto 

debido a que presentó el mayor contenido de carbohidratos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Instituto de Biotecnología 

 

Doctorado en Ciencias Bioquímicas 

45 
 

6.2. ETAPA 2. 

Efecto de diferentes condiciones de crecimiento, autotrofía, mixotrofía y heterotrofía, 

sobre la acumulación de carbohidratos de reserva y la distribución de pesos 

moleculares en G. sulphuraria  

6.2.1. Crecimiento y acumulación del poliglucano 

La primera estrategia de cultivo para estudiar la acumulación de α-poliglucanos en G. 

sulphuraria se centró en el efecto de diferentes condiciones de crecimiento (autotrofía, 

mixotrofía y heterotrofía) sobre la acumulación del polímero de carbohidratos de reserva y la 

distribución de pesos moleculares. Se llevaron a cabo cultivos mixotróficos y heterotróficos 

(complementarios a los cultivos autotróficos previamente descritos) en los sistemas 

fotobiológicos mencionados anteriormente, suplementando el medio de cultivo con glucosa 10 

g L-1 (Relación C/N ~10), a pH 2.0, 42 °C, 100 μmol m-2 s-1, CO2 atmosférico (0.040%), 150 

rpm y 0.5 vvm. En la condición de heterotrofía los cultivos se realizaron en oscuridad. Para los 

cultivos mixotróficos y heterotróficos, las células se recolectaron en la fase exponencial tardía 

(día 5), en la cual se espera la síntesis máxima del polímero y en dónde se evidencia un 

agotamiento simultáneo de las fuentes de carbono y nitrógeno, indicando una relación C/N 

inicial balanceada (C/N=12/1) (Figura 15). La acumulación del polímero de carbohidratos de 

reserva en microalgas se realiza al final de la fase exponencial, debido a que la síntesis de 

estos polímeros (fuente primaria de almacenamiento de energía) implica un menor gasto 

energético en comparación con la síntesis de otras moléculas de energía de almacenamiento 

secundario como los lípidos (ej., triacilgliceroles), los cuales se acumulan dentro de los cuerpos 

lipídicos en el citosol durante la fase estacionaria y hay un exceso de la fuente de carbono 

(Martín-Juárez et al., 2017; Mozaffari et al., 2019). 

En cuanto al crecimiento celular, la suplementación de los cultivos con glucosa en las 

condiciones mixotróficas y heterotróficas, conllevan a un aumento de la concentración celular 

respecto a las condiciones autotróficas, alcanzándose valores ~8 veces más altos (Tabla 6). 

El comportamiento anterior, se relaciona con los resultados referentes al tiempo de duplicación 

(Td), en donde se evidencia que las células de G. sulphuraria SAG 107.79 presentan un Td 

14-15 veces más alto en los cultivos suplementados con carbono orgánico, respecto a los 
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cultivos celulares en condiciones autotróficas, en dónde la obtención de energía deriva del 

metabolismo de los esqueletos carbonados generados durante la fotosíntesis.  

Tabla 6. Crecimiento de G. sulphuraria SAG 107.79 bajo diferentes condiciones de cultivo durante el tiempo t. 

Cepa 
t  

(días) 
Biomasa 

(g L
-1

) 

Td * 
(Días) 

Heterotrofía 5 5.81 ± 0.08 
a

 0.64 ± 0.02 
a

 

Mixotrofía 5 6.15 ± 0.31 
a

 0.68 ± 0.01 
a

 

Autotrofía 20 0.74 ± 0.02 
b

 9.61 ± 0.59 
b

 

Para otros microorganismos fotosintéticos como Chlorella vulgaris, se ha evidenciado que la 

adición de carbono orgánico al medio de cultivo conlleva la activación del ciclo del glioxilato y 

por ende al aumento de los niveles relativos de los transcritos de genes que codifican para 

enzimas como la malato sintasa e isocitrato liasa, en comparación con las condiciones 

autótrofas de cultivo. El ciclo del glioxilato tiene dos enzimas clave, isocitrato liasa y malato 

sintasa, las cuales están involucradas en la conversión de isocitrato y acetil-CoA en succinato 

y malato, lo que permite a las células microalgales generar succinato a partir de dos unidades 

de acetil-CoA, evitando la descarboxilación que se presenta en el ciclo de los ácidos 

tricarboxílicos (TCA). En este sentido, el aumento de la concentración de biomasa de las 

condiciones mixotróficas y heterotróficas, puede estar relacionado con una utilización más 

eficiente de acetil-CoA para la generación de biomasa (Cecchin et al., 2018; Vidotti et al., 

2020). Así mismo, una fuente de carbono orgánica, como un azúcar, en este caso la glucosa, 

contiene almacenado un contenido energético, que deriva en la formación de ATP (y otras 

moléculas que contienen energía) a través de la glucólisis, TCA y cadena respiratoria, y 

concomitantemente una gran cantidad de glucosa se destina a la formación de material celular 

(proteínas, carbohidratos, lípidos, DNA, RNA, etc.). Por tanto, la suplementación con una 

fuente de carbono orgánica conduce a una mayor cantidad de biomasa en un menor tiempo. 
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Figura 15. Glucosa y sulfato de amonio residual en cultivos de G. sulphuraria SAG107.79 bajo condiciones heterotróficas 

(A) y mixotróficas (B). 

Por otra parte, la mayor acumulación del polímero utilizando la cepa SAG. 107.79 se logró en 

condiciones mixotróficas (20.1% p/p), siendo 1.5 y 3.9 veces mayor que la obtenida en 

condiciones heterótrofas (13.6% p/p) y autótrofas (5.1% p/p), respectivamente. Este 

comportamiento muestra el efecto sinérgico positivo de la suplementación del medio del cultivo 

con carbono orgánico y la fotosíntesis (carbono inorgánico y luz) sobre la acumulación de este 

polímero de reserva (Figura 16). Nuestros resultados concuerdan con los reportados por 

Sakurai et al., 2016 y Mozaffari et al., 2019 quienes observaron un comportamiento similar en 

la acumulación de almidón florídeo en G. sulphuraria, en donde el contenido mayor se logra 

en mixotrofía seguido de heterotrofía y autotrofía. Respecto al metabolismo de organismos 

fotosintéticos bajo las condiciones evaluadas en el presente proyecto, se ha evidenciado que 

la suplementación del medio de cultivo con una fuente de carbono orgánica conlleva a un 

aumento de la abundancia relativa del transcrito que codifica para la enzima glucosa-1-fosfato 

adenililtransferasa (ADP/UDP-glucosa pirofosforilasa), la cual se encuentra involucrada la 

activación del sustrato dentro de la ruta biosintética de los poliglucanos de reserva (Vidotti et 

al., 2020). 
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Figura 16. Acumulación del polímero de reserva (g/100g de Biomasa) de G. sulphuraria SAG 107.79 bajo diferentes 

condiciones de cultivo 

Se han utilizado diversas estrategias de cultivo para aumentar los carbohidratos de reserva en 

las células de microalgas, incluidas la limitación de nutrientes (falta de nitrógeno o fósforo), 

condiciones de estrés (alta irradiancia y osmolaridad) y la suplementación con carbono 

exógeno (orgánico e inorgánico) (González-Fernández & Ballesteros, 2012; Markou et al., 

2014; Ran et al., 2019; Shahid et al., 2020). Sin embargo, algunas de éstas conllevan a un 

estrés celular, en dónde el crecimiento celular se ve disminuido. En el presente estudio, 

suplementar el medio de cultivo con glucosa conllevó a un aumento de la productividad de la 

biomasa y por ende a un aumento en la productividad en el polímero de reserva (Figura 17). 

En la condición de crecimiento mixotrófica, se alcanzó una productividad de biomasa alta 

(1030.52 mg L-1 d-1), similar a la obtenida en condiciones heterotróficas (970.45 mg L-1 d-1), y 

33 veces más alta comparada con la obtenida en los cultivos autotróficos (31.28 mg L-1 d-1). 

En este sentido, teniendo en cuenta que la acumulación más alta del polímero se obtuvo en 

los cultivos mixotróficos, la productividad de éste en esta condición (208.09 mg L-1 d-1) fue al 

menos 1.58 y 132 veces más alta que la obtenida en los cultivos heterotróficos (132.14 mg L-1 

d-1) y autotróficos (1.58 mg L-1 d-1), respectivamente. En la actualidad, la principal aplicación 

del almidón florídeo corresponde a su uso en la formulación de bebidas deportivas (Martinez-

Garcia et al., 2017), en dónde debido a su alto porcentaje de ramificaciones, su metabolismo 

esta aunado a un proceso de degradación prolongado sin que se eleven los niveles de 

glicemia.   
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Figura 17. Productividad de biomasa (A) y poliglucano (B) de G. sulphuraria SAG 107.79 en diferentes 

condiciones de crecimiento. 

6.2.2. Caracterización del polímero de reserva. 

La Tabla 7 muestra el resumen de resultados de la caracterización del peso molecular (M) del 

polímero de carbohidratos de reserva de G. sulphuraria SAG 107.79 obtenidos bajo diferentes 

condiciones de cultivo. El peso molecular (M) es un parámetro directamente proporcional al 

tamaño y es fundamental en la caracterización de un polímero. En condiciones de crecimiento 

autotróficas, el α-poliglucano de reserva presentó una distribución bimodal con dos tamaños 

predominantes (P1 y P2), los cuales presentaron una diferencia de tamaño entre ellos de un 

orden de magnitud (P1 > P2) (Figura 18). El peso molecular del polímero extraído fue de 

1.43x106 Da (g mol-1) para P1 y 8.32x104 Da para P2. Debido a la deficiencia de amilosa del 

polímero de carbohidratos que sintetiza G. sulphuraria y la similitud de los precursores de la 

síntesis (UDP-glucosa) con otros organismos acumuladores de glucógeno, el almidón florídeo 

se considera un polímero de tipo glucógeno (Ball et al., 2011). El glucógeno es un polímero 

altamente ramificado que funciona como reserva de almacenamiento de glucosa en bacterias, 

levaduras, algas, células animales y algunas plantas superiores (fitoglucógeno). Asimismo, los 

gránulos de glucógeno pueden estar formados por partículas α (diámetro ≥ 300 nm) que se 

forman a partir de partículas β más pequeñas (~ 20 nm de diámetro), por lo que la distribución 

del peso molecular de este polímero puede presentar un comportamiento bimodal. Los 

mecanismos moleculares de formación de partículas α de glucógeno a partir de partículas β 

aún no se han descrito bien, sin embargo, bajo ciertos cambios ambientales, un posible 

mecanismo de aglomeración y unión de proteínas, principalmente glucogeninas, entre 
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partículas β puede conducir a la conformación de partículas α (Liu et al., 2021; Powell et al., 

2015; Wang et al., 2019). 

Tabla 7. Caracterización del polímero de almacenamiento de G. sulphuraria SAG 107.79: Efecto de las 

condiciones de crecimiento sobre la distribución del peso molecular M. 

Muestra TR M Mn Mw IP 
 

  

Autotrofía 
9.17 1.43x106 1.80 x106 3.07x106 1.70  

10.27 8.32x104 9.80x104 1.60x105 1.63  

Heterotrofía 10.02 1.53x105 3.88x105 1.54x106 3.97 
 

 

Mixotrofía 10.27 8.30x104 6.06x105 5.56x106 9.17 
 

 

Mytilus edulis 9.00 2.20x106 3.28Ex106 7.67Ex106 2.34 
 

 

-Parámetros determinados por Cromatografía de Permeación en Gel (CPG): TR (tiempo de retención), M (peso 

molecular), Mn (peso molecular promedio en número), Mw (peso molecular promedio en masa) e IP (índice de 

polidispersión). 

- Los datos corresponden a los valores medios de los análisis por duplicado. 

 

Figura 18. Distribución de los pesos moleculares del polímero de reserva determinados por 

cromatografía de permeación en gel (CPG) de G. sulphuraria SAG 107.79 en diferentes condiciones de cultivo. 
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En cuanto a la caracterización del polímero en cultivos heterotróficos, éste presentó una 

distribución unimodal (Figura 18) con un peso molecular de 1.53x105 Da. Estos resultados 

concuerdan con los reportados por Martinez-Garcia et al., 2016 quienes caracterizaron un 

polímero con comportamiento unimodal de 2.5x105 Da en cultivos heterotróficos de G. 

sulphuraria SAG 108.79 suplementados con glicerol al 1% (p/v), pH 2.0 y 40 °C . Así mismo, 

en condiciones de crecimiento mixotróficas, se obtuvo un polímero con un peso molecular 

(8.3x104 Da), similar al polímero P1 obtenido en condiciones autotróficas (Figura 18). Sin 

embargo, se observa una ligera distribución bimodal, con un polímero de mayor peso molecular 

que se encuentra en menor proporción. El peso molecular es un parámetro esencial en la 

caracterización de polímeros, ya que determina algunas propiedades físicas como la 

viscosidad, la resistencia a la tracción, la tenacidad, el comportamiento térmico, y la resistencia 

química, entre otras (Rudin, 1999; Shrivastava, 2018). Éste es el primer estudio en el que se 

aborda el análisis de las alteraciones en la distribución del peso molecular del polímero de 

reserva de carbohidratos de G. sulphuraria en diferentes condiciones de cultivo, y el primer 

informe de la modulación de partículas alfa y beta en microalgas acumuladoras de polímeros 

tipo glucógeno. 

De igual forma, en cuanto a la curva de distribución de pesos moleculares de la familia de 

polímeros que conforman el poliglucano caracterizado, fue posible determinar los parámetros 

Mn y Mw, los cuales hacen referencia al peso molecular promedio en número y al peso 

molecular promedio en masa, respectivamente. Estos valores difieren entre sí, debido a que 

en el Mw una molécula más grande contiene más de la masa total de la muestra polimérica 

que las moléculas pequeñas, a diferencia del Mn, que corresponde al promedio aritmético y 

por ende todas las cadenas poliméricas tienen la misma importancia al determinar este 

parámetro. Teniendo en cuenta lo anterior, se espera que el valor obtenido del peso molecular 

M a partir de las cadenas poliméricas con mayor frecuencia absoluta (moda aritmética), sea 

más cercano al Mn que al Mw. La determinación de los parámetros descritos anteriormente se 

hace relevante para establecer el índice de polidispersidad (IP), el cual refleja la amplitud de 

la curva de dispersión de pesos moleculares y se define como el cociente entre el peso 

molecular promedio en masa y el peso molecular promedio en número (Mw/Mn). En nuestros 

resultados, se obtuvieron valores de IP superiores a 1.0 para todas las muestras en las 

condiciones de cultivo evaluadas, lo que sugiere que el polímero es polidisperso, indicando la 
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heterogeneidad de pesos moleculares de sus cadenas poliméricas. Así mismo, los resultados 

obtenidos muestran que las condiciones mixotróficas permiten una síntesis de polímero con 

un índice de polidispersidad más alto (9.18) y que es al menos 2.7 y 2.4 veces mayor que el 

polímero sintetizado en condiciones autótrofas y heterótrofas, respectivamente. 

Debido al comportamiento bimodal observado en la distribución del peso molecular, se 

determinó la comprobación de la composición química monomérica del polímero de 

almacenamiento mediante Cromatografía de Capa Fina (TLC) a partir de muestras de polímero 

hidrolizado. Los resultados confirman que la glucosa (Figura 19) es el único monómero de 

carbohidratos que compone el polímero sintetizado por G. sulphuraria SAG 107.79 en los 

diferentes modos de crecimiento. De igual forma, los resultados encontrados permiten 

corroborar que con el método de extracción utilizado únicamente se obtiene el glucano de 

reserva. 

 

Figura 19. Verificación de la composición química monomérica, por cromatografía en capa fina (TLC), del 

polímero de carbohidratos extraído de G. sulphuraria SAG 107.79. Placas de aluminio recubiertas con gel de 

sílice 60 F254 (Fase estacionaria) y eluídas con Cloroformo: Metanol: Agua (30:20:4) (Fase móvil). Carriles: 

Glucógeno (1), glucógeno hidrolizado (2), galactosa (3), xilosa (4), glucosa (5), polímero hidrolizado-mixotrofía 

(6), polímero hidrolizado-heterotrofía (7) y polímero hidrolizado-autotrofía (8). 

6.2.3. Lípidos, proteínas y ficocianina. 

Teniendo en cuenta que la suplementación del medio de cultivo con una fuente de carbono 

orgánica en los cultivos mixotróficos y heterotróficos conllevó a un aumento de la acumulación 
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del poliglucano de reserva, respecto a condiciones autotróficas, también se determinó el 

contenido de otras moléculas de interés como lípidos y proteínas (Figura 20). 

Respecto al contenido de lípidos, se observa que durante la fase exponencial bajo las 

condiciones autotróficas se alcanza la acumulación más alta (6.77%), seguido de las 

condiciones heterotróficas (5.08%) y mixotróficas (3.51%). Teniendo en cuenta la finalidad del 

proyecto, el análisis de lípidos se hizo al final de la fase exponencial, en dónde los poliglucanos 

corresponden a la principal molécula de reserva de energía. Sin embargo, para G. sulphuraria 

se ha reportado que durante la fase estacionaria hay un aumento en el contenido lipídico 

aunado a una disminución de los glucanos de almacenamiento, con lo cual se sugiere que la 

síntesis de lípidos en dicha fase de crecimiento podría estar originada a partir del reciclaje de 

carbono proveniente de los polímeros de glucosa. (Mozaffari et al., 2019). 

 

Figura 20. Caracterización Bioquímica de G. sulphuraria SAG 107.79 bajo condiciones autótrofas, mixótrofas y 

heterótrofas de cultivo. Acumulación de la macromolécula (g 100gBiomasa
-1) en G. sulphuraria SAG 107.79 en el 

tiempo t de máxima concentración de biomasa (Autotrofía: día 20; Mixotrofía y Heterotrofía: día 5). 

 

Por otra parte, en cuanto al contenido de proteínas, en los cultivos mixotróficos y heterotróficos 

hubo una disminución de esta macromolécula (24.37% y 26.79%, respectivamente), en 

comparación con los cultivos autotróficos (39.91%). La suplementación de los cultivos 

microalgales con una fuente de carbono orgánica ha demostrado ser una excelente estrategia 

para incrementar la concentración celular, la cual en cultivos fotoautótrofos generalmente es 

<3 g L-1 (Gifuni et al., 2019). Sin embargo, se ha reportado que el contenido de pigmentos, 
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especialmente en heterotrofía, y proteína puede disminuir, en comparación con el contenido 

de estos bioproductos en la biomasa proveniente de cultivos autotróficos (Fernández et al., 

2021). En este sentido, en lo que respecta al contenido de ficocianina, se evidencia que dicho 

pigmento se acumula en mayor porcentaje bajo condiciones fotoautotróficas (1.73%), 

alcanzando valores 1.80 y 2.01 veces más altos que lo obtenido bajo condiciones mixotróficas 

(0.96%) y heterotróficas (0.86%), respectivamente. Lo anterior se debe a que la ficocianina es 

considerada un bioproducto foto-dependiente, y dado que en condiciones autotróficas las 

células microalgales crecen y obtienen energía únicamente mediante la fotosíntesis, se 

requiere un mayor contenido de los principales pigmentos fotosintéticos (Wan et al., 2016).  

Finalmente, parte de los resultados obtenidos y analizados en esta etapa del trabajo conforman 

los resultados presentados en el artículo propuesto “Molecular weight distribution alterations of 

Galdieria sulphuraria storage polyglucan: Effect of different culture modes”, del cual se tiene el 

manuscrito para ser sometido. 

6.2.4. Conclusiones parciales 

• En este estudio fue posible incrementar la producción de biomasa y acumulación del 

almidón florídeo en G. sulphuraria SAG 107.79 al suplementar el medio de cultivo con 

glucosa, demostrando que los cultivos bajo condiciones mixotróficas y heterotróficas, 

son una estrategia adecuada para incrementar la síntesis del poliglucano de reserva sin 

utilizar condiciones de estrés. 

• En comparación con la generación de poliglucano de menor peso molecular y 

comportamiento unimodal en condiciones heterotróficas, la exposición a la luz en los 

cultivos de G. sulphuraria SAG 107.79 en condiciones autotróficas permitió la 

generación de partículas alfa (α) de glucógeno a partir de partículas beta (β), lo cual se 

reflejó en la obtención de polímero con mayor peso molecular y con comportamiento 

bimodal. 

• El polímero de reserva acumulado en la biomasa de G. sulphuraria SAG 107.79 

presentó glucosa como monómero estructural. Mediante TLC se corroboró la naturaleza 

monomérica de éste poliglucano. 
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6.3. ETAPA 3. 

Efecto de la temperatura y la intensidad de luz sobre el crecimiento celular y la 

acumulación del poliglucano de reserva en G. sulphuraria. 

6.3.1. Diseño de experimentos. 

En la Tabla 8 se presenta el diseño de experimentos para estudiar la acumulación del 

poliglucano de reserva en G. sulphuraria SAG 107.79, diseño factorial 2FI (22), variables a 

evaluar: Temperatura 32 y 42°C; Intensidad de luz 100 y 200 μmol m -2 s-1. Los cultivos se 

llevaron a cabo por triplicado en fotobiorreactores de 1 L (Figura 7), durante 14 días. 

Teniendo en cuenta la naturaleza fotosintética del microorganismo de interés, se decidió 

modificar las variables de temperatura e intensidad de luz. Respecto a la temperatura, se 

ha reportado que para G. sulphuraria la disminución de 10 °C conlleva a una concentración 

de biomasa menor (Náhlík et al., 2021), lo cual puede conducir a una mayor acumulación 

de compuestos de reserva. Asimismo, en cuanto a la intensidad de luz, se ha descrito para 

G. sulphuraria que la máxima actividad fotosintética se alcanza en una irradiancia de 200-

225 μmol m-2 s-1(Oesterhelt et al., 2007). 

 

Tabla 8.  Diseño experimental 

N° 

 Factor 1 Factor 2 

Condición A: Irradiancia B: Temperatura 

 (μmol m-2 s-1) (°C) 

1  100 32 

2 C1 100 32 

3  100 32 

4  100 42 

5 C2 100 42 

6  100 42 

7  200 32 

8 C3 200 32 

9  200 32 

10  200 42 

11 C4 200 42 

12  200 42 
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6.3.2. Crecimiento celular. 

En la Tabla 9 se exponen los principales resultados obtenidos correspondientes al crecimiento 

celular de los cultivos de la cepa G. sulphuraria SAG 107.79 en las condiciones descritas 

anteriormente. De forma general, se puede observar que la disminución de la temperatura y el 

aumento de la intensidad de luz conlleva a la obtención de cultivos autotróficos con una 

concentración de biomasa y una densidad celular mayor a la de referencia a los 14 días de 

cultivo (Figura 21), es decir a una mayor productividad. En la condición 3 la cepa seleccionada 

presentó las mejores características de crecimiento, con una concentración de biomasa de 

2.29 g L-1, una densidad celular de 8.17x107células mL-1 y un tiempo de duplicación de 2.37 

días. 

Teniendo en cuenta los  resultados obtenidos, es evidente el efecto positivo del aumento de la 

intensidad de luz sobre el crecimiento celular, el cual podría deberse a un aumento de la 

actividad carboxilasa de la enzima ribulosa-1,5-bisfosfato carboxilasa/oxigenasa (RuBisCO), 

encargada de llevar a cabo la fijación del CO2 durante la fase oscura de la fotosíntesis (ciclo 

de Calvin) (Masojídek et al, 2007). En otros microorganismos fotosintéticos, se ha reportado 

que el aumento de la intensidad de luz (sin alcanzar irradiancias de fotoinhibición) conlleva al 

aumento de la afinidad de la RuBisCO por el CO2 y por ende a una mayor fijación en carbono 

orgánico (González-Fernández & Ballesteros, 2012; Shahid et al., 2020). De igual forma, la 

disminución de la temperatura permite un incremento del 33% en la solubilidad del CO2 (32°C: 

1200 ppm; 42°C: 900 ppm) (Markou et al., 2014), lo cual aumenta el carbono inorgánico 

disponible en el medio de cultivo susceptible a ser fijado por la microalga durante la 

fotosíntesis.  
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Figura 21. Crecimiento celular de G. sulphuraria SAG 107.79 en condiciones autótrofas a diferentes 
temperaturas e intensidades de luz. A. Concentración de Biomasa. B. Densidad celular. 

 

Se ha reportado que G. sulphuraria tiene la capacidad de sobrevivir a temperaturas superiores 

a 40°C, creciendo en intervalos de 24-50 °C (Henkanatte-Gedera et al., 2017). La cepa SAG 

107.79 se cultivó a 50 °C y 100 μmol m-2 s-1 durante 8 días, sin embargo, después del día 2 se 

presentó una disminución de la DO800 y de la densidad celular del 58% y 59%, respectivamente 

(Información Suplementaria IS.3). El fenómeno anterior podría estar relacionado con la 

disminución de 17%  de la solubilidad del CO2 (42°C: 900 ppm; 50°C: 700 ppm;) (Markou et 

al., 2014), afectándose la fase de oscuridad de la fotosíntesis en donde se fija el carbono 

inorgánico en carbono orgánico, el cual más adelante es utilizado para la síntesis de diferentes 

macromoléculas (p. ej., carbohidratos, lípidos, proteínas, ácidos nucleicos) implicadas en la 

generación de biomasa (Baroukh et al., 2014). Así mismo, bajo esta temperatura evaluada 
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hubo una disminución gradual del contenido de pigmentos fotosintéticos (clorofila a y 

ficocianina), fenómeno conocido como blanqueamiento celular. Lo anterior podría estar 

relacionado con una posible degradación o inactivación de estos pigmentos, y al tratarse de 

una condición exclusivamente autotrófica, la microalga no puede llevar a cabo la fotosíntesis y 

por ende la obtención de energía necesaria para la generación de biomasa.   

Tabla 9. Crecimiento de G. sulphuraria SAG 107.79 en condiciones autotróficas a diferentes temperaturas e 

intensidades de luz 

Condición 
Biomasa Densidad celular td* 

(g L-1) (Células mL -1) (días) 

C1 
1.93 ± 0.01a 4.97x107 ± 5.13x106 a  2.74 ± 0.04a 

(32°C+100 μE m-2 s-1) 

C2 
0.91 ± 1.01b 2.85x107 ± 5.01x106 b  4.88 ± 0.16b 

(42°C+100 μE m-2 s-1) 

C3 
2.29 ± 0.04c 8.17x107 ± 5.13x106 c  2.37 ± 0.05c 

(32°C+200 μE m-2 s-1) 

C4 
1.49 ± 0.09d 4.43x107 ± 7.64x106 a  3.45 ± 0.14d 

(42°C+200 μE m-2 s-1) 

* Tiempo de duplicación 

C2: Condición control 

Los datos corresponden a los valores medios ± la desviación estándar de los experimentos por triplicado en el 

día 14. 

6.3.3. Acumulación de poliglucanos. 

Respecto al contenido del poliglucano de reserva (Tabla 10), se observa que hay una mayor 

acumulación en las condiciones C2 y C4 (5.93% y 5.68%, respectivamente), las cuales 

corresponden a la temperatura más alta (42 °C). El resultado anterior coincide con los 

resultados encontrados relacionados con el crecimiento celular, dado que en estas condiciones 

se obtiene la menor concentración de biomasa y la menor densidad celular, comparado con 

los valores obtenidos a 32 °C. Sin embargo, teniendo en cuenta que en la condición C3 se 

obtiene la mayor concentración de biomasa, al analizar la productividad es evidente que en 

esta condición se alcanza el valor más alto (7.10 mgPoliglucano L-1 d-1), el cual es 8%, 85% y 17% 

más alto que los obtenidos en las condiciones C1, C2 y C4, respectivamente.  

Por otra parte, para cada una de las temperaturas evaluadas se observa que hay una 

disminución en el contenido del poliglucano de reserva al aumentar la intensidad de luz, 

acompañado de un aumento de la concentración celular (biomasa y densidad celular). El 
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fenómeno anterior puede estar relacionado a un posible incremento de la actividad catalítica 

de la enzima RuBisCO como producto del aumento de la irradiancia (González-Fernández & 

Ballesteros, 2012). En la fotosíntesis, la principal molécula orgánica producto de la fijación del 

CO2 (etapa de reducción en el ciclo de Calvin) corresponde a la glucosa, la cual es el 

monómero estructural de los glucanos de reserva (Masojídek et al., 2007; Ran et al., 2019). 

Teniendo en cuenta lo anterior, el aumento de la intensidad de luz sin llegar a condiciones de 

estrés por fotoinhibición puede conllevar a una mayor fijación de CO2 en esqueletos 

carbonados intermediarios que pueden ser utilizados en la generación de biomasa y no en la 

síntesis de polímeros de reserva. Para G. sulphuraria en condiciones autótrofas, se ha 

reportado la máxima actividad fotosintética a una intensidad de luz de 225 μmol m-2 s-1 

(Oesterhelt et al., 2007), razón por la cual en el presente trabajo se decidió utilizar una 

irradiancia de 200 μmol m-2 s-1. 

Tabla 10. Acumulación y productividad del poliglucano de G. sulphuraria SAG107.78 bajo diferentes 

condiciones de temperatura e intensidad de luz. 

Condición 
Poliglucano Q Poliglucano 

(%: g 100gBiomasa
-1) (mgPoliglucano L-1 d-1) 

C1 
4.78 ± 0.32 6.54 ± 0.41 

(32°C+100 μE m-2 s-1) 

C2 
5.93 ± 0.24 3.83 ± 0.04 

(42°C+100 μE m-2 s-1) 

C3 
4.41 ± 0.03 7.10 ± 0.12 

(32°C+200 μE m-2 s-1) 

C4 
5.68 ± 0.06 6.07 ± 0.37 

(42°C+200 μE m-2 s-1) 

Los datos corresponden a los valores medios ± la desviación estándar de los experimentos por triplicado en el 

día 14. C2: Condición control. Los resultados corresponden a la cuantificación del polímero de reserva, a 

diferencia de la etapa 1, en donde se cuantificó la glucosa total de la biomasa generada. 

6.3.4. Fotosistemas, potencial de membrana mitocondrial y viabilidad celular. 

G. sulphuraria es un microorganismo acidófilo, el cual ha sido cultivado a 42°C en la mayoría 

de los reportes científicos, con lo cual una disminución en esta variable o un aumento en la 

intensidad de luz podría conllevar a estrés celular. En los organismos fotosintéticos, los 

cambios en las condiciones de cultivo pueden alterar en primera instancia a los fotosistemas y 

por ende afectar el crecimiento celular. Teniendo en cuenta que G. sulphuraria es una 

microalga roja y que únicamente contiene clorofila a en el centro de reacción de los 
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fotosistemas I y II (Masojídek et al., 2007), se analizó el comportamiento de este pigmento 

fotosintético como parámetro indicador de la afectación a los fotosistemas por las condiciones 

evaluadas. Durante el tiempo de cultivo, en todas las condiciones se puede observar que la 

señal de fluorescencia (excitación/emisión = 455nm/685nm) de la clorofila a se mantiene 

estable a lo largo de los 14 días (Figura 22), a diferencia del comportamiento de los pigmentos 

fotosintéticos en los experimentos a 50 °C, en donde los cultivos sufrieron un blanqueamiento 

celular, caracterizado por una disminución progresiva en el contenido de clorofila a y 

ficocianina (Información Suplementaria IS.4), los cuales son pigmentos involucrados en la 

captación de fotones y obtención de energía durante la fase luminosa de la fotosíntesis. 

 

Figura 22. Señal de fluorescencia normalizada de la clorofila a (685nm/750nm) de células de G. sulphuraria 

SAG 107.79 bajo condiciones autótrofas de cultivo. Los valores por día corresponden a la señal de emisión de 

un mismo número de células. 

Finalmente, teniendo en cuenta que las condiciones utilizadas podrían conducir a un estrés 

celular y por ende un aumento en la producción de especies reactivas de oxígeno (ROS) y 

generar muerte celular, se determinó cualitativamente el potencial de membrana mitocondrial 

y la viabilidad en los días 2, 8 y 14. En general, se puede observar que en el día 14 en la 

condición de 42°C+100 μmol m-2 s-1 se alcanza la mayor señal de ROS (Figura 23), medida 

como intensidad media de fluorescencia de ROS. El resultado anterior se relaciona con los 

resultados obtenidos de crecimiento celular y síntesis del poliglucano de reserva, debido a que 

en la condición C2 se alcanza la menor concentración de biomasa y el contenido de poliglucano 
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más alto. De la misma manera, respecto a la viabilidad celular (Figura 24), este parámetro se 

mantiene constante (viabilidad >95%) a lo largo del tiempo de cultivo para las condiciones 

evaluadas, indicando que el aumento en la intensidad de luz conlleva a un aumento de ROS 

sin generar muerte celular. Los resultados encontrados en el presente estudio sugieren que la 

condición de referencia utilizada para el cultivo de G. sulphuraria (42°C y 100 μmol m-2 s-1) no 

es la óptima para el crecimiento de la cepa SAG 107.79; sin embargo, se requieren de estudios 

adicionales que puedan definir el nicho térmico de este microorganismo, teniendo en cuenta 

que en la condición de 50°C+100 μmol m-2 s-1 evaluada preliminarmente, la microalga no creció 

y sufrió un proceso de blanqueamiento celular. 

 

Figura 23. Determinación cualitativa de especies reactivas de oxígeno (ROS) en G. sulphuraria SAG 107.79 en 

el día 14 de cultivo. Células teñidas con MitoTracker Red CMXRos y analizadas mediante citometría de imagen. 

a, b, c,, parámetros obtenidos mediante una prueba de Tukey. Letras iguales: diferencia entre las medias = 0, 

letras distintas: diferencia entre las medias ≠ 0. p <0.05 (p = 0.00074). 
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Figura 24. Viabilidad celular de G. sulphuraria SAG 107.79 en el día 14 de cultivo. Células teñidas con Sytox 

Blue y analizadas mediante citometría de imagen. 

6.3.5. Conclusiones parciales. 

• A diferencia del carácter termofílico, se demostró la naturaleza mesófila de la cepa G. 

sulphuraria SAG 107.7, teniendo en cuenta que presentó mejores características de 

crecimiento al disminuir la temperatura de cultivo (32°C) respecto a la condición de 

referencia reportada (42 °C), y a la disminución progresiva de los pigmentos 

fotosintéticos al aumentar la temperatura (50°C). 

• El aumento de la intensidad de luz a 200 μmol m-2 s-1, sin llegar a la fotoinhibición ni 

afectar los fotosistemas, favorece el crecimiento celular de G. sulphuraria SAG 107.7. 

• La diminución de la temperatura (32 °C) y el aumento de la intensidad de luz (200 μmol 

m-2 s-1), respecto a las condiciones de referencia (42°C y 100 μmol m-2 s-1), no generaron 

condiciones de estrés para G. sulphuraria SAG 107.7 y en consecuencia no conllevaran 

al incremento del contenido del poliglucano de reserva. 
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7. CONSIDERACIONES GENERALES. 

Las microalgas son consideradas un grupo de microorganismos sin valor taxonómico, que 

contiene especies procariontes y eucariontes, y que se caracterizan por obtener energía a 

partir del metabolismo fotosintético (Queiroz et al., 2020). En los últimos años, las microalgas 

han cobrado gran importancia debido a la capacidad de utilizar la energía solar para fijar el 

dióxido de carbono atmosférico, mediante la fotosíntesis, y producir biomasa y otros 

biocompuestos de valor agregado como lípidos, proteínas, carbohidratos y pigmentos (Hu & 

Bassi, 2020). Por lo anterior, los cultivos microalgales representan una tecnología de base 

biológica, con el potencial de generar procesos sostenibles bajo el concepto de biorrefinería 

(Perez-Garcia & Bashan, 2015). A nivel industrial, el panorama de los procesos basados en 

microalgas es prometedor, debido principalmente al costo económico de las moléculas que se 

pueden obtener, a la posibilidad de usar el CO2 contenido en el aire como fuente de carbono 

y al uso de tierras no cultivables, con lo cual no se compite con la agricultura tradicional. Sin 

embargo, el número de especies utilizadas se limita a unas pocas. Por lo anterior, el estudio 

de diferentes especies microalgales con diferentes características metabólicas se hace 

relevante. 

Galdieria sulphuraria es una microalga roja extremófila que en los últimos años ha sido foco 

de investigación debido a la capacidad de crecer en ambientes ácidos (acidófila) y en 

temperaturas superiores a 40 °C (Portillo et al., 2022). Así mismo, teniendo en cuenta que 

sintetiza ficobiliproteínas como sistema antena de captación de luz, es evidente el potencial 

biotecnológico de este microorganismo como fuente de pigmentos (Moon et al., 2014; Sloth et 

al., 2006). Las condiciones ácidas (pH 2) de los cultivos de G. sulphuraria, han hecho de esta 

microalga un microorganismo atractivo para su cultivo potencial en sistemas abiertos 

(raceways o estanques abiertos circulares), evitándose el crecimiento de microorganismos 

contaminantes (Henkanatte-Gedera et al., 2017; Munasinghe-Arachchige et al., 2019).       

En la caracterización bioquímica de la biomasa de diferentes cepas G. sulphuraria realizada 

en la primera etapa de este proyecto, es evidente que las proteínas son una de las 

macromoléculas que se acumulan en mayor porcentaje, con valores promedio superiores a 

40% (%: gProteínas 100gBiomasa
-1). De igual forma, se observa que la biomasa presenta la mayoría 

de los aminoácidos esenciales (histidina, isoleucina, leucina, lisina, metionina, fenilalanina, 
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treonina, triptófano y valina), aunado a resultados de digestibilidad proteica superiores al 90% 

(resultado no publicado), lo cual la convierte en una fuente potencial de proteína unicelular de 

alta calidad, susceptible de ser utilizada como fuente alimento destinado al consumo humano 

(Montenegro-Herrera et al., 2022). En cuanto a este grupo de alimentos, la búsqueda de 

fuentes proteicas alternas se hace relevante debido a la desnutrición proteico-calórica 

reportada por la Organización de las Naciones Unidas para la Alimentación y la Agricultura 

(FAO), que afecta principalmente a la población infantil. Así mismo, los resultados obtenidos 

mostraron que la ficocianina es el pigmento fotosintético que se acumula en mayor proporción 

en todas las cepas evaluadas, lo cual convierte a G. sulphuraria en una fuente alterna para la 

obtención de este pigmento, confiriéndole a la biomasa completa características de alimento 

funcional (Graziani et al., 2013; Montenegro-Herrera et al., 2022).  

Respecto al contenido de carbohidratos, las cepas de G. sulphuraria cultivadas 

autotróficamente acumularon cantidades de glucosa que variaron entre 4 y 9 % (p/p), siendo 

la cepa SAG 107.79 la que presentó el mayor contenido de esta molécula, con valores de 

8.89% (%: gGlucosa 100gBiomasa
-1) y 4.03 ng célula-1 (resultado no publicado). G. sulphuraria 

puede acumular almidón florídeo, un polímero de glucosa similar al glucógeno, que se 

caracteriza por contener un alto porcentaje de ramificaciones (18%), lo cual lo hace atractivo 

como ingrediente en la formulación de bebidas deportivas, debido a su degradación 

prolongada (Martinez-Garcia et al., 2016, 2017). 

A nivel de metabolismo, todas las microalgas pueden obtener energía mediante la fotosíntesis 

(metabolismo autotrófico), sin embargo, algunas especies, en ausencia de luz, son capaces 

de metabolizar fuentes de carbono orgánicas mediante el metabolismo heterotrófico. G. 

sulphuraria presenta la flexibilidad metabólica de crecer en condiciones autotróficas, 

heterotróficas y mixotróficas, es decir, utilizar y metabolizar fuentes de carbono inorgánicas y 

orgánicas en presencia de luz (Portillo et al., 2022; Mozaffari et al., 2019; Sakurai et al., 2016; 

Sloth et al., 2006). Los cultivos mixotróficos y heterotróficos realizados en la segunda etapa de 

este proyecto, permitieron evidenciar el efecto positivo de la suplementación del medio de 

cultivo con una fuente de carbono orgánica (glucosa 10 g L-1) sobre el crecimiento de G. 

sulphuraria SAG 107.79, alcanzándose concentraciones de biomasa al menos 8 veces 

superiores, respecto a los cultivos en condiciones autotróficas. Una de las principales limitantes 
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de los procesos microalgales se relacionan con la generación de cultivos con una baja 

densidad celular en condiciones fotoautotróficas, con concentraciones de biomasa inferiores a 

3 g L-1 (Gifuni et al., 2019). En este sentido, el uso de cepas que puedan crecer en condiciones 

heterotróficas y mixotróficas se hace relevante, considerando se puede alcanzar una 

concentración de biomasa superior en un tiempo de cultivo menor, incrementándose la 

productividad y facilitando operaciones unitarias de cosecha y secado.  

En cuanto al poliglucano de interés, el empleo de una fuente de carbono orgánica en los 

cultivos heterotróficos y mixotróficos condujo a un aumento del contenido del polímero, 

evidenciándose que bajo las condiciones mixotróficas se obtiene la mayor productividad de 

almidón florídeo. Diversas estrategias se han implementado a nivel de cultivo de microalgas 

con la finalidad de incrementar los compuestos de reserva, las cuales generalmente conducen 

a la generación de estrés celular a partir de condiciones de limitación de nutrientes, a una 

disminución en el crecimiento celular y aun aumento del compuesto de almacenamiento (Ran 

et al., 2019; Yao et al., 2012). Sin embargo, en G. sulphuraria la suplementación con glucosa 

demostró ser una buena estrategia para incrementar el contenido de almidón florídeo sin 

afectar el crecimiento celular.  

Así mismo, las diferentes condiciones de cultivo (autotrofía, heterotrofía y mixotrofía) afectaron 

el peso molecular del α-poliglucano de interés, el cual es un parámetro que se relaciona 

directamente con el tamaño y que determina características mecánicas del polímero (Rudin, 

1999; Shrivastava, 2018). Para G. sulphuraria, en la literatura se ha descrito la presencia de 

un α-poliglucano (partículas de glucógeno β) de comportamiento unimodal en condiciones de 

crecimiento heterotróficas (Martinez-Garcia et al., 2016), lo cual concuerda con los resultados 

encontrados en el presente estudio. Sin embargo, el efecto más relevante del modo de cultivo 

sobre la distribución de pesos moleculares del almidón florídeo se observa en condiciones 

autotróficas, en dónde es posible evidenciar un comportamiento bimodal, atribuido a la 

presencia de partículas de glucógeno α y β. Con fines de aplicación industrial y teniendo en 

cuenta que las partículas α de glucógeno presentan mayor peso molecular, un polímero con 

estas características es deseable para su uso como ingrediente en alimentos para personas 

con afecciones en el metabolismo de azúcares, evitándose el incremento abrupto de los 

niveles de glicemia en sangre que conlleve a un aumento de la señal de insulina. 
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Por otra parte, teniendo en cuenta las características de G. sulphuraria como organismo 

fotosintético y capaz de crecer en temperaturas superiores a 40 °C, la intensidad de luz y la 

temperatura son factores abióticos fundamentales que pueden afectar algunas de las enzimas 

principales involucradas en la fotosíntesis y en la vía de síntesis de los α-poliglucano 

(González-Fernández & Ballesteros, 2012). En cuanto a la temperatura, debido a que el CO2 

es la única fuente de carbono en las condiciones autotróficas, la solubilidad de este gas se 

puede ver afectada por un cambio de temperatura y por ende aumentar o disminuir la 

disponibilidad en el medio de cultivo (Markou et al., 2014) . De igual forma, respecto a la 

intensidad de luz, este parámetro se relaciona directamente con la fotosíntesis y por ende con 

la obtención de energía para la fijación de carbono inorgánico, observándose que un aumento 

de la intensidad de luz sin alcanzar condiciones de fotoinhibición resulta en un aumento de la 

actividad fotosintética (Masojídek et al., 2007; Oesterhelt et al., 2007). En la tercera etapa de 

este estudió, se observó un efecto sinérgico da la disminución de la temperatura (30 °C) y el 

aumento de la intensidad de luz (200 μE m-2 s-1) sobre el crecimiento de G. sulphuraria SAG 

107.79, alcanzándose valores de concentración de biomasa 2.5 veces más altos respecto con 

la condición de referencia (42°C+100 μE m-2 s-1). Teniendo en cuenta lo anterior y aunado a la 

pérdida progresiva de los pigmentos fotosintéticos (blanqueamiento celular) de las células 

cultivadas a 50°C, se demostró la naturaleza mesófila de la cepa G. sulphuraria SAG 107.79. 
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8. CONCLUSIONES GENERALES. 

• La biomasa de Galdieria sulphuraria presenta en su composición bioquímica 

ficobiliproteínas y un contenido alto de proteínas, evidenciándose el potencial que 

presenta esta microalga para ser utilizada como fuente de proteína unicelular de alta 

calidad o alimento destinado para el consumo humano o animal. Así mismo, debido a 

las condiciones ácidas empleadas, los cultivos son potencialmente escalables en 

estanques abiertos, evitándose el crecimiento de microorganismos contaminantes.  

• La distribución de pesos moleculares del poliglucano de reserva en G. sulphuraria SAG 

107.79 se ve afectada por las condiciones de cultivo: el metabolismo fotosintético 

modula la distribución unimodal a bimodal. Así mismo, los cultivos mixotróficos para 

esta microalga, son una buena estrategia de cultivo que permite incrementar el 

contenido y la productividad del poliglucano de reserva, sin afectar el crecimiento 

celular. 

• Se evidenció que la cepa G. sulphuraria SAG 107.79 tiene un comportamiento 

termotolerante, debido a la capacidad de crecer a 32 °C y al efecto de blanqueamiento 

e inhibición del crecimiento celular que presentó a 50 °C. Por lo tanto, la característica 

de extremófila no está dada por su capacidad de crecer en condiciones termófilas, arriba 

de 50 °C, sino principalmente por el crecimiento de esta microalga en condiciones 

ácidas (acidófila). 
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9. PROSPECTIVAS. 

• Llevar a cabo análisis nutricionales adicionales de la biomasa como digestibilidad y 

biodisponibilidad, que sustenten el uso potencial de G. sulphuraria como proteína 

unicelular y suplemento en las formulaciones de alimentos y piensos. 

• Diseñar y evaluar estudios encaminados a incrementar el contenido de ficocianina en 

G. sulphuraria con la finalidad de hacerla una fuente de producción competitiva de este 

pigmento desde el punto de vista económico. 

• Realizar un estudio de temperatura acoplado a respirometría que conlleve a establecer 

el nicho térmico de G. sulphuraria. 

• Llevar a cabo estudios de proteómica y transcriptómica para determinar los niveles 

relativos y regulación de las principales enzimas involucradas en la ruta anabólica de 

poliglucanos de reserva en G. sulphuraria. 

• Evaluar el efecto del cambio en las intensidades de luz sobre la modulación de 

partículas de glucógeno β a α.  

• Completar la caracterización del polímero de reserva mediante estudios de resonancia 

magnética nuclear (RMN) que permita determinar el porcentaje de ramificaciones del 

poliglucano obtenido en las condiciones autotróficas, mixotróficas y heterotróficas.  
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11. INFORMACIÓN SUPLEMENTARIA 

IS. 1. Caracterización del preinóculo. 

En la tabla IS.1 se reportan de forma comparativa los resultados obtenidos de la 

caracterización del preinóculo de las diferentes cepas de G. sulphuraria, cultivadas bajo 

condiciones autotróficas (Figura IS.1.A) y mixotróficas (Figura IS.2.B) de crecimiento. De 

forma general se evidencia que las cepas evaluadas presentan un mejor crecimiento en 

mixotrofía, obteniéndose concentraciones de biomasa máximas aproximadamente 5 veces 

superiores a las obtenidas en autotrofía, además de obtenerse en un tiempo de cultivo menor.      

Tabla IS.1. Resultados obtenidos del comportamiento de las cepas de G. sulphuraria evaluadas en el tiempo t 

de concentración máxima de biomasa bajo condiciones autótrofas y mixótrofas de cultivo.   

 Autotrofía Mixotrofía    

Cepa 
Biomasa 

(g L-1) 
Tiempo 
(Días) 

Biomasa 
(g L-1) 

Tiempo 
(Días) 

R1
* 

G. sulphuraria 

SAG 21.92 
0.99 ± 0.01 20 5.45 ± 0.05 10 1 : 5.5 

G. sulphuraria 

SAG 107.79 
1.20 ± 0.03 20 6.38 ± 0.11 8 1 : 5.3 

G. sulphuraria 

SAG 108.79 
1.18 ± 0.02 20 6.56 ± 0.13 6 1 : 5.6 

G. sulphuraria 

UTEX 2919 
1.18 ± 0.01 20 5.97 ± 0.12 8 1 : 5.1 

G. sulphuraria 

CCME5587 
1.03 ± 0.01 20 6.07 ± 0.13 6 1 : 5.9 

  
* R1. Relación de la biomasa máxima producida en condiciones de cultivo autotróficas respecto a condiciones 

mixotróficas. 

Los datos corresponden a las medias ± las desviaciones estándar de los experimentos por triplicado. 

Los resultados anteriores se asemejan a los reportados por Sakurai et al., (2016), quienes 

evaluaron el crecimiento de G. sulphuraria O74 W bajo condiciones autótrofas y mixótrofas de 

cultivo, encontrando una mayor producción de biomasa (3.8 g L-1 día 4) al utilizar glucosa 4.5 

g L-1 como fuente de carbono, respecto al cultivo fotoautótrofo (1.1 g L-1 día 12) en un tiempo 

de cultivo menor. 
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Figura IS.1.1. Producción de biomasa con diferentes cepas de G. sulphuraria bajo condiciones autotróficas (A) 
y mixótrofas (B) de cultivo. 

De forma global se observa que llevando a cabo el cultivo de las microalgas en condiciones 

autotróficas durante el tiempo evaluado no se logra alcanzar la fase estacionaria, indicando 

que hasta el día 20 ninguno de los nutrientes del medio utilizado empieza a ser limitante para 

el cultivo de las cepas empleadas. Sin embargo, un fenómeno distinto ocurre en el crecimiento 

de las microalgas evaluadas al adicionar glucosa 10 g L-1 al medio de cultivo, observándose 

que las cepas alcanzan la fase estacionaria cuando se logran ≥ 5.4 g L-1 de biomasa, lo cual 

se atribuye al agotamiento de la fuente orgánica de carbono utilizada. 
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Figura IS.1.2. Consumo de glucosa de diferentes cepas de G. sulphuraria bajo condiciones mixotróficas de 
crecimiento. 

Teniendo en cuenta los resultados anteriores referentes al comportamiento de las cepas bajo 

las dos condiciones de crecimiento evaluadas, se decidió llevar a cabo la obtención de los 

preinóculos en condiciones mixotróficas, con el fin de disminuir el tiempo de cultivo de estos y 

asegurar una población microalgal constante para realizar los inóculos. 

IS. 2. Curva tipo determinación peso molecular α-poliglucanos 

Estándar 
PM 
(Da) 

Log (PM) 
Tiempo de elución 

(min) 

Fructosa (Sigma) 180 2.255272505 12.14 

Sacarosa (Sigma) 342 2.534026106 11.93 

1-Kestosa 504 2.702430536 11.89 

F-1Nistosa 828 2.918030337 11.71 

Dextrana 5.2 5200 3.716003344 10.99 

Dextrana 11.6 11600 4.064457989 10.66 

Dextrana 23.8 23800 4.376576957 10.26 

Dextrana 48.6 48600 4.686636269 9.92 

Dextrana 148 148000 5.170261715 9.30 

Dextrana 273 273000 5.436162647 9.03 

Dextrana 410 410000 5.612783857 8.92 

Dextrana 668 668000 5.824776462 8.73 
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IS. 3. Efecto de la temperatura (50°C) sobre el crecimiento de la microalga Galdieria sulphuraria 

SAG 107.79 
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IS. 4. Contenido de pigmentos fotosintéticos (clorofila a y ficocianina) en células completas de 

G. sulphuraria SAG 107.79 bajo condiciones autótrofas a 50°C y 100 μmol m-2 s-1. 
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Abstract
New food sources are urgently needed due to population growth. The production of microalgae biomass with high protein 
content is particularly of interest. Galdieria sulphuraria is an extremophilic red microalgae that can grow in acidic environ-
ments (pH 0 to 4) and above 40 °C. The aim of this work was to study the photoautotrophic growth and the biochemical 
composition of five G. sulphuraria strains to potentially produce single-cell protein. A kinetic study of cell growth and 
macromolecule content was performed in batch mode under controlled conditions: 42 °C, pH 2, constant illumination at 
100 μmol photons  m−2  s−1, 150 rpm, 0.5 vvm, and atmospheric  CO2 (0.04%). The G. sulphuraria CCMEE 5587.1 reached 
2.33 g  L−1 of dry cell weight (DCW) (~ 9 ×  107 cells  mL−1) in 20 days, i.e., a productivity of ~ 110  mgDCW  L−1  day−1 was 
achieved. The biomass from this strain shows a high protein content (~ 44% w/wDCW), 42.7% of essential amino acids, 4.7% 
(w/wDCW) of phycocyanin, 5.9% (w/wDCW) total carbohydrates, and 14.1% (w/wDCW) total lipids. A productivity of 21 t 
 ha−1  year−1 could be attained assuming a straightforward scale-up in open ponds and reaching half the protein productivities 
obtained in the laboratory. This biomass composition is suitable for food purposes.

Keywords Galdieria sulphuraria · Rhodophyta · Photoautotrophic · Single-cell protein · Essential amino acids · 
Photosynthetic pigments

Introduction

The food industry has recently focused on new food and feed 
sources (e.g., carbohydrates, lipids, proteins, PUFAs, vita-
mins, and nutraceuticals among others) that satisfy dietary 
and nutritional needs (Nalage et al. 2016). Proteins are one 
of the most studied food groups due to their importance as 
a source of essential amino acids. The unicellular protein 

or single-cell protein (SCP) refers to protein obtained from 
the cultivation of various microorganisms using organic or 
inorganic carbon sources such as bacteria, yeasts, fungi, and 
algae (Najafpour 2007) that contain more than 40% of crude 
protein on a dry weight basis (García-Garibay et al. 2014).

SCP production with microorganisms (bacteria and 
yeasts) under heterotrophic culture conditions has been 
performed using a wide variety of organic carbon sources 
such as monosaccharides (glucose), fermentation products 
(ethanol), and industrial residues (whey) (García-Garibay 
et al. 2014). However, the use of such carbon sources raises 
the total economic cost of production due to the high cost of 
commercial carbon sources or pretreatments made of indus-
trial wastes. Therefore, the use of microalgae biomass as a 
protein source becomes relevant due to the ability of micro-
algae to grow in autotrophic culture conditions.

Microalgae are a diverse group of photoautotrophic 
organisms present in many ecosystems (Gaignard et al. 
2019). Microalgae have recently gained great biotechno-
logical and industrial importance due to their ability to fix 
atmospheric carbon dioxide using solar energy through 

 * Alfredo Martinez 
 alfredo.martinez@ibt.unam.mx

 Carlos A. Montenegro-Herrera 
 carlos.montenegro@ibt.unam.mx

 Francisco Vera-López Portillo 
 francisco.vera@ibt.unam.mx

 Georgina T. Hernández-Chávez 
 georgina.hernandez@ibt.unam.mx

1 Departamento de Ingeniería Celular y Biocatálisis, 
Instituto de Biotecnología, Col. Chamilpa, Universidad 
Nacional Autónoma de México. Av. Universidad 2001, 
62210 Cuernavaca, Morelos, México

/ Published online: 22 April 2022

Journal of Applied Phycology (2022) 34:1341–1352

http://crossmark.crossref.org/dialog/?doi=10.1007/s10811-022-02733-y&domain=pdf


1 3

photosynthesis and produce biomass and other compounds 
such as storage carbohydrates (e.g., starch or glycogen) 
(Brányiková et al. 2011; Martinez-Garcia et al. 2017), lipids 
(e.g., PUFAs) (Koller et al. 2014), and proteins with higher 
productivities than those obtained with terrestrial plants 
(Bajpai et al. 2014).

Red algae (Rhodophyta) are a phylum of photosynthetic 
organisms that contains multicellular and unicellular species 
that can colonize a wide range of habitats including marine 
and fresh waters, hot sulfur springs, and volcanic environ-
ments. These microorganisms share diverse characteristics 
such as eukaryotic cells, absence of flagella, production of 
floridean starch as storage carbohydrate, synthesis of phyco-
biliprotein pigments (phycocyanin and phycoerythrin), and 
non-stacked thylakoids (Sheath and Vis 2015). Cyanidiophy-
ceae (subphylum Cyanidiophytina) belongs to the Rhodo-
phyta, which are unicellular algae that live in extremophile 
conditions in acidic environments and at high temperatures 
(Gaignard et al. 2019). This class includes two families in 
the order Cyanidiales (Cyanidiaceae and Galdieriaceae) and 
the genera Cyanidium, Cyanidioschyzon, and Galdieria.

Galdieria sulphuraria is an extremophile red microalga 
that thrives in acidic environments with pH values from 0 
to 4 and temperatures up to 56 °C (Martinez-Garcia and 
van der Maarel 2016). It can grow under autotrophic, mixo-
trophic, and heterotrophic culture conditions using many 
organic carbon sources (e.g., sugars, polyols, disaccharides, 
amino acids, and organic acids) (Oesterhelt et al. 2007). In 
addition, G. sulphuraria has great potential for the biotech-
nological production of pigmented proteins like phycocyanin 
(Wan et al. 2016) and functional carbohydrates such as gly-
cogen (Martinez-Garcia et al. 2017) and floridoside (Pade 
et al. 2015).

The biotechnological potential of microalgae for obtain-
ing high-value products has been explored. However, one 
of the main limitations is the potential culture contamina-
tion with other microorganisms; this issue is relevant when 
mesophilic temperatures and pH values around neutrality 
are used (e.g., 5 to 9) (Malavasi et al. 2020). Therefore, the 
use of acidophilic microalgae becomes relevant because the 
low pH prevents the growth of other autotrophic microorgan-
isms or other microorganisms that could colonize the culture 
medium (Varshney et al. 2015).

There are proteins synthesized by G. sulphuraria of bio-
technological interest including phycobiliproteins (phyco-
erythrin, allophycocyanin, and phycocyanin). The latter are 
pigmented protein complexes involved in the collection and 
transport (antenna complex) of solar energy during the light 
phase of photosynthesis (Masojídek et al. 2007). The phy-
cobiliprotein content in G. sulphuraria can reach up to 10% 
of the total dry weight of the biomass in photoautotrophic 
cultures (Graziani et al. 2013). Moreover, the potential of G. 
sulphuraria as a source of protein has been reported with a 

protein content of 33% (G. sulphuraria 064/309) based on 
dry weight (Graziani et al. 2013). However, to date, there are 
few reports regarding the cultivation of G. sulphuraria under 
autotrophic growth conditions. The aim of this work was 
to study the photoautotrophic growth and the biochemical 
macromolecular composition of five different G. sulphuraria 
strains to potentially produce SCP.

Materials and methods

Algae strains and culture conditions

Different strains of Galdieria sulphuraria were obtained 
from the algae collection of the Department of Experi-
mental Phycology and Culture Collection of Algae from 
the University of Göttingen, Germany (SAG 107.79, SAG 
108.79, and SAG 21.92), from the Algae Culture Collec-
tion of the University of Texas, USA (UTEX 2919), and 
from the microbial collection of extreme environments of 
the University of Oregon, USA (CCMEE 5587.1). Stock 
cultures were maintained by sub-cultivation in 500-mL 
shake flasks containing 300 mL of medium described by 
Ford (1979) as well as Gross and Schnarrenberger (1995). 
One liter of culture medium contained 1.5 g  (NH4)2SO4, 
300  mg  MgSO4·7H2O, 300  mg  K2HPO4·3H2O, 20  mg 
 CaCl2·2H2O, 20 mg NaCl, 1.5 mL of Fe-EDTA-solution 
(690 mg  FeSO4, 930 mg EDTA per 100 mL), and 2 mL 
trace-element solution (2.86 g  H3BO3, 1.82 g  MnCl2·4H2O, 
220 mg  ZnSO4·7H2O, 30 mg  (NH4)6Mo7O24·4H2O, 80 mg 
 CuSO4·5H2O, 40 mg  NaVO3·4H2O, and 40 mg  CoCl2·6H2O 
per liter). The pH was adjusted to 2.0 with  H2SO4.

The experimental cultures were evaluated in photobio-
logical systems containing 900 mL of mineral media. A 
comparative study of cell growth and protein, carbohy-
drate, and lipid content was performed under controlled 
growth conditions: 42 °C, pH 2, constant illumination of 
100 μmol photons  m2  s−1 (white lamps), 150 rpm, and an 
air flow rate of 0.5 vvm with atmospheric  CO2 (0.04%) 
and filtered through a 0.2 µm sterile membrane. Axenic 
batch autotrophic cultures were performed in 1-L glass 
photobioreactors (Schott-Duran 1-L glass bottles with a 
diameter of 101 mm) (Fig. 1). The bioreactor included 
a sample port, an air inlet with a sintered stainless steel 
sparger (2 μm pore size), a gas venting outlet, and an illu-
minated incubator with temperature control. Agitation 
was provided with a magnetic stir bar at the bottom of the 
photobioreactors (50 × 7 mm) and bubbled air through the 
sparger placed above the stir bar. It was necessary to mois-
ten the air that entered the system using a humidifier due to 
the temperature used in cultures. All experimental cultures 
were started with an optical density of 0.1 at 800 nm and a 
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cell density of ~ 5 ×  106 cells  mL−1. This was performed in 
triplicate and monitored every 2 days for 20 days.

Analytical methods

Biomass concentration, cell density, and biomass 
productivity

The biomass concentration was determined by spectropho-
tometry at 800 nm using distilled water as a blank. The 
measurements were made in triplicate and interpolated in 
a dry weight curve.

The cell density (cells  mL−1) of the cultures was deter-
mined by direct count in a Neubauer chamber and a light 
microscope equipped with a 40 × objective. The counts 
were in triplicate, and the results are represented as mean 
values. The cell density was determined using Eq. 1:

where N is the total cell count, Df is the dilution factor, 

and n is the total counted quadrants.
(1)

Cell Density =

⎧
⎪⎨⎪⎩

(N)(Df )

(0.1 ∗ 1 ∗ 1)
�

n

25

�
⎫
⎪⎬⎪⎭
(1000)

The doubling time (Dt) (day) was calculated using Eq. 2 
and assuming exponential growth during 20 days of culti-
vation or when the cells grew exponentially.

where the specific growth rate was determined by

where DCW is the dry cell weight (in  gDCW  L−1) and f and 
i correspond to the final and initial values for DCW and time 
(in days), respectively.

Biomass productivity (QDCW) was calculated using 
Equation 4:

Carbohydrate content

The glucose-carbohydrate hydrolysis was done by a ther-
mochemical treatment: 10 mg of dry algal biomass was 
resuspended in 0.5 mL of 2 N hydrochloric acid (HCl), 

(2)

Dt =
Ln2

μ

(3)

μ =
(
Ln(DCWf − DCWi)

)
∕
(
tf − ti

)

(4)

QDCW =

{(
DCWf

)
−
(
DCWi

)
tf

}
(1000)

Fig. 1  Scheme of the photobio-
logical system used in this study
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homogenized by vortexing, incubated at 99 °C for 1 h and 
cooled at room temperature (Garibay-Hernández et  al. 
2013). For glucose determination, the samples were neu-
tralized with 4 N NaOH and centrifuged at 16,800 × g. The 
supernatant was retained and the glucose measurements 
were made with a biochemical analyzer (model YSI 2700, 
YSI Inc., USA). All determinations were done in triplicate.

Gravimetric lipid determination

The lipid extraction was done by the methodology described 
by Bligh and Dyer (1959) with some modifications. Thirty 
mg of dry biomass was resuspended by vortexing in 6 mL of 
a methanol and chloroform (2:1 v/v) solution and sonicated 
for 60 min (Branson Model B200 Ultrasonic, USA). Next, 
4 mL of a chloroform and 1% NaCl solution (1:1 v/v) were 
added to obtain a final ratio of methanol, chloroform, and 1% 
NaCl of 2:2:1 v/v. Finally, the organic phase (chloroform and 
lipids) was recovered and dried at room temperature, and the 
remaining portion was considered as lipids. All extractions 
were performed in triplicate.

Protein content

Protein extraction followed the methodology developed by 
Slocombe et al. (2013) based on Price (1965) with some 
modifications. Five mg of dry algae biomass was resus-
pended by vortexing in 200 μL of 24% (w/v) trichloroacetic 
acid (TCA). The homogenates were incubated at 95 °C for 
15 min and cooled at room temperature. Next, the samples 
were diluted to 6% TCA (w/v) in ultra-pure water, centri-
fuged at 15,600 × g for 20 min at 4 °C, and their supernatants 
discarded. The pellets were resuspended in 500 μL of Lowry 
D reagent (48:1:1 ratio solution of Lowry reagents A (2% 
(w/v)  Na2CO3 (anhydrous) in 0.1 N NaOH), B (1% (w/v) 
NaK tartrate tetrahydrate), and C (0.5% (w/v)  CuSO4.5H2O 
in  H2O); samples were then incubated for 3 h at 55 °C. The 
samples were cooled at room temperature and centrifuged at 
16,800 × g for 20 min, and the supernatant was retained for 
quantification via the colorimetric Lowry method (Lowry 
et al. 1951). Next, 950 μL of Lowry D reagent was added 
to 50 μL of the above protein extract, mixed by inversion, 
and incubated for 10 min at RT. Next, 0.1 mL of the diluted 
Folin–Ciocalteu phenol reagent (1:1 ratio of 2 N Folin–Cio-
calteu phenol reagent: ultra-pure) was added to each sample 
and vortexed immediately. After 30 min at RT, the absorb-
ance of each sample was read at 600 nm. The measurements 
were made in less than 1 h, and the tests were done in trip-
licate. The results were interpolated using a bovine serum 
albumin (BSA) standard curve.

Phycobiliprotein extraction and quantification

For cell disruption and extraction of phycobiliproteins, 
10 mg of lyophilized G. sulphuraria biomass was resus-
pended in 1 mL of extraction buffer (CelLytic M solution 
with cOmplete Protease Inhibitor Cocktail); 300 mg of 
450–500 µm glass beads (Sigma Aldrich) was added, mixed 
by shaking (Daigger Scientific vortex mixer, Vortex-Genie 
2,) for 2 min, incubated for 3 h at 37° C with shaking at 
300 rpm (ThermoMixer F1.5, Eppendorf, Germany), and 
finally centrifuged 16,800 × g (room temperature). The 
quantification of phycobiliproteins was carried out using the 
spectrophotometric method of Kursar and Alberte (1983). 
The absorbance of the supernatants containing phycobilipro-
teins was measured at 618, 650, and 498 nm to calculate the 
concentration of phycocyanin, allophycocyanin, and phyco-
erythrin using Eqs. 5, 6, and 7, respectively. Measurements 
were made in triplicate (1/10 dilution factor), and the results 
are represented as mean values:

Chlorophyll extraction and quantification

For cell disruption and chlorophyll extraction, 5 mg of lyo-
philized G. sulphuraria biomass was resuspended in 1 mL 
of extraction solution (acetone 90%); 500 mg of 450–500 µm 
glass beads (Sigma Aldrich) was then added and mixed with 
shaking (Daigger Scientific vortex mixer, Vortex-Genie 
2) for 2 min and incubated for 3 h at 37 °C and 300 rpm 
(ThermoMixer F1.5, Eppendorf, Germany). Samples were 
centrifuged at 16,800 × g at room temperature. Chlorophyll 
quantification used the spectrophotometric method proposed 
by Ritchie (2006). The absorbance of the chlorophyll-con-
taining supernatants was measured from 400 to 700 nm, and 
Eq. 8 was used to determine the concentration of the pig-
ment. A dilution factor of 1/10 was used for the adequate 
measurement of absorbance. All determinations were car-
ried out in triplicate, and the results are represented as mean 
values:

(5)

Phycocyanin
(
�g mL−1

)
= 166A

618
− 108A

650

(6)

Allophycocyanin
(
�g mL−1

)
= 200A

650
− 52.3A

618

(7)

Phycoerythrin
(
�g mL−1

)
= 169A

498
− 8.64A

618
− 1.76A

650

(8)

Chlorophyll a
(
�g mL−1

)
= 11.8668A

664
− 1.7858A

647
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Amino acid profile determination

The hydrolysis of the microalgal biomass was carried out 
by a thermochemical treatment. Ten milligram of dry G. 
sulphuraria biomass was resuspended in 1 mL of 3 N 
HCl, homogenized by vortexing and incubated for 24 h 
at 99 °C and 200 rpm. The sample was then neutralized 
with 10 N NaOH and centrifuged for 30 min at room 
temperature and 16,800 × g, and the supernatant was 
retained and filtered. The determination of the amino 
acid profile was performed by high-performance liquid 
chromatography (HPLC) according to Henderson et al. 
(2000) with some modifications. Prior to injection, the 
amino acids present in the samples were derivatized using 
ortho-phthalaldehyde (OPA) (for primary amino acids). 
The following volumes were automatically injected and 
mixed by the autosampler in the following order: 2.5 μL 
of borate buffer (0.4 N, pH 10.2), 0.5 μL of sample, 0.5 
μL of OPA, and 37 μL of water. The HPLC system (1100 
series, Agilent Technologies, Germany) consisted of a 
binary pump, a thermostat-controlled autosampler, a col-
umn compartment, and a diode array detector at 338 nm. 
Analyses were performed using a Synergi 4 µm Max-RP 
80 Å, LC 75 × 2 mm column (Phenomenex, USA), and 
the column temperature was set at 40 °C. The mobile 
phase was a 40 mM solution of  NaH2PO4 (phase A) and 
a mixture of water, methanol, and acetonitrile (10:45:45; 
phase B). The elution of the samples was performed at a 
flow rate of 2.0 mL  min−1 by gradient elution and a total 
run time of 14 min.

Statistical analysis

The experimental error was determined for all triplicate 
determinations and expressed as standard deviation (SD). 
The significant difference of the duplication time com-
parison was determined by a variance analysis one-way 
ANOVA test followed by a Tukey test using the statistical 
packages GraphPad Prism version 6.01 and PAST version 
3.14, respectively; p < 0.05 was considered statistically 
significant.

Results

Growth and biomass production

Table 1 shows a summary of results of the five different 
G. sulphuraria strains cultivated under autotrophic growth 
conditions. The microalgae were incubated for 3 weeks. The 
cells did not reach the stationary phase during such period 
other than SAG 21.92, which grew poorly under the tested 
conditions, and CCMEE 5587.1 strain, which surpassed all 
strains in cell density and biomass accumulation (Fig. 2). 
However, the G. sulphuraria strain CCMEE 5587.1 grew 
slower after 14 days of culture and reached a final biomass 
concentration of 2.33 g  L−1 of dry cell weight (DCW) at 
20 days. Excluding strain SAG 21.92, this value was 2.2 
to 3.2-fold higher than that obtained with the other strains 
(Fig. 2A, Table 1). Most of the SAG 21.92 cells settled even 
with the agitation provided by the magnetic stirrer and air 
sparger. Observations with the microscope revealed the for-
mation of flocs: this strain probably excretes a polymer, but 
other studies are required to determine the factors that pro-
mote this behavior.

Table 1  Results obtained from the characterization of G. sulphuraria strains at time of maximum biomass concentration (t = 20 days)

* Doubling time
The data correspond to means ± the standard deviations of the triplicate experiments
a , b, c, and d parameters obtained by a Tukey test. Equal letters, difference between means = 0; different letters, difference between means ≠ 0. The 
Dt values were obtained during the exponential growth phase

Strain DCW  (gDCW  L−1) Cell density (cells  mL−1) Proteins (%; g  gDCW
−1) Carbohydrates 

(%; g  gDCW
−1)

Lipids (%; g  gDCW
−1) Dt * (days)

G. sulphuraria
SAG 21.92

0.18 ± 0.01 5.17E+06 ± 2.25E+05 42.58 ± 2.72 8.01 ± 0.58 8.89 ± 1.58 16.84 ± 2.27a

G. sulphuraria
SAG 107.79

0.74 ± 0.02 1.62E+07 ± 4.51E+05 39.31 ± 3.21 8.89 ± 0.08 6.78 ± 0.77 9.61 ± 0.59b

G. sulphuraria
SAG 108.79

0.83 ± 0.01 1.75E+07 ± 4.58E+05 43.44 ± 1.73 8.15 ± 0.85 9.56 ± 1.35 9.36 ± 0.48b

G. sulphuraria
UTEX 2919

1.07 ± 0.04 1.95E+07 ± 5.39E+05 46.86 ± 1.35 3.94 ± 0.31 7.31 ± 0.97 8.21 ± 0.51c

G. sulphuraria
CCMEE 5587.1

2.33 ± 0.06 8.97E+07 ± 7.01E+06 43.95 ± 3.15 5.91 ± 0.35 14.11 ± 0.84 4.27 ± 0.11d
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In relation to the maximum cell density obtained for 
each strain (Table  1), G. sulphuraria CCMEE 5587.1 
(8.97 ×  107  mL−1 cells) reached a value that was 4.6- to 5.5-
fold higher than that obtained by the other strains (excluding 
strain SAG 21.92) (Fig. 2B). Furthermore, the values found 
for doubling times (Dt) were, on average, 2.12-fold lower for 
most strains compared to CCMEE 5587.1 (Table 1). These 
values have a significant difference (Dt SAG. 21.92 ≠ Dt 
SAG 107.79 = Dt SAG 108.79 ≠ Dt UTEX 2919 ≠ Dt 
CCMEE 5587.1) as represented by the statistic p < 0.05 
(p = 0.0001).

Figure 3A shows the cumulative biomass productiv-
ity among the four strains: G. sulphuraria CCME 5587.1 
reached a maximum biomass productivity between 14 
and 20 days of cultivation (111.7 ± 2.7 mg  L−1   day−1). 
This value was 3.5-, 3.0-, and 2.31-fold higher compared 
to SAG 107.79, SAG 108.79, and UTEX 2919 at 20 days, 
respectively.

Biochemical composition: carbohydrates, lipids, 
and proteins

The main reserve carbohydrate accumulated by G. sul-
phuraria is floridean starch (Martinez-Garcia et al. 2017). 
Floridean starch is a highly branched glucose homopoly-
mer with a branched percentage of ~ 18% (α-1,6 linkages) 
and a molecular size of 2.5 ×  105 Da (Martinez-Garcia 

Fig. 2  Cell growth of different G. sulphuraria strains under auto-
trophic growth conditions. A Biomass concentration. B Cellular den-
sity

Fig. 3  Cumulative productivities of biomass (A), proteins (B), and 
phycobiliproteins (C) of different G. sulphuraria strains under auto-
trophic growth conditions
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et al. 2016). Hence, the carbohydrate content was deter-
mined from the glucose released after thermochemical 
hydrolysis (see the Materials and Methods section). The 
G. sulphuraria strains accumulated lower amounts of car-
bohydrates that ranged from 4 to 9% (w/w); the highest 
content was obtained with strain SAG 107.79 (Table 1). 
Throughout the characterization, there were no changes 
in the content of this macromolecule at different culture 

times (Fig. 4A), suggesting that the cultures were not 
found under nutrient limitation or stress condition, which 
could lead to over-accumulation of reserve glucans. How-
ever, G. sulphuraria CCMEE 5587.1 had a slight increase 
in carbohydrate content as seen at the end of the culture 
(day 20), which is a characteristic of the deceleration 
phase observed for this strain (Fig. 2) in which the carbo-
hydrate content can increase as a reserve material.

The lipid content in the five evaluated strains ranged from 
7 to 14% (w/w), and G. sulphuraria CCMEE 5587.1 pre-
sented a lipid content 2 times higher than the other strains 
(Fig. 4B). It has been reported that G. sulphuraria is capable 
of accumulating lipids with values ranging from 1.1 (Gra-
ziani et al. 2013) to 5.4% (Sakurai et al. 2016), which are 
lower than those contents found in all strains in the present 
study.

All strains showed a high protein content, above 40% 
(w/w) for most strains, being G. sulphuraria UTEX 2919 
the strain that reached the highest value (~ 47%) (Fig. 4C). 
These values are higher than those reported previously for G. 
sulphuraria strain 064/309 (Graziani et al. 2013), which has 
a protein content of 32.5% in autotrophic cultures. However, 
the cumulative protein productivity is evident wherein strain 
G. sulphuraria CCMEE 5587.1 has a productivity 2 times 
higher than that of strain G sulphuraria UTEX 2919, 51.3, 
and 25.1 mg  L−1  day−1, respectively (Fig. 3B).

Photosynthetic pigments: phycobiliproteins 
and chlorophyll

There was a slight increase in protein content throughout the 
exponential phase of the different strains of G. sulphuraria 
(Fig. 4C). The microalgae actively synthesize various pro-
tein components involved in the increase of biomass such 
as enzymes, structural proteins, transporters, etc. Table 2 
shows that the phycocyanin is the phycobiliprotein that 
accumulates at the highest proportion in the phycobilisome 
protein complex. These results contrast with that reported 
by Graziani et al. (2013) who found a higher content of 
allophycocyanin compared to the other phycobiliproteins. 
Remarkably, strain CCMEE 5587.1 accumulates the highest 
amount of phycocyanin: 1.4- to 3.04-fold higher that the val-
ues obtained with the other strains (Fig. 5). In the same way 
as the CCMEE 5587.1 strain reached the highest biomass 
and proteins productivities, this strain is expected to achieve 
the highest phycocyanin productivity: 3.9 to 8.6 times higher 
than the values obtained with the other strains (Fig. 3C). 
The SAG 21.92 strain did not grow under the tested condi-
tions; the photosynthetic pigments (phycobiliproteins and 
chlorophyll) and amino acid profiling were not performed 
for this strain.

As expected, the absorption spectrum obtained shows the 
presence of two signal peaks at 410 nm and 670 nm, which 

Fig. 4  Biochemical composition, carbohydrates (glucose) (A), lipids  
(B), and proteins (C), of different G. sulphuraria strains, was deter-
mined at 0, 5, 10, 15, and 20  days of cultivation time. The macro-
molecule content is expressed as (gX  gDCW

−1) × 100, where X are 
proteins, carbohydrates, or lipids. * The macromolecule content in G. 
sulphuraria SAG.2192 was not determined
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are characteristic of chlorophyll a (Fig. 6). Despite having 
a high content of phycobiliproteins as part of the photon 
harvester complex, it also contains chlorophyll a, which acts 
as a reaction center in the photosystems involved in the light 

phase of photosynthesis (Masojídek et al. 2007). Table 2 
also shows the chlorophyll pigments extracted from the G. 
sulphuraria biomass, in which chlorophyll a was accumu-
lated from 1.08 to 2.48 mg  g−1 with the highest value found 
in strain CCMEE 5587.1

Amino acid profile

Due to the extraction methodology (thermochemical hydrol-
ysis) and analysis (HPLC) used in this research, some amino 
acids such as tryptophan, asparagine, and glutamine were 
not detectable, which suggests that it could be related to the 
detection limit of the technique or with the thermochemi-
cal treatment carried out for the hydrolysis of the analyzed 
biomass. Table 3 shows the amino acid profile (essential and 
non-essential) of four G. sulphuraria strains. It was clear 
that all strains had a similar amino acid profile with eight of 
the nine amino acids defined as essential and seven of nine 
non-essential amino acids.

Tryptophan is a primary, aromatic, and essential amino 
acid, whose biosynthesis in photosynthetic microorganisms 
(for example, diatoms) is closely related to the biosynthesis 
of other aromatic amino acids such as phenylalanine and 
tyrosine; chorismate is shared as a common precursor mol-
ecule (Bromke 2013). Various studies have shown that this 
amino acid may be found in small concentrations in the bio-
mass of various genera of microalgae and corresponds to one 
of the amino acids in a lower percentage; thus, some studies 
have shown that it is not detectable (Chronakis and Madsen 
2011; Tibbetts et al. 2015; Koyande et al. 2019). Likewise, 
some conditions for extracting proteins from microalgal bio-
mass using acids and high temperatures (thermochemical 
conditions) can destroy tryptophan, and thus, tryptophan 
cannot be subsequently determined by traditional chroma-
tographic methods (Barbarino and Lourenço 2005).

Glutamine and asparagine (non-essential amino acids) 
could not be quantified with our methodology. However, 
Salbitani and Carfagna (2020) measured three free amino 
acids (glutamine, glutamate, and asparagine) from wet bio-
mass of G. sulphuraria strain 011 using 80% ethanol for 

Table 2  Summary of 
photosynthetic pigments 
found in the biomass of 
Galdieria sulphuraria at 
time of maximum biomass 
concentration (t = 20 days)

Strain Phycocyanin Allophycocyanin Phycoerythrin Chlorophyll a

(mg  g−1) (mg  g−1) (mg  g−1) (mg  g−1)

G. sulphuraria 17.31  ± 0.19 2.9  ± 0.29 4.14  ± 0.44 1.08  ± 0.04
SAG 107.79
G. sulphuraria 33.81  ± 3.06 5.34  ± 0.48 6.2  ± 0.47 1.89  ± 0.05
SAG 108.79
G. sulphuraria 15.5  ± 0.8 2.58  ± 0.64 4.72  ± 0.65 1.57  ± 0.39
UTEX 2919
G. sulphuraria 47.13  ± 5.16 11.7  ± 1.34 9.92  ± 0.88 2.48  ± 0.15
CCMEE 5587.1

Fig. 5  Phycobiliprotein content of different Galdieria sulphuraria 
strains under autotrophic growth conditions at time of maximum bio-
mass concentration (t = 20 days)

Fig. 6  Chlorophyll accumulation in different Galdieria sulphuraria 
strains under autotrophic growth conditions at time of maximum 
biomass concentration (t = 20 days). Absorption spectrum of the pig-
ments extracted with 90% acetone
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its extraction. Therefore, the protein present in the different 
strains evaluated here could contain these non-determinate 
amino acids.

Theoretical productivity projected for Galdieria 
sulphuraria cultures under autotrophic conditions

A theoretical calculation of annual productivity was per-
formed to estimate the potential of G. sulphuraria to pro-
duce microalgal biomass with a high protein content. The 
projection was based on the productivities reached over 

20 days using the  CO2 contained in air, pH 2, and tem-
perature of 42 °C. The calculations were performed using 
two hypothetical open ponds with the following dimen-
sions: 100 m × 50 m × 0.25 m (length, width, and liquid 
depth). The projections were made under two scenarios: 
(A) the productivity values are not affected by the scaling 
process and (B) 50% reduction in biomass productivity. 
The results showed that biomass and protein productivity 
values are 15.49–48.78  tDCW  ha−1  year−1 and 6.18–21.44 
 tproteins  ha−1  year−1, respectively, assuming a half reduction 
of the projected parameters (Table 4).

Table 3  Amino acid profile of 
different Galdieria sulphuraria 
strains cultivated under 
autotrophic growth conditions 
at time of maximum biomass 
concentration (t = 20 days)

The reported values correspond to the percentage content (g of amino acid (100 g)–1 biomass)
- No determinate

Amino acid G. sulphuraria 
SAG 107.79

G. sulphuraria 
SAG 108.79

G. sulphuraria 
UTEX 2919

G. sulphuraria 
CCMEE 5587.1

Essentials
1 Threonine 2.54 2.52 2.41 2.81
2 Histidine 2.92 2.74 2.67 2.37
3 Valine 1.43 1.32 1.36 1.54
4 Methionine 0.71 0.76 0.64 0.70
5 Tryptophan - - - -
6 Phenylalanine 1.58 1.55 1.46 1.57
7 Isoleucine 0.68 0.90 0.81 0.88
8 Leucine 2.64 2.65 2.67 2.71
9 Lysine 1.77 1.67 1.25 1.49
Non-essentials
10 Aspartate 3.09 3.33 2.41 4.09
11 Glutamate 5.73 5.48 4.58 4.14
12 Asparagine - - - -
13 Serine 3.61 3.50 3.36 2.11
14 Glutamine - - - -
15 Glycine 3.14 3.04 2.75 2.57
16 Arginine 2.15 2.29 1.84 2.79
17 Alanine 3.03 2.76 2.03 2.45
18 Tyrosine 0.61 0.70 0.78 0.68

Table 4  Theoretical annual 
productivity projected for 
Galdieria sulphuraria cultures 
under autotrophic conditions 
(atmospheric  CO2) in two 
scenarios: (A) productivity 
values are not affected by 
scaling-up and (B) productivity 
values are reduced by 50%

Projected productivity values of evaluated G. sulphuraria strains (Qi) are shown for the following com-
pounds (i): dry cell weight (DCW) and proteins. For these calculations, an annual cultivation of 335 days 
was assumed carried out in two ponds (100 m × 50 m × 0.25 m per pond)

Strain Projected parameter Scenario A Scenario B

G. sulphuraria
SAG 107.79

QDCW  (tDCW  ha−1  year−1) 30.99 15.49
Qproteins  (tproteins  ha−1  year−1) 12.37 6.18

G. sulphuraria
SAG 108.79

QDCW  (tDCW  ha−1  year−1) 34.76 17.38
Qproteins  (tproteins  ha−1  year−1) 15.10 7.55

G. sulphuraria
UTEX 2919

QDCW  (tDCW  ha−1  year−1) 44.81 22.40
Qproteins  (tproteins  ha−1  year−1) 21.00 10.50

G. sulphuraria
CCMEE 5587.1

QDCW  (tDCW  ha−1  year−1) 97.57 48.78
Qproteins  (tproteins  ha−1  year−1) 42.88 21.44
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Discussion

Galdieria sulphuraria CCMEE 5587.1 had better growth 
characteristics than SAG 21.92, SAG 107.79, SAG 108.79, 
and UTEX 2919. It offered the highest biomass concen-
tration, the highest cell density, and the shortest doubling 
time. Comparing our results with those reported for G. sul-
phuraria 074 W strain (maximum biomass concentration of 
1.1 g  L−1 in 12 days under autotrophic conditions) (Sakurai 
et al. 2016), we observed that strain G. sulphuraria CCMEE 
5587.1 had a 25% higher DCW with a value of 1.37 g  L−1 in 
the same elapsed culture time.

The maximum biomass concentration and the macro-
molecular content (proteins, carbohydrates, and lipids) are 
essential criteria to evaluate the potential of microorganisms 
to produce high-value metabolites. However, this parameter 
alone is an inadequate measure to make a correct choice of 
a useful strain for large-scale industrial applications where 
several parameters must be considered, e.g., productivity 
(Maroneze et al. 2016). The biomass productivity determi-
nation throughout the culture also allows us to show the 
time in which the maximum productivity is reached and 
therefore decrease the cultivation time. Here, the maximum 
biomass productivity of G. sulphuraria CCMEE 5587.1 was 
reached on day 14. Doubling time and protein productivity 
values obtained for this strain, together with the advantages 
to growth at acidic pH, can be used to design repeated batch, 
fed-batch, and semicontinuous or continuous cultures at pilot 
plant aiming to test the technical feasibility to scale-up the 
culture process for protein production using G. sulphuraria.

All strains exhibit a high protein content (above 40% for 
most strains), which shows the potential of this microalgal 
biomass to produce SCP as a potential food or feed. The 
protein values achieved with this microorganism compare 
favorably with the reported content of some vegetables 
used as protein source in the food and feed industry such 
as soybean flour (Glycine max) whose percentage yield 
is ~ 36% and is considered a source of protein (Koyande 
et al. 2019). Likewise, the protein content in this current 
study is higher than that of other red microalga such as Por-
phyridium marinum with a content of 15.4% (Ben Hlima 
et al. 2019), Porphyridium cruentum at 28.0–39.0% (Becker 
2007), and Porphyridium purpureum with 15.1% (Assunção 
et al. 2017). These were also measured under autotrophic 
conditions. Since microalgal biomass destined for food 
or feed is normally supplied as a supplement in diets, it is 
important to consider the entire biomass. In addition to the 
high protein content that we observed in the G. sulphuraria 
biomass, there are other types of macromolecules present 
such as lipids and carbohydrates that collectively provide 
good nutritional characteristics to the generated biomass 
(Koyande et al. 2019).

The presence of phycobiliproteins and chlorophyll in the 
biomass of G. sulphuraria provides a nutraceutical value 
added to the microalgal biomass obtained in this work using 
only the  CO2 content in the air. Phycocyanin has nutraceuti-
cal activities related to a decrease in blood pressure (anti-
hypertensive activity), free radicals and reactive oxygen 
species (antioxidant activity), inflammatory processes (anti-
inflammatory activity), and proliferation of uncontrolled 
cellular processes (anticancer activity) (Abd El-Hack et al. 
2019; Chandra et al. 2020; Lafarga et al. 2020). In addi-
tion, chlorophyll provides anticarcinogenic, antioxidant, and 
antigenotoxic properties. It is an effective nutraceutical for 
liver illnesses (Bishop and Zubeck 2012; García et al. 2017; 
Koyande et al. 2019).

Phycocyanin is currently a commercially valuable mol-
ecule obtained from photoautotrophic cultures with cyano-
bacteria such as Arthrospira (Spirulina) platensis. For this 
microorganism, contents of 56.6 mg  g−1 (Manirafasha et al. 
2018), 148.1 mg  g−1 (Ajayan et al. 2012), and 160 mg  g−1 
(Xie et al. 2015) have been reached, which are 1.2 to 3.4 
times higher than those reported in our study with the strain 
CCMEE 5587.1 (47 mg  g−1) (Table 2), indicating that fur-
ther research is needed to maximize phycocyanin production 
with several G. sulphuraria strains. It is worth mentioning 
that one of the main advantages of the phycocyanin syn-
thesized by G. sulphuraria is its thermostability at 60 °C, 
unlike that reported for phycocyanin from Spirulina sp., with 
stability at temperatures below 47 °C (Moon et al. 2014).

Regarding the quality of the protein obtained, the amino 
acid profile showed that the generated biomass has most 
essential amino acids. The amino acid profile or amino acid 
score is a fundamental parameter for the evaluation of pro-
tein quality especially protein destined for human and animal 
consumption (Vanthoor-Koopmans et al. 2013). This protein 
should preferably contain all or most of the essential amino 
acids (Koyande et al. 2019). The presence of some amino 
acids such as methionine and lysine increases the growth 
rate in broiler chickens (Lima et al. 2008; Vanthoor-Koop-
mans et al. 2013).

Assuming a straightforward scale-up using strain CCMEE 
5587.1 in open ponds and that half of the protein produc-
tivities obtained in the laboratory can be reached, a pro-
ductivity of 21  tproteins  ha−1  year−1 could be attained. This 
value compares favorably with the productivities reported 
for soybean in Brazil and the USA (main soybean produc-
ing countries in the world): 2019–2020 were 1.36 and 1.27 
 tproteins  ha−1  year−1, respectively (estimated values based on 
protein content of 40%) (Embrapa 2021). This hypotheti-
cal productivity with G. sulphuraria is 15.4 to 16.5 times 
higher than that obtained with this legume. Additionally, 
one of the main advantages that the cultivation of microalgae 
presents compared to the cultivation of terrestrial plants is 
that the cultivation of microalgae does not require the use of 
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agricultural land and therefore does not compete with food 
or feed production (Benedetti et al. 2018).

The main problem associated with the use of microalgae, 
especially in open ponds, is the high probability of contami-
nation with other microorganisms. This is one of the most 
important factors affecting microalgae growth and decreases 
the productivity of metabolites of interest. Therefore, one of 
the most effective strategies to counteract this problem is to 
use extremophilic microalgae species in extreme cultivation 
conditions and growing in simple mineral media. Galdieria 
sulphuraria is classified as extremophilic because it could 
survive in acidic environments with pH values 0–4 (acido-
philic) and at temperatures above 40 °C (thermotolerant) 
(Martinez-Garcia and van der Maarel 2016). Cultivation 
conditions used for G. sulphuraria also promotes a syner-
gism between the low pH of the culture medium, irradi-
ance, high temperature, and dissolved oxygen (DO), which 
leads to the appearance of reactive oxygen species (ROS) 
and a potential negative effect on the growth of contaminat-
ing microorganisms (Munasinghe-Arachchige et al. 2019). 
Finally, temperature control in the microalgae cultivation in 
open ponds continues to be one of the main technological 
challenges to implement. In this sense, G. sulphuraria can 
grow adequately in reactors exposed to sunlight and natural 
temperature variations from 24 to 50 °C (Henkanatte-Gedera 
et al. 2017).

Conclusions

We produce G. sulphuraria microalgal biomass with high 
protein content under phototrophic conditions and using 
the  CO2 content in air. Due to the thermoacidophile condi-
tions, the biomass is free of microbial contamination and 
suitable for scale-up. Finally, the resulting biomass has a 
high potential to produce single-cell protein as the result 
of the biochemical analysis of this red microalga. This bio-
mass composition is suitable for food or feed purposes, but 
nutritional tests must still be done. Among the five different 
tested strains, G. sulphuraria CCMEE 5587.1 is proposed 
as the most appropriate strain for scale-up because it has 
the highest biomass productivity and the highest percentage 
content of phycocyanin and chlorophyll as well as a protein 
and lipid content higher than 40% and 14%, respectively.
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Resumen 
En la actualidad, las microalgas se usan como fuentes en la producción de diferentes compuestos 

comerciales de valor agregado, por ejemplo: pigmentos (β-carotenoides, clorofila, ficobiliproteínas) 

y lípidos (ácidos grasos poliinsaturados-PUFAs), y en algunos casos la propia biomasa microalgal. 

Sin embargo, se ha centrado poca atención en el estudio de los azúcares de reserva (poliglucanos) 

que pueden llegar a acumular las microalgas bajo condiciones específicas de cultivo. Desde el punto 

de vista de una biorrefinería, la biomasa microalgal presenta el potencial para el aprovechamiento 

de las diferentes macromoléculas que la conforman, tales como pigmentos, proteínas, lípidos y 

carbohidratos, siendo éstos últimos una materia prima susceptible a ser utilizada como fuente de 

carbono (biomasa de tercera generación), para la obtención, por vía fermentativa, de productos de 

interés industrial como ácidos orgánicos y biocombustibles. En este sentido, el objetivo de este 

trabajo es revisar los principales carbohidratos de reserva presentes en las microalgas, abordando 

sus características estructurales, la biosíntesis y las principales estrategias utilizadas en los cultivos 

para incrementar el contenido de dichos compuestos.  

 

Palabras clave: Microalga, compuesto de reserva, poliglucano. 

 

Abstract  
Currently, microalgae are used to produce different high-value commercial compounds, i.e., pigments 

(β-carotenoids, chlorophyll, phycobiliproteins), and lipids (polyunsaturated fatty acids-PUFAs), and 

the biomass itself. However, little attention has been focused on the study of reserve carbohydrates 

(polyglucans), which microalgae can accumulate under specific cultivation conditions. From a 

biorefinery perspective, microalgal biomass has the potential to be used as a source of several 

macromolecules, such as pigments, proteins, lipids, and carbohydrates. Among them, polyglucans 

can be used as a raw material to generate monosaccharaides, that can be fermented to several 

products, including organic acids and biofuels, in the so called third generation biomass and 

biorefinery concepts. In this sense, the objective of this report is to review the main reserve 

carbohydrates stored in microalgae, addressing the structural characteristics, biosynthesis, and the 

main strategies used in the cultivation conditions to increase these storage compounds. 

 

Key words: Microalgae, storage compound, polyglucan. 
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Carbohidratos presentes en 
microalgas 

En los últimos años, la investigación 
con microalgas para aplicaciones 
biotecnológicas se ha incrementado 
sustancialmente y ha cobrado gran importancia 
debido a la capacidad de utilizar la energía solar 
para fijar el dióxido de carbono (CO2) 
atmosférico, mediante la fotosíntesis (Masojídek 
et al., 2007), y en consecuencia ayudar a mitigar 
algunas causas que han originado el cambio 
climático mediante la captura de CO2. Además, 
potencialmente la productividad de biomasa 
microalgal y otros compuestos como pigmentos, 
lípidos, proteínas y carbohidratos de reserva, 
son más altas que las obtenidas con plantas 
terrestres (Bajpai et al., 2014). Así mismo, 
debido a la posibilidad de llevar a cabo el cultivo 
de estos microorganismos sin hacer uso de 
suelo agrícola, se hace evidente el potencial que 
presentan para la producción de diferentes 
metabolitos y productos químicos de interés, 
incluyendo carbohidratos de reserva, sin 
competir con la producción de alimentos en 
suelo agrícola. Las microalgas son materias 
primas prometedoras en la producción 
sostenible de biocombustibles y productos 
químicos valiosos. La investigación en 
microalgas no solo se centra en mejorar la 
generación de productos, sino también en la 
obtención de nuevos compuestos de interés, en 
donde la materia prima para biorrefinar estos 
compuestos es la biomasa microalgal, llevando 
a cabo cultivos en condiciones controladas de 
crecimiento (Perez-Garcia & Bashan, 2015). 

Las biorrefinerías de microalgas tienen 
el potencial de producir compuestos químicos 
de interés para su uso en diferentes industrias 
como   la   alimentaria,   farmacéutica,   química, 

 

 

 

 

 

 

 

 

cosmética y bioenergética. En los tres últimos 
lustros, la producción de biodiesel a partir de 

lípidos obtenidos de microalgas es una de las 

alternativas más estudiadas en lo que 
respecta a la producción de bioenergía 

(Cesário et al., 2018). Otra opción es la 

utilización de los carbohidratos de reserva de 
las microalgas como materia prima para la 

fermentación microbiana, mediante la cual se 

abre la posibilidad de producir una gama 
amplia de productos químicos (p. ej., 

aminoácidos o ácidos orgánicos) y 

biocombustibles (p. ej. bioetanol y biobutanol) 
que actualmente son producidos por vía 

fermentativa haciendo uso de levaduras o 
bacterias (Mayers et al., 2018). 

Estructura de los glucanos de 

reserva 

En las células de microalgas los 
carbohidratos se pueden encontrar en la 
pared celular externa (pectina, agar y 
alginato), la pared celular interna (celulosa y 
hemicelulosa) y dentro de la célula como 
productos de almacenamiento (por ejemplo, 
almidón y glucógeno) (Martín-Juárez et al., 
2017). Respecto a los glucanos de 
almacenamiento o de reserva, éstos 
corresponden a polímeros de glucosa y se 
pueden clasificar en alfa-glucanos o beta-
glucanos teniendo en cuenta el tipo de enlace 
glicosídico (enlace entre dos grupos 
funcionales hidroxilo) que presenten las 
subunidades monoméricas del polímero (Al 
Abdallah et al., 2016): alfa (α) si el grupo 
hidroxilo se encuentra en la parte inferior del 
carbono anomérico; o beta (β), si el grupo 
hidroxilo se encuentra en la parte superior del 
carbono anomérico (figura 1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Representación esquemática de los enlaces α-glucosídico y β-glucosídico presentes 

 en los glucanos de reserva (adaptado de Blanco y Blanco 2017 ). 
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 Alfa-glucanos 

La síntesis de alfa-glucanos es única 
para el subgrupo Archaeplastida, el cual incluye:  
1) algas verdes y plantas terrestres 
(Cholorplastida), las cuales sintetizan almidón, 
2) las algas rojas (Rhodophyceae) que 
sintetizan un tipo de almidón carente de amilosa, 
también llamado almidón florideo (similar al 
glucógeno y a la amilopectina), y un grupo 
menor llamado 3) Glaucophytes, los cuales 
acumulan polímeros de glucosa en forma de 
glucógeno. La característica más notable es que 
en las plantas terrestres y algas verdes la 
síntesis de almidón se lleva a cabo al interior de 
los plástidos, mientras que en las algas rojas y 
en los Glaucophytes la síntesis del polímero de 
reserva se produce en el citosol (Ball et al., 2011; 
Busi et al., 2014) (tabla 1). 

El almidón, el almidón florideo y el 
glucógeno corresponden a polímeros de 
glucosa  con   una  cadena   principal   lineal  de  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

unidades de glucosa unidas por enlaces α-(1-
4) y ramificaciones unidas en ciertos puntos 
a través de enlaces α-(1-6) (Ball et al., 2011) 
(figura 2). El glucógeno y la amilopectina 
difieren en el porcentaje y la distribución de 
las ramificaciones, lo cual afecta la estructura 
y las propiedades de la molécula. El almidón 
está compuesto por dos tipos de polímeros: 
amilosa (30%), prácticamente sin 
ramificaciones, y amilopectina (70%), el cual 
presenta un 5-6% de ramificaciones (enlaces 
α-(1-6)) distribuidas de forma no aleatoria. 
Las regiones ramificadas están dispuestas 
en grupos separados por regiones lineales, lo 
que lleva a la aparición de secciones 
cristalinas y la formación de gránulos de 
almidón. El glucógeno y el almidón florideo 
contienen cadenas lineales más cortas en 
comparación con la amilopectina y un mayor 
número de puntos de ramificación. El grado 
de ramificación del glucógeno depende de su 
fuente y varía del 7 al 13% (Martinez-Garcia 
et al. 2016). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Polímero Monómero Enlaces glucosídicos 
Ubicación 

celular 
Grupo taxonómico 

Almidón 
 

Amilosa 
(30%) 

Amilopectina 
(70%) 

Glucosa 

 
α-(1-4) 

 
α-(1-4) y α-(1-6) 

Cloroplasto Chlorophyta 

Almidón Florideo Glucosa α-(1-4) y α-(1-6) Citosol Rhodophyta 

Glucógeno Glucosa α-(1-4) y α-(1-6) Citosol Cyanophyta 

Laminarina Glucosa β-(1-3) y β-(1-6) Citosol Phaeophyceae 

Crisolaminarina Glucosa β-(1-3) y β-(1-6) Citosol 

Bacillariophyceae 
Xanthophyceae 
Chrysophyceae 

Haptophyta 
Chlorarachniophyta 

Paramilon Glucosa β-(1-3) Citosol Euglenophyta 

 

Tabla 1. Poliglucanos de reserva sintetizados por los principales grupos taxonómicos de microalgas  

(adaptado de Al Abdallah et al., 2016) 

 



 

BioTecnología, Año 2021, Vol. 25 No.5       55 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Beta-glucanos 

Respecto a la síntesis de beta-
glucanos de reserva en microoganismos 
fotosintéticos, ésta es llevada a cabo por algas 
pertenecientes a los grupos Phaeophyceae 
(algas pardas), Bacillariophyceae (diatomeas) 
y Euglenophyta, los cuales acumulan en el 
citosol laminarina, crisolaminarina (similar a la 
laminarina) y paramilon (Al Abdallah et al., 
2016). Los anteriores β-glucanos, 
corresponden a polímeros lineales de glucosa 
unidos por enlaces β-(1-3) y con 
ramificaciones β-(1-6) cada 20-25 unidades 
de glucosa (figura 3), con diferentes 
terminaciones reductoras que pueden tener 
residuos de manitol o glucosa (Stone, 2009; 
Mišurcová et al., 2012; Déléris et al., 2016). 
Las principales diferencias estructurales entre 
la laminarina y la crisolaminarina se deben a 
la relación de enlaces β-(1-3) : β-(1-6), la cual 
es de 15:1 y 11:1, respectivamente (Al 
Abdallah et al. 2016), y a la presencia de 
glucosa y manitol en el extremo reductor en 
los polímeros de laminarina, a diferencia de la 
crisolaminarina que únicamente presenta 
glucosa en el extremo reductor. En cuanto al 
paramilon, difiere estructuralmente de los 
otros    dos     β-glucanos     al     carecer    de 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 ramificaciones y presentar únicamente una 
cadena lineal de monómeros de glucosa 
unidos mediante enlaces β-(1-3) (Al Abdallah 
et al. 2016). 

Biosíntesis de los glucanos de 

reserva en microalgas 

Fijación del CO2 

Al ser microorganismos fotosintéticos, 
el primer paso es la fijación de CO2 (carbono 
inorgánico) y su conversión en esqueletos 
carbonados (carbono orgánico). Durante la 
fotosíntesis, las microalgas producen 
monosacáridos, los cuales se usan como 
fuente de carbono y energía para la 
producción de otras macromoléculas 
(Masojídek et al. 2007). La fotosíntesis se 
divide en dos fases: la fase luminosa, en la 
cual se genera energía ATP, NADPH y 
oxígeno a partir de luz y agua, y la fase de 
oscuridad, en la cual se emplea la energía 
generada en la fase anterior para fijar CO2 a 
través del ciclo de Calvin-Benson mediante la 
enzima ribulosa-1,5-bisfosfato 
carboxilasa/oxigenasa (RuBisCO) en el 
cloroplasto  (Maia  et  al.,  2020).  El  producto  

 

Figura 2. Representación esquemática de la estructura química de los principales alfa-glucanos de reserva de 

microalgas. A. Estructura lineal de la amilosa. B. Estructura lineal y ramificada de la amilopectina, almidón 

florideo y glucógeno (adaptado de Al Abdallah et al.,2016). 
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final de la fotosíntesis es un metabolito de 3 
carbonos (gliceraldehído-3-fosfato; GAP), que 
posteriormente es exportado al citosol. El GAP 
se sitúa en el centro del metabolismo de 
azúcares, el cual se divide en 
gluconeogénesis y glucólisis. La 
gluconeogénesis genera glucosa 6-fosfato 
(G6P), que luego se invierte en la síntesis de 
carbohidratos o en la ruta de las pentosas 
fosfato para la generación de poder reductor 
(NADPH). La glucólisis genera 
fosfoenolpiruvato (PEP), que luego se utiliza 
en la síntesis de lípidos o en el ciclo del ácido 
cítrico, en el cual se producen metabolitos 
intermedios necesarios para la síntesis de 
biomasa. Los cofactores (FADH, NADH) 
generados por el ciclo del ácido cítrico se 
transforman en energía (ATP) gracias a la 
fosforilación oxidativa (Baroukh et al. 2014). 

Cuando la intensidad de luz es 
demasiado alta o cuando el suministro de 
nutrientes inorgánicos es limitado (por 
ejemplo, estrés de nitrógeno), la tasa de 
producción de glucosa durante la fotosíntesis 
puede exceder la tasa de consumo de glucosa 
por la célula. Este exceso no se puede 
almacenar como glucosa debido a la 
alteración  del equilibrio  osmótico de la célula.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Por lo tanto, la glucosa sobreproducida se 
convierte en polisacáridos o en lípidos, que 
actuarán como reservorio de carbono y 
energía para su futuro uso. Debido a que la 
conversión de glucosa en polisacáridos es 
mucho más rápida que en lípidos, las 
microalgas a menudo primero acumulan 
carbohidratos y posteriormente lípidos 
(Martín-Juárez et al., 2017). 

Síntesis de alfa-glucanos en microalgas 

La síntesis de poliglucanos de reserva 
en algas rojas procede a través de una UDP-
glucosa-selectiva α-glucano sintasa, en 
analogía con la ruta citosólica de la síntesis de 
glucógeno en otros eucariotas (Viola et al., 
2001; Ball et al., 2011), mientras que la 
biosíntesis de almidón en el caso de las algas 
verdes procede a través de una ADP-glucosa 
selectiva α-glucano sintasa, al igual que las 
plantas terrestres (Busi et al., 2014). 

De forma general la síntesis de 
carbohidratos de reserva (glucógeno y 
almidón) está mediada por tres pasos: 
activación del sustrato, elongación de la 
cadena principal y ramificación de la cadena 
(Busi et al., 2014). La activación del sustrato se 
lleva  a  cabo  mediante  la  enzima UDP/ADP- 

 

Figura 3. Representación esquemática de la estructura química de los principales beta-glucanos de reserva de 

microalgas. A. Estructura lineal y ramificada de la laminarina y crisolaminarina. B. Estructura lineal del paramilon 

(adaptado de Al Abdallah et al.,2016). 
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glucosa-pirofosforilasa, la cual se encarga de 
catalizar la conversión de glucosa-1fosfato en 
UDP-glucosa o ADP-glucosa. Posteriormente, 
la elongación de la cadena principal y 
formación del maltooligosacárido (MOS) (Ran 
et al., 2019) se encuentra mediada por una 
enzima glucosiltransferasa o α-glucano 
sintasa selectiva (glucógeno-sintasa o 
almidón-sintasa), que transfiere una unidad de 
azúcar activada a un grupo hidroxilo de azúcar 
no reductor, generándose un enlace 
glucosídico α-(1-4) entre el carbono 1 del 
grupo glucosilo que entra y el carbono 4 del 
residuo de glucosa del extremo no reductor de 
la cadena polimérica existente o del cebador . 
En este punto, la síntesis de alfa-glucanos se 
divide en dos caminos, en dónde, por un lado, 
continua la elongación y obtención de 
cadenas lineales, para la formación de 
amilosa, 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

amilosa, mediante la enzima almidón-sintasa 
ligada al gránulo, y por el otro, se lleva a cabo 
la formación de glucanos ramificados 
(amilopectina, almidón florideo y glucógeno). 
La ramificación de la cadena procede a través 
de la enzima ramificante o amilo-(1,4-1,6)-
transglucosilasa, la cual transfiere un 
fragmento terminal de unidades de glucosa 
unidas por un enlace α-(1-4) a un grupo 
hidroxilo situado en la posición 6 de un residuo 
de glucosa del interior del polímero, 
generándose dos extremos no reductores 
para que continúe la elongación de la cadena 
(Mathews et al., 2005; Ball et al., 2011; Busi et 
al., 2014). La actividad catalítica conjunta de 
las enzimas almidón/glucógeno sintasa y 
ramificante conllevan a la aparición de 
polisacáridos solubles en agua (WSP), los 
cuales   aumentan  de  tamaño   conforme  se  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Vía de síntesis de los principales alfa-glucanos de reserva (glucógeno y almidón) acumulados en microalgas 
(adaptado de Ran et al.,2019). Las abreviaturas corresponden a RuBP: ribulosa-1,5-bifosfato, RuBisCo: ribulosa-1,5-

bisfosfato carboxilasa/oxigenasa, 3-PGA: ácido-3-fosfoglicérico, 3-PGK: 3-fofoglicerato quinasa, 1,3 BPG: 1,3-
bifosfoglicerato, GAPDH: gliceraldehido-3-fosfato deshidrogenasa, G3P: gliceraldehido-3-fosfato, Ru5P: ribulosa-5-
fosfato, GPI: Fosfoglucosa isomerasa, Glc6P: glucosa-6-fosfato, PGM: fosfoglucomutasa, Glc1P: glucosa-1-fosfato, 
UDP: uridina difosfato, ADP: adenosín difosfato, MOS: maltooligosacárido, WSP: polisacáridos solubles en agua. 
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siguen agregando monosacáridos de 
glucosa a   los   extremos   reductores   y   se   
siguen ramificando hasta obtener finalmente 
un α-poliglucano como el glucógeno o el 
almidón florideo (Ran et al., 2019). En 
plantas superiores y algas verdes, una 
enzima desramificante (isoamilasa) 
interviene en la formación del polímero 
ramificado (amilopectina), la cual se 
encarga de controlar el espaciado entre las 
ramificaciones y por ende favorecer la 
estructura cristalina característica de los 
gránulos de almidón (Busi et al. 2014; 
Powell et al. 2015). La posición de las 
ramificaciones corresponde a una de las 
principales diferencias entre el glucógeno y 
la amilopectina, ya que en el caso del 
glucógeno las ramificaciones se dan cada 
12 ó 18 unidades de glucosa y en la 
amilopectina se dan cada 20 ó 30 unidades 
de glucosa (Mathews et al., 2005). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Síntesis de beta-glucanos en microalgas 

Respecto a la síntesis y acumulación de 
beta-poliglucanos en microalgas, la ruta 
anabólica implicada en dicho proceso aún no se 
encuentra bien descrita. Sin embargo, para 
especies como Euglena gracilis se conoce que 
la ruta citosólica de la síntesis de paramilon, 
análoga a la ruta biosintética de glucógeno, 
inicia con la activación del sustrato Glc-1-P, el 
cual es convertido en UDP-Glc por la enzima 
UDP-Glc pirofosforilasa. Una vez obtenido el 
sustrato activador (UDP-Glc), la enzima 
glucosiltransferasa, conocida como paramilon 
sintasa, se encarga de llevar a cabo la 
elongación de las cadenas poliméricas 
mediante la formación de enlaces β-(1-3) 
glucosídicos entre las subunidades 
monoméricas, obteniendo de forma inicial un 
polímero β-(1-3)-glucano insoluble, que da lugar 
a formación del gránulo citoplasmático (Merwe, 
2007; O’Neill et al., 2015; Muchut et al., 2021). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Vía de síntesis de beta-glucanos de reserva (Paramilon) acumulados en microalgas. (Merwe, 2007; O’Neill et 

al., 2015; Muchut et al., 2021). Las abreviaturas corresponden a RuBP: ribulosa-1,5-bifosfato, RuBisCo: ribulosa-1,5-

bisfosfato carboxilasa/oxigenasa, 3-PGA: ácido-3-fosfoglicérico, 3-PGK: 3-fofoglicerato quinasa, 1,3 BPG: 1,3-

bifosfoglicerato, GAPDH: gliceraldehido-3-fosfato deshidrogenasa, G3P: gliceraldehido-3-fosfato, Ru5P: ribulosa-5-

fosfato, GPI: Fosfoglucosa isomerasa, Glc6P: glucosa-6-fosfato, PGM: fosfoglucomutasa, Glc1P: glucosa-1-fosfato, 

UDP: uridina difosfato, ADP: adenosín difosfato. 
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Manipulación de nutrientes y 
condiciones de cultivo para 
favorecer la acumulación de 
carbohidratos de reserva 

Con el fin de aumentar el contenido de 
carbohidratos de reserva en la biomasa 
microalgal, la manipulación tanto de los 
nutrientes (macro y micronutrientes) como de 
las condiciones de cultivo ha resultado una de 
las principales estrategias a implementar, con 
el fin de favorecer la actividad enzimática de 
algunas proteínas clave involucradas en la 
biosíntesis de carbohidratos de reserva 
(González-Fernández & Ballesteros, 2012). 

Respecto a los macro y 
micronutrientes, así como moléculas 
esenciales para el crecimiento celular, la 
limitación de algunos de ellos como nitrógeno 
(N), fósforo (P), calcio (Ca) y magnesio (Mg), 
ha demostrado ser efectiva en la alteración del 
contenido de macromoléculas de la biomasa 
(carbohidratos, lípidos y proteínas), 
generando un aumento de los glucanos de 
reserva (Shahid et al., 2020). Bajo condiciones 
limitantes de nitrógeno, elemento esencial en 
la síntesis de pigmentos, proteínas y ácidos 
nucleicos, las células metabolizan el nitrógeno 
contenido en las proteínas, se detiene la 
división celular y se redirige el flujo de carbono 
fijado a través de la fotosíntesis hacia la 
síntesis de polímeros de reserva, aumentando 
la actividad enzimática de algunas enzimas 
clave como la anhidrasa carbónica (CA), la 
RuBisCo y la glucosiltransferasa 
(glucógeno/almidón sintasa) (González-
Fernández & Ballesteros, 2012; Zachleder & 
Brányiková, 2014; Ran et al., 2019). En cuanto 
al fósforo, es un componente importante de 
los ácidos nucleicos, de algunas moléculas 
proveedoras de energía celular (ATP / ADP / 
AMP) y de las membranas celulares 
(fosfolípidos) (Ran et al., 2019). Se ha 
obvservado que la limitación de fósforo 
también puede ejercer estrés sobre las 
microalgas, lo que lleva a la acumulación de 
compuestos de reserva de energía, 
aumentando la actividad de la enzima 
anhidrasa carbónica y por ende generando un 
incremento la disponibilidad de carbono 
inorgánico en forma de CO2 susceptible de ser 
fijado más adelante en el ciclo de Calvin por la 
enzima RuBisCo (Kozłowska-Szerenos et al., 
2004; González-Fernández & Ballesteros, 
2012). Así mismo, en condiciones de cultivo 

óptimas y sin limitación de nutrientes, el 
gliceraldehído-3-fosfato (G3P) generado en la 
fotosíntesis, se transporta fuera del cloroplasto 
a cambio de ortofosfato citoplasmático (Pi) que 
fluye hacia el interior del cloroplasto. Cuando el 
Pi es limitado el transporte de G3P puede 
reducirse, con lo cual se aumenta la 
concentración del precursor para la síntesis de 
almidón en algas verdes (Geigenberger, 2011; 
Ran et al., 2019). 

Por otra parte, en cuanto a la 
manipulación de nutrientes, teniendo en cuenta 
que la limitación de nitrógeno y fosforo trae 
consigo efectos negativos sobre la generación 
de moléculas y compuestos involucrados en el 
crecimiento celular y por ende en la generación 
de biomasa, el cultivo de microalgas 
suplementando el aire con CO2 (2-5%) ha 
demostrado ser una buena estrategia para 
incrementar el contenido de compuestos de 
reserva, sin afectar el crecimiento celular 
(Markou et al., 2014; Ran et al., 2019). De igual 
forma, se ha reportado que el incremento de la 
concentración de carbono inorgánico en los 
cultivos microalgales, puede conllevar 
incrementos del contenido de amilosa en los 
gránulos de almidón, teniendo en cuenta que la 
actividad catalítica de la enzima almidón 
sintasa aumenta (Izumo et al., 2007; González-
Fernández & Ballesteros, 2012). 

Finalmente, en lo que respecta a la 
manipulación de condiciones de cultivo, la 
intensidad de luz (irradiancia) y la temperatura 
juegan un papel importante en el incremento de 
los compuestos de reserva. Al ser 
microorganismos fotosintéticos, la luz es 
fundamental para que se lleve a cabo la 
fotosíntesis y por ende la obtención de energía. 
El incremento de la irradiancia, sin llegar a la 
fotoinhibición, conlleva a un aumento de la 
actividad carboxilasa de la enzima RuBisCo, 
con lo cual se incrementa la actividad 
fotosintética y la concentración de carbono 
orgánico (precursores de la síntesis de 
poliglucanos) (González-Fernández & 
Ballesteros, 2012; Shahid et al., 2020). Por otra 
parte, en cuanto a la temperatura, el aumento 
o la disminución de este parámetro puede 
afectar la estructura del polímero, puesto que la 
actividad catalítica de la enzima almidón 
sintasa disminuye cuando decrece la 
temperatura, con lo cual se favorece la síntesis 
de amilopectina (glucano ramificado), sobre la 
de amilosa (glucano lineal) (González-
Fernández & Ballesteros, 2012). 
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Estudios enfocados a la producción 
de poliglucanos de reserva 

En los últimos años, se han llevado a 
cabo diferentes investigaciones enfocadas a 
la producción de α-poliglucanos, en forma de 
almidón o de glucógeno, utilizando 
cianobacterias o microalgas bajo condiciones 
limitantes de nutrientes o de estrés (tabla 2). 
Behrens et al. (1989) evaluaron el 
crecimiento de Chlorella vulgaris CCAP 
211/11B en cultivo discontinuo bajo 
condiciones limitantes de nitrógeno. El 
contenido de almidón de las células se 
cuantificó como la cantidad de glucosa 
liberada por hidrólisis enzimática de almidón 
parcialmente purificado. Los autores 
encontraron que las algas cultivadas sin 
limitaciones de nitrógeno lograban acumular 
aproximadamente 20% de su peso seco 
como almidón, mientras que en las células 
limitadas de nitrógeno el contenido de 
almidón llegó hasta 55% del peso seco 
celular. La producción de almidón fue 
dependiente del pH, encontrando una 
producción óptima de almidón de 1.3 g l-1 en 
el rango de pH de 7.5 a 8.0. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Por otra parte, Yao et al. (2012) 
investigaron los efectos de las 
concentraciones de KNO3 y MgSO4 y de 
intensidad de la luz sobre la producción de 
biomasa y almidón en la microalga marina 
Tetraselmis subcordiformis. Bajo una 
intensidad de luz de 200 μmol m-2 s-1 y 
condiciones limitantes de azufre, los autores 
obtuvieron una productividad de almidón de 
0.33 g l-1 d-1, una producción máxima de 2.7 g 
l-1 y un contenido de almidón de 62.1% (p/p). 

Aikawa et al. (2012) evaluaron la 
producción de glucógeno de la cianobacteria 
halófila Arthrospira (Spirulina) platensis NIES-
39 identificando las condiciones de cultivo 
más apropiadas para optimizar la producción 
del compuesto de interés. La producción de 
glucógeno se maximizó mediante la reducción 
de la fuente de nitrato y una alta intensidad de 
luz (700 μmol m-2 s-1), obteniéndose una 
producción de 1.03 g l-1 y una productividad de 
0.29 g l-1 d-1. 

De igual forma, Aikawa et al. (2014) 
llevaron a cabo el estudio de los efectos de la 
intensidad de la luz, la concentración de CO2 
y la salinidad sobre el crecimiento celular y el  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Microorganismo 
Poliglucano 

(g l-1) 
Observaciones Referencia 

Synechococcus sp. PCC 

7002 
3.5 

Cultivo bajo condiciones 

fotoautótrofas, 600 μmol m-2 s-1 

medio agua salobre, 4% CO2. 

Aikawa et al., 2014  

Galdieria sulphuraria SAG 

108.81 
9.4 

Cultivo en condiciones 

heterótrofas, oscuridad, pH 2, 

Biorreactor de 7 l, glicerol 50 g l-1 

y (NH4)2SO4 5.0 N 

Martinez-Garcia, 2017 

Tetraselmis subcordiformis 2.7 

Cultivo bajo condiciones 

fotoautótrofas, 200 μmol m-2 s-1 de 

irradiancia, medio agua de mar, 

3% CO2, KNO3 11 mM 

Yao et al., 2012 

Chlorella vulgaris CCAP 

211/11B 
1.3 

Cultivo en condiciones 

fotoautótrofas, 300 μmol m-2 s-1 de 

irradiancia, medio agua dulce, 2% 

CO2, KNO3 6 mM 

Behrens et al., 1989  

Synechococcus sp. NKBG 

15041c 
0.39 

Cultivo bajo condiciones 

fotoautótrofas, medio agua de 

mar, 45 μmol m-2 s-1 de 

irradiancia, 0.04% CO2 

Badary et al., 2018   

Arthrospira platensis NIES-

39 
1.3 

Cultivo bajo condiciones 

fotoautótrofas, 700 μmol m-2 s-1 de 

irradiancia, HCO3- 200 mM  

Aikawa et al., 2012 

Galdieria sulphuraria O74 W 0.45 

Cultivo en condiciones 

mixotróficas, oscuridad, pH 2, CO2 

atmosférico. 

Sakurai et al., 2016 

 

Tabla 2. Estudios de producción de α-poliglucano por cianobacterias y microalgas 

 bajo diferentes condiciones de cultivo. 
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contenido de glucógeno en Synechococcus 
sp. PCC 7002 con el fin de incrementar la 
producción de poliglucano. La producción 
máxima de glucógeno de 3.5 g l-1, con una 
productividad de glucógeno de 0.5 g l-1 d-1, se 
obtuvo bajo una intensidad de luz alta (600 
μmol m-2 s-1), 4% de CO2 y una condición de 
nitrógeno limitante, utilizando como medio de 
cultivo agua salobre suplementado con otros 
nutrientes. 

Sakurai et al. (2016) investigaron la 
producción de biomasa, glucógeno y lípidos 
en la cepa de Galdieria sulphuraria O74W en 
condiciones autotróficas, mixotróficas y 
heterotróficas (iluminación constante 50 μE m-

2 s-1, pH 2.5 y CO2 atmosférico y glucosa 25 
mM). La producción máxima de biomasa se 
obtuvo en el cultivo mixotrófico con un valor de 
3.8 g l-1. Así mismo, obtuvieron altas 
cantidades de glucógeno en los cultivos 
mixotróficos (0.45 g l-1) mientras que las 
cantidades de lípidos neutros fueron similares 
entre cultivos mixotróficos y heterotróficos.  

Martinez-Garcia (2017) evaluó el 
efecto del suministro de nitrógeno, el tipo de 
fuente de carbono, las condiciones de 
crecimiento y los métodos de extracción sobre 
el rendimiento de glucógeno y floridoside 
generados por G. sulphuraria SAG 108.81 con 
el fin de optimizar su producción. Los 
resultados muestran que G. sulphuraria 
acumuló altas cantidades de glucógeno (50% 
p/p) independientemente del nivel de 
suministro de nitrógeno. Adicionalmente, la 
cepa fue capaz de crecer en glicerol crudo 
como fuente de carbono, obteniéndose 
valores de biomasa, glucógeno y floridoside 
de 19.4, 9.4 y 0.12 g l-1, respectivamente. 

Por otra parte, Badary et al. (2018) 
estudiaron la producción de glucógeno por la 
cianobacteria marina Synechococcus sp. 
NKBG15041c bajo diferentes condiciones de 
cultivo. La producción máxima utilizando la 
cepa NKBG15041c fue de 0.399 g l-1 cuando 
el microorganismo se cultivó en medio con 
nitrógeno reducido (BG11ΔN marino), en un 
tiempo de 168 h, bajo condiciones 
fotoautótrofas, 45 μmol m-2 s-1 de irradiancia y 
una concentración de CO2 de 0.04%.  

Finalmente, Mozaffari et al. (2019) 
llevaron a cabo un estudio de alteraciones en 
la fotosíntesis y las reservas de energía en G. 
sulphuraria CCMEE.5587.1, usando 

hidrolizados de rastrojo de maíz para los 
cultivos. Los autores inicialmente realizaron un 
estudio preliminar comparando el crecimiento 
celular y la acumulación de α-glucanos bajo 
condiciones autotróficas, heterotróficas y 
mixotróficas de cultivo, en matraces de 1 l, a un 
pH de 2.5, una intensidad de luz de 150 μE m-2 
s-1, con un ciclo de iluminación de 12 h luz/12 h 
oscuridad. y una concentración de CO2 del 2%. 
La temperatura se mantuvo a 35 °C durante el 
periodo de oscuridad y a 45 °C en el periodo de 
iluminación. Bajo las condiciones heterotróficas 
y mixotróficas de cultivo, las células aumentaron 
rápidamente de 0.5 DO750 nm a 1.23 ± 0.06 y 1.29 
± 0.05 DO750 nm en 4 días, respectivamente. 
Mientras que en condiciones fotoautotróficas se 
alcanzó un crecimiento de 0.81 ± 0.07 DO750 nm 
al día 7. En cuanto al almidón de reserva, se 
evidenció el efecto positivo de la adición de una 
fuente de carbono orgánica sobre la 
acumulación del glucano, encontrándose una 
acumulación máxima del polímero en mixotrofía 
(38%), seguido de heterotrofía (30%) y 
fotoautotrofía (15%). 

Carbohidratos microalgales y 
algunos ejemplos de aplicaciones 
biotecnológicas 

Desde un enfoque de biorrefinería, 
todos los carbohidratos presentes en las 
microalgas, estructurales y de reserva, son 
aprovechables y presentan el potencial de ser 
usados a nivel industrial; sin embargo, en esta 
revisión se describirán brevemente algunas 
aplicaciones biotecnológicas de los 
poliglucanos de almacenamiento. 

Respecto a los alfa-poliglucanos de 
reserva, el almidón es la principal fuente de 
energía de carbohidratos utilizada por una 
amplia variedad de organismos, incluidos los 
seres humanos (Zhang et al., 2020), y 
corresponde al polímero que presenta mayor 
número aplicaciones alimentarias y no 
alimentarias (Suarez et al., 2020). Por un lado, 
en la industria alimentaria, este polímero ha 
sido ampliamente utilizado como espesante, 
aglutinante, estabilizador de aromas y 
sabores, gelificante, entre otros, siendo útil en 
la conservación de alimentos enlatados y 
congelados, así como en la formulación de 
jarabes (Burrell et al., 2003; Copeland et al., 
2008; Gifuni et al., 2017; Martínez-García, 
2017). Por otra parte, respecto a las 
aplicaciones no alimentarias, debido a la 
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facilidad para hidrolizar estos glucanos 
mediante tratamientos termoquímicos o 
enzimáticos, es posible utilizar los monómeros 
de glucosa como fuente de carbono y energía 
en el cultivo de otros microorganismos, p. ej. 
para la producción de otros compuestos de 
interés como el bioetanol (John et al., 2011; Al 
Abdallah et al., 2016; Maia et al., 2020) y el 
biogás (hidrógeno, metano) (Khan et al., 
2018). De igual forma, respecto a los glucanos 
como la amilopectina, el almidón florideo y el 
glucógeno, debido su estructura altamente 
ramificada, tienen aplicación en la industria 
farmacéutica y médica, en la producción de 
soluciones para diálisis peritoneal y en la 
formulación de bebidas deportivas (Martinez-
Garcia et al., 2017). 

En cuanto a las aplicaciones 
biotecnológicas de los beta-glucanos, si bien 
la glucosa como monómero estructural hace 
que sea una fuente de carbono potencial para 
la industría de fermentaciones (Al Abdallah et 
al., 2016), actualmente la principal aplicación 
de estos polímeros se encuentra en la 
industria farmaceutica como estimuladores de 
la respuesta inmune (Yu et al., 2015), y en la 
alimentaria, p. ej. como prebioticos o fibra 
dietaria (Mitmesser & Combs, 2017; Mugdil, 
2017). 

Por otra parte, actualmente la 
producción de estos poliglucanos microalgales 
aún no se lleva a cabo a nivel industrial, en 
dónde el mayor desafío se centra en la 
obtención de procesos económicamente 
viables, sostenibles y que puedan competir con 
los cultivos tradicionales de plantas superiores 
productoras de glucanos (p. ej. maíz, trigo, entre 
otras). Dentro de los retos principales asociados 
a la producción industrial de procesos basados 
en microalgas se encuentra la generación de 
cultivos con alta productividad de biomasa, la 
optimización de los parámetros de escalamiento 
(inoculación, crecimiento y cosecha) y el 
desarrollo de procesos con un enfoque de 
biorrefinería. Si bien la producción industrial de 
biomasa microalgal para la obtención exclusiva 
de poliglucanos se sitúa en un escenario poco 
factible, el aprovechamiento integral de todos los 
compuestos presentes en dicha biomasa puede 
darle la viabilidad  económica al proceso global, 
partiendo de la obtención de moléculas de costo 
económico alto como pigmentos (p. ej. 
carotenoides y ficobiliproteínas) y lípidos (ácidos 
grasos poliinsaturados-PUFAs).   

 Conclusiones 

Los poliglucanos de reserva, son 
metabolitos de almacenamiento de energía en 
microalgas con el potencial de ser utilizados 
como materia prima sostenible en la producción 
de diferentes compuestos de interés como 
biocombustibles, o de ser usados directamente 
en la industria farmacéutica y alimentaria. De 
igual forma, debido a las aplicaciones 
biotecnológicas de estos polímeros de glucosa, 
diversas metodologías de cultivo se han 
implementado con el fin incrementar el 
contenido en peso seco de estas moléculas 
respecto a la biomasa total, en dónde la 
limitación por nutrientes (nitrógeno y fósforo), el 
enriquecimiento del aire con CO2, la disminución 
de la temperatura y el incremento de la 
intensidad de luz, sin alcanzar la irradiancia de 
saturación, han demostrado ser excelentes 
estrategias para aumentar la actividad catalítica 
de algunas enzimas clave en la fijación de 
carbono y síntesis de carbohidratos. Finalmente, 
muchas de las investigaciones se han enfocado 
en el estudio de la acumulación de almidón en 
algas verdes, sin embargo, poca atención se ha 
centrado en los polímeros de reserva de algas 
rojas (almidón florideo), cianobacterias 
(glucógeno) y algas acumuladoras de beta-
glucanos (principalmente algas pardas), las 
cuales también presentan gran potencial para la 
producción de estos biopolímeros. 
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Resumen 
Debido a su amplia variedad de aplicaciones, los procesos y productos basados en microalgas son 

actualmente el foco de un número considerable de investigadores, tanto en institutos de investigación 

y universidades públicas, como en empresas privadas de todo el mundo. Sin embargo, a pesar de 

los avances recientes, la producción de microalgas todavía tiene varios desafíos que deben 

abordarse, especialmente relacionados con los sistemas de cultivo. De esta manera, expertos de 

todo el mundo están trabajando en enfoques de ingeniería que ayudarán a la consolidación del 

cultivo de microalgas a escala comercial. En este sentido, el objetivo de esta revisión es abordar 

críticamente los problemas relacionados con los sistemas de cultivo de microalgas. Se discuten los 

principales factores que afectan la eficiencia de los cultivos de microalgas, los fotobiorreactores más 

usados, con sus ventajas y limitaciones, así como una comparación de los sistemas de cultivo y, 

finalmente, se presentan algunos casos comerciales de éxito. 

 

Palabras clave: Alga, fotobiorreactores, bioprocesos, bioproductos. 

 

Abstract  
Because the wide array of applications, microalgae-based processes and products are currently the 

focus of considerable number of research, both in government agencies, and private companies 

around the world. However, despite the recent advances, microalgae production still has several 

challenges that need to be addressed, especially related to the culture systems. In this way, experts 

all over the world are working on engineering approaches that will assist in the consolidation of 

commercial microalgae. In this sense, the objective of this review is to critically address the issues 

related to microalgae culture system. In this review, we discuss major factors affecting the efficiency 

of microalgae cultures, the main photobioreactors available with its advantages and limitations, a 

comparison of these cultivation systems and, finally some commercial cases of success will be 

presented. 

 

Key words: Algae, photobioreactors, bioprocesses, bioproducts. 
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Introducción 
 

La población mundial continúa 
aumentando y se espera que llegue a 9 mil 
millones de personas en 2050. Este hecho 
asociado a la industrialización, la urbanización 
y el desarrollo de la economía global, han 
provocado el cambio climático y un aumento 
en la demanda de energía, alimentos, agua, 
medicamentos y otros recursos esenciales en 
las actividades humanas (Fetanat et al., 
2021). Además, la actual pandemia de 
COVID-19 ha exacerbado el riesgo de 
hambruna e inseguridad alimentaria a nivel 
mundial (Laborde et al., 2020). Por lo tanto, 
para satisfacer las crecientes demandas, será 
necesario el desarrollo y la implementación de 
innovaciones incrementales y disruptivas para 
avanzar hacia sistemas alimentarios y 
energéticos más resilientes. En este sentido, 
las microalgas han sido identificadas como 
uno de los recursos biológicos más 
prometedores para el suministro de la próxima 
generación de alimentos, piensos, 
nutracéuticos y biocombustibles, entre otros 
productos (Wibisono et al., 2019). 

La biomasa de estos 
microorganismos presenta una amplia gama 
de moléculas y productos potenciales como 
carbohidratos, proteínas, lípidos, pigmentos, 
minerales, vitaminas y enzimas (Barros et al., 
2019). Además, los procesos basados en 
microalgas también se han propuesto como 
una herramienta poderosa para aplicaciones 
ambientales, específicamente el tratamiento 
de aguas residuales y la mitigación de CO2. 
Aproximadamente 7000 toneladas de 
biomasa de algas secas se producen en todo 
el mundo cada año y el mercado mundial de 
biomasa de algas se valoró en USD 717.14 
millones en 2018 y se prevé que alcance los 
USD 1365,8 millones en 2027, a una tasa de 
crecimiento anual compuesta de 7.42% 
(Transparency Market Research, 2018). Estos 
datos muestran que la industria de las 
microalgas está ganando popularidad a nivel 
mundial, ya que además de la amplia variedad 
de aplicaciones, tiene varias ventajas 
potenciales frente a otros recursos 
fotosintéticos (Tang 2020). 

A diferencia de las plantas, el 
crecimiento de microalgas no se limita a 
tierras cultivables y agua dulce. Además, 
estos microorganismos presentan alta 

productividad, bajo impacto ambiental y no 
presentan estacionalidad; es decir, su cultivo 
se puede repetir durante todo el año y se 
puede cosechar diariamente (Daneshvar et 
al., 2021). A pesar de estas potencialidades, 
uno de los principales requerimientos para 
apoyar el desarrollo de la industria de las 
microalgas es el cultivo eficiente de 
microalgas a gran escala de forma económica. 
La tecnología de cultivo está relacionada tanto 
con el diseño del tipo y configuración de los 
sistemas de cultivo abiertos o cerrados, así 
como con las condiciones operativas que 
conducen al equilibrio entre el crecimiento 
óptimo de las microalgas y la productividad del 
bioproducto objetivo (Yen et al., 2019; 
Maroneze et al., 2020). 

Con el mercado en crecimiento y la 
necesidad de sistemas de cultivo que 
permitan la producción comercial de 
microalgas, la investigación en el campo de 
los fotobiorreactores se intensificó en las 
últimas décadas. Se han propuesto múltiples 
diseños y configuraciones de 
fotobiorreactores con diferencias 
sustanciales en los costos de construcción y 
operación. Aun así, la mayoría de los 
sistemas se clasifican en una de cuatro 
categorías: fotobiorreactores de tanque, 
tubulares, planos o híbridos, que, como regla 
general, se dividen en abiertos y cerrados. 
Incluso con todas las investigaciones 
realizadas a nivel mundial, todavía no existe 
un sistema universal para el cultivo a gran 
escala de microalgas. Para cualquier 
aplicación, el fotobiorreactor que se utilizará 
debe seleccionarse adecuadamente en 
función de la cepa, los productos objetivo, los 
rendimientos y las condiciones ambientales 
(Chang et al., 2017). 

Teniendo en cuenta lo anterior, el 
objetivo de esta revisión es abordar 
críticamente los conocimientos relacionados 
con los sistemas de cultivo de microalgas. 
Primero, se presenta una descripción general 
de los procesos basados en microalgas con 
énfasis en el modo de cultivo y los factores 
que afectan la producción de biomasa de 
microalgas. A continuación, se presenta una 
descripción crítica de los desarrollos 
recientes y consolidados en las tecnologías 
de cultivo de microalgas. Finalmente, se 
revisan algunos casos comerciales de éxito 
de los sistemas de cultivo de microalgas en 
todo el mundo. 
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Procesos basados en microalgas 

Los procesos basados en microalgas 
comprenden operaciones secuenciales de 
procesamiento: upstream (USP) y downstream 
(DSP) (Figura 1). El USP se centra en la 
selección de cepas, la manipulación genética, el 
cultivo y los requerimientos del sistema 
biológico. El DSP tiene como objetivo la 
cosecha, secado, ruptura celular, extracción y 
purificación de los bioproductos de la biomasa 
de microalgas. Los USP, especialmente el 
cultivo, se consideran la línea de base en los 
procesos de microalgas. Esta operación unitaria 
es un punto crítico en el proceso, tanto en 
términos técnicos como económicos, ya que 
afecta directamente la calidad y cantidad de la 
biomasa microalgal producida (Deneshvar et al., 
2021). El proceso de producción puede diferir de 
muchas maneras, donde la primera variación a 
considerar es la elección metabólica de fuentes 
de carbono y energía, que pueden ser 
fotoautótrofas, heterótrofas y mixotróficas. 

Cultivos autótrofos vs heterótrofos                  
vs mixotróficos 

Las microalgas se han producido a 
gran escala desde la década de 1960, dado su 
alto potencial como fábricas de células. Desde 
entonces, el proceso fotosintético es la 
condición de cultivo más utilizada para el 
crecimiento de microalgas a nivel comercial 
(Chew et al., 2018). El cultivo fotoautótrofo se 
refiere al proceso en el que las microalgas, a 
través de la fotosíntesis, capturan la energía 
luminosa y convierten directamente el 
carbono inorgánico en energía química (Yin et 
al. 2020). Los procesos basados en esta ruta 
metabólica se consideran más económicos y  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

eco-amigables que el de los otros dos, ya que 
pueden utilizar la luz solar, los gases 
residuales industriales y el CO2 de la 
atmósfera para su mantenimiento y 
crecimiento. Por otro lado, el escalamiento de 
cultivos autótrofos es un proceso que requiere 
mucho tiempo y ocupa un área significativa de 
las fábricas de producción industrial. Aunque 
la fotosíntesis es la ruta preferida de la gran 
mayoría de microalgas, está bien establecido 
que algunas cepas han conservado la 
capacidad de utilizar diferentes fuentes de 
carbono orgánicas para crecer 
heterotróficamente o mixotróficamente, 
incluso mostrando mejores rendimientos en la 
producción de biomasa. 

La producción de microalgas en 
fermentadores (cultivos cerrados), bajo 
condiciones de crecimiento heterotrófico, ha 
demostrado ser una ruta de comercialización 
muy exitosa. En este modo de crecimiento, el 
carbono exógeno se descompone de la misma 
manera que en otros microorganismos, donde 
las moléculas complejas se metabolizan a 
través de la vía Embden-Mayerhoff-Parnas 
(vía EMP o glucólisis) o vía de las pentosas 
fosfato (PPP) (Jareonsin & Pumas, 2021). 
Según Pérez-García et al. (2011), cuando es 
posible el crecimiento heterótrofo se puede 
superar la mayor deficiencia de los cultivos 
autótrofos, es decir, la dependencia de la luz 
que complica significativamente el proceso. 
Además, el fácil escalamiento y la relativa 
simplicidad de las operaciones y el 
mantenimiento diario son los principales 
atractivos del crecimiento heterótrofo. Sin 
embargo, el cultivo heterotrófico de 
microalgas puede incrementar los costos de 
producción,   debido  a  la  necesidad  de  una  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figura 1. Proceso fundamental basado en microalgas. 
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fuente de carbono orgánico exógena, y también 
son susceptibles a la contaminación microbiana 
y se limitan a producir metabolitos no inducidos 
por la luz. Para mejorar la viabilidad económica 
en la comercialización de productos a base de 
microalgas, se pueden emplear azúcares (p. ej. 
glucosa) o residuos de bajo costo, como es el 
caso del glicerol (Katiyar et al., 2017), desechos 
de alimentos (Pleissner et al., 2013) y aguas 
residuales agroindustriales (Maroneze et al., 
2014; Queiroz et al., 2018), que son sustratos 
ampliamente utilizados para este propósito. 
Además de incrementar la viabilidad económica, 
el uso de residuos y desechos contribuye a la 
gestión de residuos (Neves et al., 2016). 

Otra estrategia de cultivo para el 
crecimiento de microalgas es el modo 
mixotrófico, donde estos microorganismos 
pueden metabolizar simultáneamente 
carbono orgánico e inorgánico, mediante la 
respiración celular y la fotosíntesis, 
respectivamente (Zhan et al., 2017). Teniendo 
en cuenta que la mixotrofía comprende modos 
heterótrofos y autótrofos, las microalgas que 
tienen esta capacidad metabólica pueden 
crecer constantemente aún bajo la limitación 
de cualquiera de las fuentes (luz, carbono 
orgánico e inorgánico), incrementando de esta 
manera la factibilidad económica para la 
producción a gran escala. Otra ventaja 
importante de estos procesos está 
relacionada con la biorremediación, ya que se 
pueden aplicar para tratar tanto gases de 
combustión como aguas residuales orgánicas 
(Patel et al., 2020). Además de los beneficios, 
el cultivo mixotrófico también comparte varias  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

desventajas del régimen heterotrófico: riesgos 
de contaminación, costo de la fuente de 
carbono exógeno y número limitado de 
especies capaces de crecer en este modo; y 
del autótrofo: sistemas de cultivo tecnológico 
no completamente desarrollados. 

Parámetros de la producción de 
microalgas 

Para que los procesos basados 
enmicroalgas sean sostenibles, factibles y 
económicamente viables, es necesario 
desarrollar tecnologías de cultivo con alta 
productividad de biomasa y/o bioproductos 
objetivo al menor costo de producción. Con 
frecuencia, como el producto objetivo está 
relacionado con la formación de masa celular 
o el producto es la propia biomasa, la 
productividad de la biomasa es el parámetro 
clave a maximizar. El cultivo de microalgas 
depende de la especie y se ve afectado por 
factores biológicos como la intensidad de la 
luz, la temperatura, el pH, el CO2, el oxígeno y 
la disponibilidad de nutrientes. La 
productividad también está directamente 
relacionada con el diseño del fotobiorreactor, 
y esto depende de factores como la 
geometría, la dinámica de fluidos y la 
capacidad de transferencia de masa. Una vez 
definidas las condiciones biológicas y el 
diseño del fotobiorreactor, el siguiente paso es 
seleccionar la ubicación geográfica de la 
instalación de microalgas, con base a la 
radiación solar, el fotoperiodo, la temperatura 
y las variaciones estacionales, como se 
muestra en la Figura 2 (García-Mañas et al., 
2019; Acién et al., 2020; Kirnev et al., 2020). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 2. Principales parámetros que determinan la productividad de los sistemas relacionados con las microalgas. 
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Medio ambiente: factores operativos que 
afectan los parámetros biológicos 

 Como se describió anteiormente, el 
crecimiento de microalgas se ve afectado por 
la combinación de varios parámetros 
operativos, tales como la intensidad de la luz, 
el fotoperíodo, la temperatura, el pH, el CO2, 
el oxígeno disuelto y la disponibilidad de 
nutrientes en el medio de cultivo (Kitaya et al., 
2008). Entre ellos, la calidad y cantidad de luz 
es el motor de la reacción de la fotosíntesis y 
afecta no solo la fotosíntesis de microalgas, la 
composición celular y las vías metabólicas, 
sino también la eficiencia económica del 
proceso de cultivo de estos microoganismos 
(Blanken et al., 2013; Maroneze et al., 2016). 

 De todo el espectro de luz solar, la 
radiación fotosintéticamente activa (PAR) para 
las microalgas solo varía entre 400 y 700 nm 
aproximadamente, lo que representa el 43% de 
la radiación solar (Kwan et al., 2020). La 
capacidad de las microalgas y cianobacterias 
para absorber una longitud de onda de luz 
específica depende de los pigmentos que 
sintetiza, los cuales funcionan como complejos 
antena captadores de fotones. La mayoría de 
los pigmentos fotosintéticos son clorofilas “a” y 
“b”, que exhiben dos picos de absorción 
máxima, en azul (420 nm para Chla y 435 nm 
para Chlb) y rojo (660 nm para Chla y 643 nm 
para Chlb). Otros pigmentos implicados en la 
absorción de luz son los carotenoides (420-550 
nm) y las ficobilinas (500-650 nm) (Martín-
Girela et al., 2017). 

 Ya está bien definido que la luz es 
necesaria para la fotosíntesis de microalgas, 
pero para el desarrollo de fotobiorreactores y 
procesos de base fotosintética, es necesario 
comprender los fenómenos asociados con 
diferentes intensidades de luz, que son la 
limitación, saturación e inhibición por la luz 
(Carvalho et al., 2011). Existe un mínimo de 
luz requerido para realizar la fotosíntesis, 
conocido como irradiancia de compensación, 
por debajo de este valor, las microalgas están 
bajo fotolimitación, lo cual ocurre cuando no 
hay luz suficiente y se produce la respiración. 
Por encima de este valor de compensación, la 
tasa de asimilación fotosintética aumenta con 
la irradiancia hasta alcanzar el punto de 
saturación de la luz. A irradiaciones superiores 
al punto de saturación, se produce la 
fotoinhibición, lo que provoca un daño 
reversible al aparato fotosintético, 

posteriormente con el aumento de la 
intensidad de luz, se induce un daño oxidativo 
celular (fotooxidación), el cual es irreversible. 
Los valores de estos parámetros 
característicos de la luz son diferentes para 
las diferentes microalgas; por tanto, son 
factores cruciales para considerar a la hora de 
elegir la especie y diseñar el fotobiorreactor 
(Chang et al., 2017; Martín-girela et al., 2017; 
Acién et al., 2020). 

 La energía luminosa puede ser 
proporcionada por la luz solar, que es la fuente 
de energía más rentable para la producción de 
microalgas. Sin embargo, también tiene 
ciertas desventajas, incluidos los ciclos 
día/noche, la influencia de las condiciones 
climáticas y los cambios estacionales. Por otro 
lado, la iluminación artificial puede dar como 
resultado una tasa fotosintética mejorada y, 
por lo tanto, una productividad mayor de la 
biomasa y la acumulación de productos 
específicos. Al mismo tiempo, el uso continuo 
de luz artificial da como resultado aumentos 
en los costos por consumo de energía 
eléctrica, lo que incrementa los costos del 
producto final (Blanken et al., 2013; Abu-
Ghosh et al., 2015; Kwan et al., 2020). 
Alternativamente, se ha propuesto el uso de 
diferentes fotoperiodos para reducir la 
demanda de energía en cultivos de microalgas 
y por ende desarrollar procesos más 
económicos y eficientes, ya que el uso de 
regímenes de luz adecuados puede reducir la 
demanda de energía lumínica con una 
productividad similar o incluso superior a la 
obtenida con iluminación continua (Maroneze 
et al., 2016; Maroneze et al., 2019). Otro factor 
importante para considerar es la radiación 
ultravioleta (UV). La radiación UV puede 
afectar la fisiología normal, la bioquímica de 
las células de microalgas y afectar 
negativamente la fotosíntesis, el crecimiento, 
la motilidad y otros procesos celulares 
(Rastogi et al., 2019). El continuo agotamiento 
de la capa de ozono estratosférico indica que 
este factor será cada vez más relevante en la 
transición de cultivos del interior al exterior. 
Este efecto, fue evidenciado en la práctica por 
Schipper et al. (2021), quienes concluyeron 
que la radiación UV puede haber sido uno de 
los principales factores del fracaso en la 
transición de cultivos de cianobacterias de 
interior a exterior en Qatar, una región con 
altos niveles de radiación UV. 
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 Además de la calidad y cantidad de 
luz, el crecimiento de las microalgas está muy 
influenciado por la temperatura. En general, 
cada especie de microalgas se caracteriza por 
una temperatura de crecimiento óptima. Por 
debajo de este valor, la tasa de crecimiento de 
los cultivos se reduce, aproximadamente, a la 
mitad cada 10 grados. Por otro lado, por 
encima del valor óptimo de temperatura el 
cultivo puede morir por sobrecalentamiento, 
generalmente a 10 °C por encima del valor 
óptimo (Queiroz et al., 2018; Acién et al, 
2020). El metabolismo de las microalgas es un 
conjunto de procesos fotoquímicos y 
bioquímicos. Por lo tanto, las fluctuaciones de 
la temperatura ambiental tienen un impacto 
directo en las tasas de crecimiento a través de 
sus efectos en los procesos bioquímicos y 
fisiológicos térmicamente sensibles. Las 
temperaturas bajas generalmente reducen la 
actividad carboxilasa de la enzima RuBisCo, y 
esto puede conducir a una sobreproducción 
de energía en las membranas de los 
tilacoides, lo que puede generar un 
desequilibrio entre el suministro de energía 
fotosintética y el consumo de energía dentro 
del ciclo de Calvin-Benson-Bassham en la 
célula (Falk et al., 1996; Ras et al., 2013; 
Siqueira et al., 2020). 

 La mayoría de las microalgas son 
mesófilas, las tasas de crecimiento máximas 
comienzan en temperaturas entre 20 y 25 °C. 
Sin embargo, algunas especies pueden crecer 
en condiciones extremas de temperatura, 
como cepas termófilas y psicrófilas, p. Ej. 
Galdieria sulphuraria y Asterionella formosa, 
que tienen temperaturas óptimas de 
crecimiento alrededor de 42 °C y 17 °C, 
respectivamente (Ras et al., 2013). Las 
microalgas cultivadas en fotobiorreactores al 
aire libre están expuestas a variaciones 
estacionales y diurnas de temperatura. Por lo 
tanto, un equipo de control de temperatura 
puede ser crucial dependiendo del clima local. 
Por otro lado, se debe considerar que los 
sistemas de enfriamiento/calefacción 
ocasionan incrementos en el costo del 
bioproceso debido al uso intensivo de energía 
o en casos particulares el costo puede reducir 
por un aumento en la eficiencia del bioproceso 
(Uyar y Kapucu, 2015). 

 Por otra parte, el pH es una de las 
condiciones ambientales más críticas en el 
cultivo de microalgas, ya que determina la 
solubilidad y disponibilidad de CO2 en el 

cultivo e influye en el estado fisiológico de las 
células. Cada especie de microalgas tiene un 
rango de pH óptimo. En general, la mayoría de 
las especies de microalgas crecen en un pH 
neutro, excepto las marinas, que prefieren 
valores de pH de 8.0 a 8.4, y especies 
extremófilas, como Spirulina platensis, que 
puede tolerar hasta pH 9, y Galdieria 
sulphuraria, que puede tolerar pH por debajo 
a 2 (Khan et al., 2018). En cultivos de 
microalgas autótrofas, es común usar gas 
enriquecido con CO2 para controlar el pH y 
proporcionar el carbono inorgánico requerido 
por las células, que comúnmente se 
suministra en la suspensión de microalgas en 
forma de burbujas a través de un difusor de 
gas (Fu et al., 2019; Acién et al., 2020). La 
concentración de CO2 en el cultivo está 
determinada por la concentración de carbono 
inorgánico total en el medio de cultivo y el pH, 
según el sistema tampón bicarbonato-
carbonato (CO2 - HCO3− - CO3

2−). Es 
importante mencionar que, durante el cultivo, 
el pH aumenta gradualmente debido a la 
absorción de carbono inorgánico por las 
microalgas, lo que puede limitar la 
disponibilidad de CO2 y luego inhibir el 
crecimiento celular. Por el contrario, en 
cultivos heterótrofos se consume oxígeno y se 
produce CO2, la transferencia de masa 
líquido-gas también es un factor clave en 
estos procesos (Pérez García et al., 2011). 

 La reacción de fotosíntesis produce 
estequiométricamente 1.9 toneladas de 
oxígeno cuando se genera 1 tonelada de 
biomasa de microalgas. Si no se dispone de 
los mecanismos adecuados para eliminarlo, el 
oxígeno puede acumularse en el medio de 
cultivo (Maroneze y Queiroz, 2018). Los 
niveles altos de oxígeno pueden inducir la 
fotorrespiración en las microalgas, donde el 
exceso de O2 compite con el CO2 por los sitios 
de unión de RuBisCO. Este fenómeno 
conduce a un cambio de la fotosíntesis a la 
fotorrespiración, reduciendo así la eficiencia 
fotosintética y el rendimiento de biomasa. 
Además, la combinación de oxígeno y exceso 
de luz puede crear especies reactivas de 
oxígeno (ROS) y luego conducir a una 
fotooxidación severa (Richmond, 1991; Kazbar 
et al., 2019). En un estudio con condiciones de 
luz sub-saturadas y oxígeno disuelto saturado 
de aire, Raso et al. (2012) demostraron una 
reducción en la tasa de crecimiento específico 
de Nannocchloropsis sp. de 63% cuando 
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aumentan la concentración de saturación de 
aire de 75% para 250%. De la misma forma, 
Sousa et al. (2013), investigaron el efecto de 
la presión parcial de oxígeno sobre el 
crecimiento de Neochloris oleoabundans a 
bajas intensidades de luz. En dicho estudio 
concluyeron que la pérdida en la productividad 
de la biomasa era resultado de la actividad 
fotorrespiratoria de RuBisCO, ya que la luz se 
encontraba en valores de subsaturación. Por 
lo tanto, un aspecto crítico del diseño y 
escalado de fotobiorreactores tubulares es 
establecer geometrías que no permitan la 
acumulación de oxígeno a niveles inhibitorios 
(Camacho-Rubio et al., 1999). 

Parámetros del fotobiorreactor 

 Los sistemas de cultivo deben 
diseñarse para proporcionar las condiciones 
óptimas requeridas por las cepas 
seleccionadas con una demanda y un costo 
mínimo de energía. Por lo tanto, se deben 
proporcionar las condiciones de cultivo 
específicas ya discutidas. Para satisfacer 
estas demandas impuestas por el sistema 
biológico, los sistemas de cultivo deben 
diseñarse de manera que garanticen 
mezclado y transferencia de masa eficientes. 
Los biorreactores de microalgas se clasifican 
según su diseño en dos tipos principales: 
sistemas abiertos (como estanques extensos 
sin mezclar, estanques con canales) y 
sistemas cerrados (como fotobiorreactores 
tubulares -PBR-, PBR verticales, 
fermentadores heterótrofos). Normalmente, 
estas estructuras constan de sistemas de 
cuatro fases: células como fase sólida, medio 
de crecimiento como fase líquida, fase 
gaseosa y colector de radiación luminosa (en 
el caso de cultivos fotoautótrofos) (Chang et 
al., 2017). 

 El primer aspecto de la geometría a 
considerar en los fotobiorreactores es la 
relación superficie-volumen (relación S/V), ya 
que la distribución de luz en el PBR está 
relacionada con el área total de superficie 
transparente disponible. Como regla general, 
las productividades máximas de cultivo se 
logran con una relación S/V más alta, ya que 
esto asegura una mejor uniformidad de la 
energía luminosa, mejorando la eficiencia 
fotosintética. Por lo tanto, se prefieren los 
diseños de PBR de trayectoria de luz corta, 
incluidos los PBR tubulares, de placa plana, 
de biopelícula o de columna vertical. Además, 

la distribución de la luz es el mayor cuello de 
botella en la ampliación de los PBR, ya que 
limita su volumen o la reducción excesiva de 
diámetro puede provocar un colapso 
estructural. 

 En cualquier sistema de cultivo de 
microalgas es imperativo generar condiciones 
hidrodinámicas que promuevan un buen 
mezclado para: (i) minimizar la existencia de 
gradientes y distribuir eficientemente 
nutrientes y gases entre las células y el medio 
de cultivo; (ii) evitar el estancamiento de las 
células en zonas no iluminadas; (iii) mantener 
las células en suspensión; (iv) facilitar la 
transferencia de calor y el intercambio de 
gases; y (v) evitar los fenómenos de 
fotolimitación, fotoinhibición y fotooxidación. 
En sistemas abiertos como “raceways”, el 
mezclado se realiza mecánicamente mediante 
sistemas de agitación con ruedas de paletas. 
En fotobiorreactores cerrados, la mezcla se 
realiza mediante bombas y/o aspersores de 
CO2/aire (p. Ej., columna de burbujas o airlift). 
Los fermentadores heterótrofos 
convencionales se agitan mediante 
impulsores y deflectores y/o mediante 
aireación con sistemas de elevación de aire o 
columna de burbujas (Pérez-García et al., 
2015). También se puede aplicar una 
combinación de métodos mecánicos y no 
mecánicos en fotobiorreactores y 
fermentadores. Sin embargo, los niveles de 
turbulencia que superan la resistencia al 
cizallamiento celular pueden conducir a una 
condición de estrés y, en consecuencia, 
inhibición de la actividad metabólica, daño 
celular o incluso disrupción celular (Assunção 
et al., 2020). 

 Los fenómenos de transferencia de 
masa afectan todos los aspectos de los 
bioprocesos. La capacidad de transferencia 
de masa del sistema de cultivo biológico es su 
capacidad para transportar cualquier 
componente a las células (Acién et al., 2020). 
Los compuestos disueltos en la fase líquida 
están disponibles fácilmente para las células 
ya que están suspendidos en el mismo líquido. 
Por otro lado, los problemas de transferencia 
de masa entre las fases gaseosa y líquida 
surgen durante el suministro de oxígeno y 
dióxido de carbono, en cultivos heterótrofos y 
fotoautótrofos, respectivamente (Chisti, 2009). 
Como ya se ha comentado, en los cultivos de 
microalgas los componentes que deben 
intercambiarse entre las fases líquida y 
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gaseosa son el CO2 y el O2. El desafío es 
proporcionar y eliminar estos gases a una 
velocidad lo suficientemente rápida para 
satisfacer los requisitos de las células de 
microalgas con un aporte mínimo de energía. 
La transferencia de masa se evalúa con 
frecuencia mediante el coeficiente de 
transferencia de masa volumétrica, el cual 
está dado en función de tres parámetros: (i) el 
coeficiente de transferencia de masa (kLa); (ii) 
la fuerza impulsora, es decir la diferencia entre 
la concentración del componente en la fase 
líquida y la que está en equilibrio con la fase 
gaseosa; y (iii) el volumen del sistema (Reyna-
Velarde 2010; Acién et al., 2020). 

Parámetros ambientales/climáticos 

 Según Holdman et al. (2019), los 
procesos autótrofos de microalgas a gran 
escala solo pueden ser baratos si se utiliza la 
luz solar. Se debe considerar que los cultivos 
al aire libre están expuestos a cambios en el 
clima y cambios estacionales, que afectan la 
intensidad de la luz, la temperatura y el 
fotoperíodo, y por tanto, las productividades y 
los rendimientos del bioproceso dependen de 
las condiciones climáticas predominantes en 
una localidad en particular. Por lo anterior, 
para lograr un proceso rentable, es de vital 
importancia la selección de cepas de algas y 
ubicaciones adecuadas con alta irradiación 
solar anual y un intervalo de temperatura 
óptimo, que permita el crecimiento de las 
microalgas durante todo el año con niveles 
altos de productividad (Brusca et al., 2017). 

 Harmelen y Oonk (2006) 
establecieron que las condiciones climáticas 
adecuadas para las microalgas se encuentran 
aproximadamente en el área entre 37° N y 37° 
S de latitud, lo que corresponde a 
temperaturas medias anuales superiores a 15 
°C. Siqueira et al. (2020) evaluaron el 
crecimiento de la microalga Scenedesmus 
obliquus en simulaciones climáticas de 
diferentes regiones de Brasil y concluyeron 
que los mejores resultados se encontraron en 
climas tropicales y bajas latitudes. Con la 
misma cepa de microalgas, Dias et al. (2020) 
evaluaron las condiciones simuladas de 
catorce tipos de climas distribuidos en 33 
localizaciones geográficas de las zonas 
ecuatoriales y tropicales del mundo. Estos 
investigadores encontraron que los climas 
tropicales y secos, caracterizados por 
temperaturas más altas, favorecieron la 

productividad de biomasa microalgal y la 
acumulación de lípidos. México, debido a su 
baja latitud promedio, tiene una alta irradiancia 
solar anual, lo que resulta en temperaturas 
medias altas. De hecho, las civilizaciones 
nativas del Valle de México utilizaron como 
alimento la Spirulina, cianobacteria que crece 
naturalmente en el lago Texcoco a valores de 
pH elevados (Soni et al., 2017). Lozano-
García et al. (2019) construyeron un modelo 
de sistema de información geográfica para 
identificar áreas en México con alto potencial 
de producción de microalgas e identificaron 
que hasta el 26.8% del país cuenta con áreas 
aptas para la producción de microalgas, 
equivalentes a 526,672 km2. Esta información 
corrobora lo planteado por Speranza et al. 
(2015), quien concluye que los climas ideales 
para el cultivo de microalgas serían tropicales 
y secos con baja variación de temperatura 
durante el año. A nivel mundial, el grupo 
climático dominante por área de la superficie 
continental es el seco (30.2%), seguido de 
tropical (19%) y subtropical (13.4%) (Dias et 
al., 2020). Además, es importante mencionar 
que es poco probable que las regiones muy 
alejadas de la línea del Ecuador (latitud 0°) 
puedan soportar cultivos heterótrofos de 
microalgas, ya que los rayos solares están 
más inclinados y, en consecuencia, las 
regiones reciben una irradiación solar menor, 
lo que resulta en una menor temperatura 
(Speranza et al., 2015). Una vez definidos los 
aspectos relacionados con la posición 
geográfica y climática, se deben considerar 
factores relacionados con el uso del suelo, 
como la topografía, el nivel y la accesibilidad 
de las parcelas, así como la disponibilidad de 
insumos (agua y nutrientes) y el acceso a la 
infraestructura de transporte. 

Sistemas de cultivo de microalgas 

Sistemas abiertos 

Raceways 

 Actualmente, los estanques de 
“raceways” son el sistema más utilizado para 
la producción comercial de microalgas, se 
utilizan en aproximadamente el 95% de la 
producción mundial; debido principalmente a 
su simplicidad, flexibilidad, fácil ampliación, y 
bajos costos de construcción y operación 
(Mendoza et al. 2013). Un raceway es un 
canal de recirculación de circuito cerrado, 
generalmente hecho de paredes de concreto 



 

BioTecnología, Año 2021, Vol. 25 No.5       19 

y divisores revestidos con una membrana de 
plástico o fibra de vidrio para evitar filtraciones 
o simplemente se construyen en suelo 
compactado con un revestimiento para evitar 
que el suelo absorba el líquido (Singh & 
Sharma, 2012). En estos estanques se utiliza 
mezclado con ruedas de paletas con el fin de 
mantener un sistema homogéneo de 
microalgas, agua y nutrientes, los cuales 
circulan alrededor de un “raceway”. Para la 
producción de biomasa de microalgas, las 
instalaciones basadas en canales suelen tener 
muchos estanques, ya que un solo estanque 
no suele superar las 0.5 ha (Chisti, 2016). 

 Los reactores de canales 
generalmente operan en modo continuo 
donde los nutrientes, cuando se requiere, se 
agregan en la parte frontal de la rueda de 
paletas, y las microalgas, después de que ha 
circulado a través del circuito, se recolectan 
detrás de la rueda de paletas (Singh & 
Sharma, 2012). Para evitar la limitación de la 
luz dentro del cultivo los canales se mantienen 
invariablemente poco profundos y, dado que 
la luz solar puede penetrar el agua del 
estanque solo a una profundidad limitada, 
generalmente tienen entre 25 y 30 cm de 
profundidad (Chang et al. 2017), lo cual 
incrementa el espacio requerido en la 
instalación y limita la productividad 
volumétrica del sistema. Además, debe 
tenerse en cuenta que la profundidad del 
reactor influye directamente en la 
transferencia de masa y calor. La menor 
profundidad de los canales reduce el tiempo 
de contacto entre la fase gaseosa y líquida y 
en consecuencia se pierde hasta un 80-90% 
del CO2 burbujeado a la atmósfera, lo cual 
puede llevar a una limitación de carbono 
(Kumar et al., 2015). 

 Por otro lado, estos sistemas 
presentan algunos inconvenientes 
importantes, que incluyen alto riesgo de 
contaminación del cultivo, falta de control de 
temperatura, bajo crecimiento celular, lo que 
resulta en altos costos de recolección, y, el 
considerado más grave, mala transferencia de 
masa gas/líquido (Mendoza et al., 2013). No 
obstante, sigue siendo el sistema 
económicamente más viable a nivel 
comercial. Slade y Bauen (2013) estimaron el 
costo de producción de biomasa de 
microalgas en raceway y en fotobiorreactor 
tubular, y concluyeron que la producción en el  

sistema abierto puede ser aproximadamente 
un 80% menor. Según Chisti (2016), el costo 
estimado para producir un estanque revestido 
de plástico de 100 ha de tierra compacta fue 
de aproximadamente USD 144,830 por ha en 
2014. Aunque se han reportado altas 
productividades de biomasa, p. ej. 37 g m-2 d-

1 (Moheimani & Borowitzka, 2006), por lo 
general se describen productividades mucho 
menores, como 1.6-3.5 g m-2 d-1 (García-
González et al., 2003), y 4-10 g m-2 d-1 (Delrue 
et al., 2017). Esta variación también se 
reflejará en el costo de producción de 
biomasa, que, según Acién et al. (2019), 
generalmente es mayor a 4.5 €/kg. Delrue et 
al. (2017) estimaron que el costo de 
producción de Spirulina en estanques de 
canales oscila entre 3.8 y 9.5 €/kg 
dependiendo de la productividad del sistema. 
Fernández et al. (2019) estimaron que el costo 
de producir microalgas en un sistema de 
canales es 50% más bajo que en 
fotobiorreactores de capa delgada en 
cascada. 

 A pesar de ser una tecnología 
rudimentaria, los estanques de raceways 
siguen siendo una pieza clave para la 
expansión de los productos y procesos 
basados en el mercado de las microalgas, ya 
que son el sistema más económico y sencillo. 
Aun así, para que esto sea económicamente 
viable es necesario invertir en mejoras en los 
sistemas y procesos. En este sentido, varios 
investigadores y empresas han buscado 
soluciones a estos cuellos de botella 
tecnológicos. Ryu et al. (2019) acoplaron un 
intercambiador de calor a un biorreactor de 
laguna utilizando el flujo de residuos 
industriales como fuente de calor y como 
estrategia para mantener una alta 
productividad durante todo el año. Estos 
autores registraron un aumento de hasta un 
44% en la productividad de los cultivos y un 
95% en la viabilidad económica. Inostroza et 
al. (2021), optimizaron el diseño y la 
hidrodinámica de un “raceway” de 500 m2, 
utilizando Dinámica de Fluidos Computacional 
(CFD). Eustance et al. (2020) mejoraron la 
eficiencia de utilización de CO2 en tres veces 
mediante la carbonatación de membranas. 
Sirikulrat et al. (2021) utilizaron una columna 
de dispersión de luz transparente para mejorar 
la iluminación en el nivel más profundo de un 
estanque de canales profundos, lo que resultó 
en un incremento del 48.3% para la 
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productividad y decrementos de 41.7% en la 
energía consumida y de aproximadamente 
14% en la evaporación del agua. 

Estanques extensos sin mezclar y estanques 
naturales 

 Las microalgas cuando encuentran 
condiciones ambientales favorables y con 
suficientes nutrientes, pueden crecer 
abundantemente de forma natural. Esto 
ocurre invariablemente con especies 
extremófilas, que crecen en condiciones que 
limitan el crecimiento de microrganismos 
contaminantes, como pH ácido o alcalino, 
temperatura extrema y alta concentración de 
sal. El principal ejemplo de esto son los 
cultivos de Arthrospira, también conocida 
comercialmente como Spirulina, que se 
utilizan comúnmente como alimento, 
suplemento dietético y suplemento 
alimenticio. Este microorganismo crece 
naturalmente en lagos alcalinos tropicales y 
subtropicales, con un pH de crecimiento 
óptimo en el rango de 8 a 10. El primer registro 
de producción y consumo de biomasa de 
Spirulina es de los aztecas que solían 
cosechar Arthrospira maxima (conocido como 
Tecuitlatl por pre-Hispanos) del lago de 
Texcoco en el Estado de México, muy cerca 
del actual aeropuerto internacional de la 
Ciudad de México (Figura 3). La Spirulina, 
después de ser secada, se vendía para 
consumo humano en un mercado de 
Tenochtitlán 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tenochtitlán. La primera producción comercial 
de Spirulina, iniciada en la década de 1970, 
fue en el "Caracol", una extensa laguna sin 
sistemas de mezclado artificial de la compañía 
Sosa Texoco (Belay, 2008, Hamed, 2016). 
Antes del cierre a mediados de la década de 
1990 debido al aumento de la contaminación, 
resultante del desarrollo urbano e industrial de 
la Ciudad de México, el 'Caracol' era un 
evaporador solar gigante en forma de espiral 
de 3200 m de diámetro con una superficie de 
900 ha dentro del lago de Texcoco, que 
producía alrededor de 300 toneladas de 
biomasa por año. La productividad de la 
biomasa informada en este sistema fue de 10 
g m-2 d-1 (Borowitzka, 1999; Tredici, 2004). 

 Las lagunas extensas no mezcladas o 
lagunas poco profundas se denominan así 
porque generalmente tienen menos de 0.5 m 
de profundidad, hasta 250 ha de área y no 
tienen un sistema de mezclado (artificial), 
excepto el viento y la convección. Aunque 
requieren una cierta cantidad de trabajo para 
su construcción y mantenimiento, a menudo se 
les conoce como lagunas naturales (Tredici, 
2004; Kumar, 2015). Los estanques sin 
mezclado pueden representar el método de 
cultivo comercial más económico y menos 
técnico cuando las condiciones climáticas 
adecuadas permiten el cultivo durante casi todo 
el año, como es el caso de Australia. El país 
alberga   a   los   3   mayores   productores   de   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

Figura 3. Azteca cosechando espirulina en México. Drawing in Human Nature,  

marzo de 1978, por Peter T. Furst (Hamed, 2016). 
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β-caroteno de Dunaliella salina en el mundo. 
Esta especie contiene hasta un 14% de β-
caroteno en las células y también se considera 
un microorganismo extremófilo, ya que crece 
en medios de cultivo de alta salinidad, con un 
rango óptimo entre 18 y 22% de NaCl 
(Borowitzka et al. 1984; Maroneze et al., 2020). 

 El proceso de cultivo en estos 
estanques abiertos consiste en bombear agua 
de mar desde el océano adyacente al 
estanque y luego se agregan nutrientes a esta 
agua salina. Cuando el sistema ha alcanzado 
la densidad celular y el contenido de β-
caroteno apropiados, el cultivo se dirige a una 
planta de recolección. Después de la cosecha, 
el medio residual se recicla al estanque, 
donde se ajusta la salinidad y el contenido de 
nutrientes (Borowitzka, 1990). Las principales 
ventajas de los estanques extensivos no 
mezclados están relacionadas con los 
aspectos económicos, ya que operan sin 
adición de CO2, sin mezclado artificial, lo cual 
evita cierto consumo de energía eléctrica, y 
con un control mínimo del sistema, operando 
bajo condiciones de temperatura, humedad y 
ciclos luz/obscuridad que se presentan en el 
lugar (del Campo, 2007). Las principales 
desventajas están asociadas con las 
limitaciones de especies de microalgas que se 
pueden cultivar y las condiciones climáticas, 
además de la baja productividad, que apenas 
supera el valor de 1 g m2 d-1, lo que dificulta y 
encarece la recolección de biomasa (Trediti, 
2004; Kotzen et al., 2019). 

 Estos sistemas, a pesar de sus 
problemas, son realmente rentables para el 
crecimiento de microalgas extremófilas, 
especialmente de D. salina para la producción 
de β-caroteno, el cual es un producto de alto 
valor. Sin embargo, estos sistemas están 
extremadamente limitados a regiones con una 
irradiancia anual muy alta, clima cálido, 
escasas precipitaciones y principalmente alta 
disponibilidad de agua salina. 

Sistemas cerrados 

 Fotobiorreactores tubulares 

 Entre los sistemas cerrados, los 
fotobiorreactores tubulares se consideran el 
diseño más prometedor y factible para la 
producción comercial de microalgas, 
particularmente para la obtención de 
productos de alto valor como productos 

químicos finos o farmacéuticos (Torzillo & 
Zittelli, 2015; Zittelli et al., 2013). El éxito de 
estos fotobiorreactores se debe a la gran 
superficie, las condiciones de cultivo estables 
y controlables, la reproducibilidad y la alta 
productividad de la biomasa. Esto permite 
utilizar estos reactores para generar biomasa 
a partir de cepas sensibles como H. pluvialis, 
que fácilmente son presa de microorganismos 
contaminantes y son sensibles a condiciones 
ambientales extremas (Berstenhorst et al., 
2009). Como ocurre con cualquier reactor 
biológico, la productividad depende de 
variables diversas, como la configuración 
geométrica, las especies de microalgas y las 
condiciones de funcionamiento y cultivo. 

 Los fotobiorreactores tubulares se 
describieron por primera vez en 1953 (Tamiya 
et al., 1953), pero no se consolidaron hasta la 
década de 1990, después de ser mejorados 
progresivamente (Gudin & Chaumont, 1983; 
Pirt et al., 1983; Chaumont et al., 1988; 
Richmond et al., 1993). Consisten en una 
serie de tubos de plástico o vidrio 
transparentes rectos, que se pueden 
organizar en diferentes patrones (p. ej., rectos, 
en zigzag o en espiral) y ángulos (p. ej., 
horizontales, inclinados, verticales o 
helicoidales) (Maroneze & Queiroz, 2018). El 
intercambio de gases y la adición de 
nutrientes generalmente ocurren en una 
columna de burbujas o tanque adicional. El 
cultivo de microalgas se recircula mediante 
una bomba o por airlift en un flujo muy 
turbulento, con una velocidad del líquido en el 
rango de 0.4 a 1.0 m s-1 (Trediti, 2004; 
Abomohra et al., 2016, Chang et al., 2017). 

 Aunque los PBR tubulares son una 
tecnología consolidada, todavía tienen varias 
desventajas que superar, incluida la 
fotolimitación o fotoinhibición, problemas de 
transferencia de masa y alto costo (Huang et 
al., 2017). En cultivos de exterior, los 
problemas con la iluminación son habituales, 
en donde para mitigarlos, además de la 
elección de la ubicación, el diámetro y 
disposición de los tubos son determinantes. 
En general, se acepta que, a menor diámetro, 
menor fotolimitación, por lo tanto, mayor 
eficiencia fotosintética, pero hay un límite 
mínimo para evitar el límite de saturación 
lumínica. Los valores de diámetro 
recomendados oscilan entre 0.03 y 0.12 m. 
Como ya se ha comentado, el exceso de O2 
en cultivos autótrofos es tóxico para las 
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células y debe eliminarse de forma eficaz, en 
este sentido el PBR tubular tiene tasas de 
transferencia de masa relativamente bajas. El 
principal factor que afecta la acumulación de 
oxígeno disuelto es la longitud del colector 
solar, por tal motivo se sugieren longitudes 
máximas de 100 y 400 m para configuraciones 
de colector y serpentin, respectivamente (Acién 
et al., 2020). Recientemente, con el incremento 
del uso de PBR tubulares en plantas piloto, se 
han reportado problemas de contaminación, 
que hasta entonces era una de las grandes 
ventajas aparentes de tales sistemas. 

 Aunque tienen varios desafíos 
tecnológicos, la principal limitación a escala 
comercial de los reactores tubulares es el 
costo de inversión, que puede exceder el 
doble del monto reportado para los sistemas a 
base de canales. Según Nosker et al. (2011), 
este valor varía alrededor de 0.51 M €/ha a 
escala de 100 ha. En cuanto al costo de 
producción de biomasa, se han reportado 
valores de 4.15 €/kg (Nosker et al., 2011), 25 
€/kg (Delrue et al., 2017), y 74 €/kg (Molina 
Grima, 2009). Uno de los factores que más 
incide en los costos de producción es la 
productividad de la biomasa y, en este 
sentido, se han alcanzado valores elevados 
en estos sistemas. Se han reportado 
productividades de biomasa de 10-40 g m2 d-1 
para Spirulina (Delrue et al., 2017), 13 g m2 d-

1 para Haematococcus pluvialis (Olaizola, 
2000), y de 20 a 50 g m2 d-1 para 
Scenedesmus (Acién et al., 2012). 

 De hecho, estos sistemas de cultivo 
marcaron un gran avance para los procesos 
basados en microalgas, debido a que ha sido 
posible cultivar cepas sensibles a gran escala. 
Sin embargo, hasta el día de hoy solo son 
económicamente viables para la producción 
de compuestos de alto valor agregado, como 
la astaxantina, debido a la alta inversión 
requerida y los elevados costos de operación. 
Aun así, las ventajas de los fotobiorreactores 
tubulares, especialmente con relación a los 
altos rendimientos, sugieren que se debe 
investigar más para tratar de reducir costos y 
superar los cuellos de botella tecnológicos que 
limitan su uso generalizado. 

Biorreactores para cultivos heterótrofos 

 La mayor ventaja del crecimiento 
heterótrofo es la posibilidad de utilizar casi 
cualquier   fermentador   como  biorreactor.  A  

diferencia del crecimiento autótrofo, en 
heterótrofos el oxígeno puede ser un sustrato 
limitante y su suministro es uno de los 
mayores desafíos para la ingeniería de 
reactores debido a su baja solubilidad en agua 
(Pérez-García et al., 2011). Según Griffiths et 
al. (1960), independientemente del sustrato 
orgánico o de las especies de microalgas, la 
productividad de la biomasa aumenta con 
mayores niveles de aireación. Además de la 
transferencia de oxígeno, el crecimiento de 
microalgas en condiciones heterótrofas 
también presenta requerimientos 
relacionados con el mezclado, suministro de 
nutrientes y un ambiente estéril. 

 Para cumplir con estos requisitos, los 
reactores de tanque agitado (STR) son los 
más utilizados gracias a su eficiencia de 
mezclado, buena transferencia de calor y 
masa y fácil operación. En estos equipos la 
agitación se proporciona mecánicamente con 
la ayuda de impulsores, a veces deflectores, y 
aspersores de gas (Jossen et al., 2017). Sin 
embargo, este tipo de biorreactor también 
tiene varias limitaciones, especialmente para 
las células sensibles al cizallamiento, que 
pueden dañarse al aumentar la velocidad de 
agitación o a altas velocidades de suministro 
de gases (p. ej. aire), además de un alto 
consumo de energía, que incrementa 
significativamente los costos del proceso. Otro 
grupo de biorreactores de gran importancia 
para la industria biotecnológica son los 
denominados biorreactores neumáticos, en 
los que la agitación del medio se realiza 
mediante el burbujeo de aire. Estos reactores 
son generalmente de forma cilíndrica, donde 
el aire se inyecta en la base del recipiente a 
través de un aspersor, para proporcionar de 
manera simultánea aireación, mezclado y 
circulación de fluidos. Hay dos tipos 
principales de biorreactores agitados 
neumáticamente: biorreactores de columna 
de burbujeos y tipo “air lift”, que generalmente 
generan bajo esfuerzo cortante, diseño y 
construcción simple y bajos costos de 
operación. Sin embargo, no se recomiendan 
para fluidos viscosos no newtonianos, ya que 
la viscosidad elevada disminuye la retención 
de gas y reduce la transferencia de masa 
(Jesus et al., 2017). Para superar los 
inconvenientes de los biorreactores de tanque 
neumáticos y agitados, se propusieron 
biorreactores airlift con agitación mecánica 
(Chisti & Jauregui-Haza, 2002). 
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 Al igual que con otros sistemas ya 
discutidos, los costos de producción en 
biorreactores para cultivos heterótrofos varían 
en función de la especie de microalga usada, 
la productividad y el tipo de reactor. Sin 
embargo, en estos sistemas, la fuente de 
carbono orgánico es un factor importante por 
considerar, ya que representa alrededor del 
80% del costo del medio de cultivo (Francisco 
et al., 2015). Según Enzing et al. (2014), los 
costos actuales de producción de Chlorella en 
biorreactores heterotróficos se estiman 
alrededor de USD 2-2.6/kg. Ende & Noke 
(2019) estimaron que este valor se puede 
reducir a USD 1-1.25/kg utilizando residuos 
como materia prima.  

 En términos de producción de 
biomasa, cuando se comparan con otros 
sistemas de cultivo, los biorreactores 
aplicados a cultivos heterótrofos suelen 
presentar los valores más altos de 
productividad. Xiong et al. (2008), encontraron 
una productividad de Chlorella prototecoides 
de 7.40 g l-1 d-1 en un STR de 5 l, utilizando 
glucosa como fuente de carbono. Francisco et 
al. (2015) reportaron 6.68 g l-1 d-1 en un 
biorreactor de columna de burbujeo de 2 l con 
aguas residuales de yuca. Queiroz et al. 
(2018) encontraron una productividad de 
biomasa de 4 g l-1 d-1 en un biorreactor de 
columna de burbujeo de 2 l y usando aguas 
residuales de procesamiento de lácteos como 
materia prima. 

 La principal ventaja de los 
biorreactores heterótrofos radica en el 
escalado, factor crucial en los procesos 
consolidados basados en microalgas a escala 
industrial. Sin embargo, sigue siendo un 
método de cultivo caro, pero con potencial de 
expansión, especialmente si se asocia al 
concepto de biorrefinería, ya que las aguas 
residuales pueden utilizarse como medio de 
cultivo, con tratamiento secundario y terciario 
paralelo de los efluentes. Independientemente 
del tipo de biorreactor o medio de cultivo, los 
cultivos heterótrofos de microalgas presentan 
baja susceptibilidad a la contaminación, y por 
supuesto en menor grado que los estanques 
abiertos y biorreactores tubulares. Para 
reducir los riesgos de contaminación y 
mantener las condiciones axénicas en 
biorreactores, el uso de microalgas 
extremófilas puede ser una alternativa viable. 

Sistemas de cultivo de microalgas en 
desarrollo 

 Con el objetivo de resolver los 
problemas de los sistemas consolidados, se 
han propuesto otros tipos de 
fotobiorreactores, p. ej. fotobiorreactores 
tubulares verticales, de placa plana e híbridos. 
Sin embargo, hasta donde sabemos, ninguno 
de ellos se utiliza actualmente a escala 
industrial, principalmente debido a la dificultad 
en escalar su construcción y operación, su 
costo alto, problemas de ingeniería para 
resolver a escala de producción, los requisitos 
de un área amplia para instalar estos sistemas 
de cultivo o porque aún son tecnologías 
emergentes (Acién et al., 2020). 

 Los fotobiorreactores de columna 
vertical estuvieron entre los primeros sistemas 
de cultivo de microalgas descritos en la 
literatura (Cook, 1950). Consiste en tubos 
transparentes verticales que permiten la 
penetración de la luz, cuentan con un aspersor 
de gas en la parte inferior del reactor, que 
además promueve el mezclado del medio de 
cultivo la transferencia de de CO2 y 
eliminación de O2 (Kumar et al., 2011). Según 
su modo de flujo de líquido, los PBR tubulares 
verticales se pueden clasificar en columna de 
burbujas y airlift (Singh & Sharma, 2012). 
Estos sistemas son compactos con una alta 
relación área superficial/volumen, bajo riesgo 
de contaminación y alto crecimiento celular. 
Sin embargo, hasta ahora los PBRs de 
columna vertical no se utilizan en propuestas 
industriales debido a limitaciones en el 
escalado, que se atribuye a la fragilidad del 
material, la transferencia de gas en las 
regiones superiores del PBR, el control de 
temperatura y una superficie limitada para 
iluminación (Mirón et al., 1999; Koller, 2015; 
Maroneze & Queiroz, 2018). Un caso real de 
los problemas en el escalamiento es el caso 
de GreenFuel Technologies Corporation, en 
Arizona en 2007 con fotobiorreactores 
cerrados inclinados verticales. La compañía 
tuvo mucho éxito con una planta piloto para 
utilizar CO2 residual para producir biomasa de 
microalgas en estos reactores, pero cuando 
realizaron un escalamiento 100 veces mayor, 
el sistema colapsó debido a fallas de diseño 
de tipo ingenieril. Desafortunadamente, el 
proyecto de millones de dólares fracasó 
(Waltz, 2009; Maroneze & Queiroz, 2018). 
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 Los fotobiorreactores de placa plana 
se describieron por primera vez en la década 
de 1950 como una gran promesa para los 
cultivos de microalgas debido a su alta 
relación de superficie a volumen. En este tipo 
de fotobiorreactor, se pasa una fina capa de 
cultivo (en el orden de milimetros) a través de 
un panel plano hecho de un material 
transparente, donde la mezcla generalmente 
se proporciona burbujeando gases desde un 
lado o al fondo del PBR a través de un tubo 
perforado (rociador) (Chang et al., 2017; 
Faried et al., 2017). Se ha reportado que se 
pueden lograr altas eficiencias fotosintéticas 
en PBRs de placa plana y, además, el oxígeno 
disuelto es relativamente menor en 
comparación con los fotobiorreactores 
tubulares horizontales (Ugwu et al., 2008). Los 
paneles planos son una tecnología 
prometedora para generar altas 
concentraciones de biomas microalgal, sin 
embargo, existen problemas sin resolver para 
ser usados a escala comercial y por esto hasta 
ahora solo se utilizan a escala piloto. El 
“ensuciamiento” o “crecimiento en pared” se 
considera el principal defecto, el cual ocurre 
cuando las células se adhieren a las paredes 
de plástico o vidrio, provocando una 
disminución en la penetración de la luz y un 
mayor riesgo de contaminación (Chang, 
2017). Estos sistemas también pueden 
experimentar problemas con el control de 
temperatura, dificultades en la limpieza y baja 
eficiencia en términos de producción en masa 
por unidad de espacio. Las dimensiones de 
los paneles planos son diversas, pero se 
recomiendan alturas inferiores a 1.5 m, con 
una anchura inferior a 0.10 m para evitar el 
uso de materiales de alta resistencia 
mecánica, por lo que el escalado se convierte 
en una limitación crítica, ya que se requieren 
de muchos módulos para una instalación 
comercial y por tanto se requiere una amplia 
área para su instalación (área para instalar los 
PBR). adicionalmente, el costo de operación 
es elevado porque, en comparación con otros 
tipos de PBRs a escala de producción, los 
sistemas de placas requieren una cantidad 
considerablemente mayor de trabajo de 
mantenimiento (Fernandez et al., 2013). 

 También existen sistemas híbridos, 
que combinan dos o más configuraciones de 
varios sistemas. En estos, la desventaja de un 
diseño se complementa con las ventajas del 
otro, permitiendo mayores productividades y 

relación superficie / volumen además de 
menor demanda y costos de energía (Estrada-
Graf et al., 2020). Soman & Shastri (2015) 
combinaron PBR de placa plana y tubulares, 
que tienen una relación superficie/volumen un 
7% mayor, un mejor régimen de flujo y 
menores costos operativos y de materiales. 
Deprá et al. (2019) desarrollaron un reactor de 
columna de burbujas acoplado a una 
plataforma de iluminación con una reducción 
de costos de capital, potencializando el 
escalamiento del sistema, ya que el PBR 
requirió un área superficial menor. Un 
fotobiorreactor híbrido estanque-tubular fue 
desarrollado por Xu et al. (2020). En este se 
logró mejorar el rendimiento de biomasa de 
microalgas en un 31.2% en comparación con 
los estanques tradicionales. Recapitulando, 
estas tecnologías tienen potencial para 
generar mayores productividades de biomasa 
microalgal que los sistemas ya usados a 
escala mayor, pero aún se requiere más 
investigación y desarrollo para estar 
disponibles en cultivos a gran escala. 

La elección del sistema de cultivo: 
Criterios y comparación de 
características básicas 

Es notorio que aún numerosas 
barreras intervienen en la producción de 
microalgas y hasta el día de hoy no existe un 
sistema que se adapte a todos los procesos 
sin que se presenten algunas limitaciones. 
Teniendo esto en cuenta, se deben considerar 
algunos parámetros al elegir el biorreactor 
adecuado. Los principales criterios por 
considerar incluyen (i) tipo y calidad del 
producto objetivo; (ii) tolerancia de las cepas 
de microalgas a variaciones ambientales; (iii) 
escala de los sistemas de cultivo y 
productividad versus costo de las 
instalaciones y de operación; (iv) condiciones 
climáticas en las zonas a instalar los cultivos; 
y (v) impactos ambientales (Chang, 2017). 
Para apoyar en los criterios de elección, la 
Tabla 1 compara algunas de las 
características de las tecnologías discutidas 
en este artículo. 

 El primer factor por considerar es el 
tipo de producto, por ejemplo, para producir 
biocombustibles, es necesario un sistema que 
sea económico, hasta el punto de ser 
competitivo con los combustibles fósiles, 
como los estanques de canales. Para obtener 
productos con alto valor agregado, se pueden 
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considerar sistemas más robustos para 
obtener procesos más controlados, como es 
el caso de fotobiorreactores cerrados o 
cultivos en fermentadores si la cepa puede 
metabolizar fuentes de carbono orgánico. La 
especie de microalga debe estudiarse en 
cuanto a su resistencia al estrés 
hidrodinámico y los potenciales 
contaminantes. Como puede verse en la 
Tabla 1, los sistemas como los 
fermentadores heterótrofos, PBR vertical y 
PBR de placa plana son más susceptibles al 
estrés hidrodinámico, mientras que los 
sistemas abiertos tienen un bajo control de 
contaminación. En cuanto a la escala y el 
costo, es bien sabido que los sistemas 
abiertos y los fotobiorreactores tubulares 
tienen ventajas sobre los demás. La posición 
geográfica y el clima local son factores 
importantes, por ejemplo, los lugares con 
condiciones  favorables  son  plausibles  para 
albergar cultivos al aire libre, mientras que 
las regiones con climas menos favorables 
deben investigar la posibilidad de utilizar 
sistemas cerrados.  

También se debe comparar el impacto 
ambiental de las tecnologías de cultivo de 
microalgas, debido a que la selección del 
reactor influye fuertemente en esos aspectos. 
Deprá et al. (2021) evaluó métricas e 
indicadores de sostenibilidad para sistemas 
comerciales de cultivo, es decir, estanque de 
canales, PBR tubular, PBR de placa plana y 
fermentador heterotrófico. A través de un 
análisis del ciclo de vida, estos autores 
demostraron que el sistema con mayor 
impacto ambiental fue el fotobiorreactor 
tubular, mientras que el estanque de raceway 
presentó el menor impacto ambiental entre 
las configuraciones evaluadas. Esto está 
relacionado directamente con la demanda 
energética de cada sistema, corroborando lo 
que se muestra en la Tabla 1.  

Casos comerciales de éxito 

 Se espera que el mercado de 
productos a base de microalgas supere 
valores de USD 4.2 billones para 2031. Las 
empresas del mercado de productos a base 
de    microalgas    están    fortaleciendo   sus  

 

 

 

capacidades de producción para satisfacer la 
creciente demanda de estos productos. La 
Tabla 2 resume algunas de las empresas 
involucradas en la producción de productos a 
base de microalgas en todo el mundo con sus 
respectivos sistemas de producción, 
principales productos y especies utilizadas. 

 Los primeros casos de éxito 
comercial en el área de microalgas fueron 
con la producción de Spirulina y hasta el 
momento, los mayores productores de esta 
microalga utilizan estanques de raceway, 
como Zhejiang Binmei Biotechnology, 
Earthrise Farms y Parry Nutraceuticals, 
ubicados en China, Estados Unidos e India, 
respectivamente. Los dos mayores 
productores de β-caroteno a partir de D. 
salina en el mundo son Western 
Biotechnology Ltd. y Betatene Ltd. en 
Australia y utilizan estanques extensos sin 
mezclar para el crecimiento de microalgas. 
Aunque son utilizados solo por una parte de 
las empresas basadas en microalgas, los 
biorreactores para cultivos heterótrofos y 
mixotróficos también han ganado importancia 
(Borowitzka, 2018). Solazyme en Brasil ha 
logrado una producción industrial exitosa de 
biomasa heterotrófica de microalgas para la 
producción de aceites, combustibles, 
productos de cuidado personal en 
fermentadores (Barros et al., 2019). 

 Un caso exitoso destacado fue el de 
Algatechnologies Ltd. (Ketura, Israel), que 
estableció un proceso de dos etapas para la 
producción de astaxantina a partir de 
Haematococcus pluvialis en PBR tubulares 
(Ayalon, 2014). Cabe mencionar que el 
desarrollo de cultivos en reactores tubulares 
cerrados fue un mito en la producción de 
astaxantina, ya que H. pluvialis, el mayor 
productor de este pigmento, presenta un bajo 
rendimiento en sistemas abiertos, por ser una 
especie sensible (Olaizola, 2000). Los 
cultivos en dos o más etapas están ganando 
terreno en los procesos industriales, como es 
el caso de AllMicroalgae en Portugal, que 
utiliza un proceso de tres etapas, con 
fermentadores, PBR de placa plana y PBR 
tubulares, como se muestra en la Tabla 2. 
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Sistema de 

cultivo 

Eficiencia 

de 

mezcla 

Eficiencia 

de 

iluminación 

Control de 

temperatura 

Transferencia 

de gas 

Control de 

contaminación 

Estrés 

hidrodinámico 

Evaporación Consumo 

de 

energía 

Escalamiento Status 

Raceways Justo Baja Sin Baja Bajo Muy bajo Alta Bajo Fácil Comercial 

Estanques 

extensos sin 

mezclar 

Muy 

pobre 

Baja Sin Baja Bajo Bajo Alta Bajo Fácil Comercial 

PBR tubular Uniforme Excelente Buen Baja Alto Alto Baja Alto Fácil Comercial 

Fermentador 

heterótrofo 

Uniforme - Buen Alta Alto Alto Baja Alto Fácil Comercial 

PBR vertical Uniforme Buena Buen Alta Alto Alto Baja Alto Difícil Escala 

piloto 

PBR de 

placa plana 

Uniforme Excelente Sin Alta Alto Alto Baja Justo Difícil Escala 

piloto 

Híbridos Uniforme Excelente Regular Alta Regular Alto Justo Justo Fácil Escala 

piloto 

 

Tabla 1. Comparación de diferentes sistemas de cultivo. 

 

Microalgae 
Product 

Company Location Culture system 

H. pluvialis, A. platensis Astaxantina, Ficocianina Cyanotech Hawaii Tubular, Raceways 

H. pluvialis Astaxantina Mera Pharmaceuticals Hawaii Tubular, Raceways 

H. pluvialis Astaxantina AstaReal Suecia Vertical  

H. pluvialis Astaxantina Algatechnologies Israel Tubular  

     

H. pluvialis Astaxantina Beijing Gingko Group China Tubular  

D. salina β-caroteno Betatene (BASF) Australia Estanques extensos sin mezclar 

D. salina β-caroteno Western Biotechnology Australia Estanques extensos sin mezclar 

D. salina β-caroteno AquaCaroteno Australia Estanques extensos sin mezclar 

D. salina β-caroteno Cyanotech Hawaii Raceways 

D. salina Β-caroteno Nature Beta Technologies Israel Raceways 

D. salina, Chlorella, A. platensis β-caroteno, tabletas. aceite de 

astaxantina, ficocianina 

Tianjin Lantai Biotechnologies China Raceways 

A. platensis Ficocianina Zhejiang Binmei Biotechnology China Raceways 

A. platensis Ficocianina Earthrise Farms Estados Unidos Raceways 

A. platensis Ficocianina Parry Nutraceuticals India Raceways 

- Ingredientes, biocombustibles, 

compuestos bioactivos 

Algenol Estados Unidos Tubular 

- Grasas, biocombustibles, 

cosmeticos y otros 

Solazyme Brszil Fermentador 

- Grasas, biocombustibles Cellana Estados Unidos Raceways, Tubular  

Tetraselmis chui, Spirulina, C. 

vulgaris. 

Fertilizantes, alimentos, piensos All microalgae Portugal Fermentador + Placa plana + Tubular 

- Biodiesel, alimentos, piensos AlgaEnergy España Raceways, Placa plana, Tubular 

 

Tabla 2. Algunos de los productores comerciales de productos a base de microalgas en todo el mundo. 
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Conclusiones 

Las microalgas han suscitado un gran 
interés en todo el mundo debido a su enorme 
aplicación biotecnológica en los diversos 
campos de los biocombustibles, alimentos y 
piensos, cosmética, farmacia y remediación 
medioambiental. Incluso con las importantes 
mejoras tecnológicas alcanzadas hasta ahora, 
el establecimiento de procesos basados en 
microalgas tiene una miríada de cuellos de 
botella, particularmente en las tecnologías de 
producción en masa. Los principales 
inconvenientes están asociados al costo de 
construcción y operación, el escalamiento, la 
transferencia de masa y un conocimiento 
limitado sobre los nuevos sistemas de cultivo. 
No existe un sistema de cultivo ideal 
universalmente, y la tecnología ideal aún 
depende del producto objetivo, las especies 
de microalgas y las condiciones ambientales. 

A menudo se ha informado que los 
sistemas de cultivo abiertos no se 
recomiendan para la producción de productos 
de alto valor agregado. Sin embargo, 
podemos ver que en términos de la realidad 
industrial esto no se aplica, ya que los 
problemas de costos de inversión y 
mantenimiento son más significativos. Con 
base en lo discutido, es posible concluir que, 
en la actualidad, los estanques de raceways y 
los fotobiorreactores tubulares son los únicos 
sistemas capaces de producir biomasa a 
escala comercial con posibilidad de aplicación 
en las regiones del mundo más diversas. 
Además, es importante enfatizar que los 
avances recientes en esta área son cruciales 
para consolidar el mercado de productos a 
base de microalgas en un futuro próximo. 
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Resumen 
La microalga roja Galdieria sulphuraria ha llamado el interés de diferentes industrias como la 

alimentaría y la farmacéutica por ser un organismo del cual se puede obtener la proteína pigmentada 

denominada ficocianina (FC). Esta proteína se participa directamente en la absorción de fotones 

durante el proceso de fotosíntesis en condiciones de baja intensidad de luz. Actualmente la FC se 

extrae de cultivos autótrofos de la cianobacteria Arthrospira platensis. Sin embargo, obtener este 

pigmento a partir de cultivos de la microalga G. sulphuraria es atractivo debido a que es un 

microorganismo extremófilo, capaz de crecer a pH menores de 3 y temperaturas mayores a 40 °C, 

lo cual ayuda a mantener los cultivos axénicos. Además, dicha microalga es capaz de crecer en 

condiciones heterótrofas (en ausencia de luz), mixótrofas y autótrofas. Adicionalmente, la FC 

extraída de G. sulphuraria presenta una termoestabilidad mayor a la extraída por A. platensis. En 

este trabajo se presenta un panorama general de la ficocianina, su función y estructura, así como 

las características generales de G. sulphuraria, los tipos de cultivos evaluados para su crecimiento 

y las estrategias para incrementar la acumulación de FC. Entre estas estrategias destacan, la fuente 

de carbono, intensidad y longitud de onda de la luz, técnicas de cultivo y el papel de la FC como 

reservorio de nitrógeno. 

 

Palabras clave: Ficocianina, Microalga roja, Galdieria sulphuraria. 

 

Abstract  
The red microalgae Galdieria sulphuraria has attracted the interest of different industries, such as 

food and pharmaceuticals, since it is a source of the protein-pigment called phycocyanin (PC). This 

protein is directly involved in the absorption of photons during the photosynthesis process at low light 

conditions. Currently this protein is obtained from autotrophic cultures of the cyanobacterium 

Arthrospira platensis. However, some culture characteristics makes attractive the use of G. 

sulphuraria to produce PC. This extremophilic microalga can thrive at pH values lower than 3 and 

temperatures above 40 °C, which helps to maintain axenic cultures. Furthermore, this microalga can 

grow under heterotrophic (in the absence of light), autotrophic and mixotrophic conditions. The 

extracted PC from this microalga has a higher thermostability than the obtained from A. platensis. In 

this work an overview of phycocyanin function and structure, as well as the general characteristics of 

microalgae G. sulphuraria, the diversity of cultures for its growth assessment, and the strategies used 

to increase PC accumulation is presented. These strategies include the use of different carbon 

sources, intensity and wavelength of light, culture techniques, and the role of PC as a nitrogen 

reservoir. 

 

Key words: Phycocyanin, Red microalgae, Galdieria sulphuraria.



 

BioTecnología, Año 2021, Vol. 25 No.5       83 

Introducción 

La ficocianina (FC) es un pigmento 
fotosintético accesorio que se encuentra 
presente en cianobacterias y en las 
microalgas rodofitas, criptofitas y glaucofitas. 
Esta proteína está catalogada como una 
ficobiliproteína (FBP), que en conjunto con 
otras FBP (aloficocianina y ficoeritrina, 
principalmente) constituyen complejos 
supramoleculares altamente organizados 
denominados ficobilisomas (Glazer and Clark, 
1986). Estos complejos son los principales 
recolectores de luz en las cianobacterias y 
algunos phyla de microalgas (figura 1). 

Las FBPs abarcan cerca del 80% del 
peso seco del ficobilisoma, el 20% restante lo 
conforman proteínas no pigmentadas, las 
cuales se encargan de unir y estabilizar el 
ficobilisoma a la membrana externa del 
tilacoide (Bryant et al., 1979). Una de las 
funciones de los tilacoides es capturar la 
energía lumínica para luego transferirse a los 
centros de reacción, donde se lleva a cabo la 
fotólisis del agua generando electrones, 
protones y oxígeno (MacColl, 1998). 

Las FBPs se encuentran ordenadas 
en los ficobilisomas con base en la emisión de 
fluorescencia y absorción de cada FBP (figura 
1) y se sugiere que la transición de fotones se 
lleva a cabo en el siguiente orden: ficoeritrina 
→ ficocianina → aloficocianina → 
fotosistemas I ó II (Zilinskas and Howell, 
1983). Un modelo del proceso de absorción y 
utilización de energía presente en las plantas 
y microalgas se muestra en la figura 2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ficocianina, usos, estructura y estabilidad 

La FC (figura 3A) es un pigmento 
fotosintético de color azul brillante. La coloración 
característica se debe a que su estructura 
contiene un tetrapirrol lineal denominado 
ficocianobilina que en su estructura tiene 
enlaces dobles y sencillos alternados (sistema 
conjugado; figura 3B), que le permiten 
deslocalizar electrones en respuesta una 
excitación luminosa a una longitud de onda 
máxima de 620 nm; este tetrapirrol se encuentra 
estabilizado dentro de la proteína por la unión a 
un residuo cisteína mediante un enlace tioéster 
(Mulders et al., 2014). 

Dos subunidades proteicas 
conforman a la ficocianina, una denominada α 
(~18 kDa) y la otra β (~20 kDa). Las 
diferencias entre éstas versan, 
principalmente, en que la subunidad β cuenta 
con dos moléculas del cromóforo 
ficocianobilina, mientras que la subunidad α 
sólo presenta una. La conformación de la 
proteína cuaternaria depende del pH en el que 
se encuentra: en un rango de pH de 5 a 6 la 
conformación mayoritariamente se encuentra 
es un hexámero (αβ)6, mientras que a un pH 
de 7 la estructura cuaternaria se encuentra 
principalmente en forma de trímero (αβ)3 

(Bryant et al., 1979). 

La producción de FC, al igual que 
otros colorantes naturales del ficobilisoma, es 
atractiva a múltiples industrias, principalmente 
la alimentaria y la farmacéutica, debido a que 
existen reportes en donde se demuestra que 
los    colorantes    químicos    se    encuentran  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1. Diagrama del ficobilisoma situado en la membrana tilacoidal. Se presenta la distribución de ficobiliproteínas 

que funcionan como fotorreceptores y transfieren la energía hacia los fotosistemas I y II. 

 (Modificado de Gaignard et al. 2019). 
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Figura 2. Diagrama simplificado de la absorción de luz y transporte de electrones en microalgas.  

(Modificado de Zilinskas y Howell, 1983). 

 

 

Figura 3. Estructura de las ficobiliproteínas, las cuales están compuestas por una parte proteica y un tetrapirrol unido 

mediante un enlace covalente a un residuo cisteína. (A) Ficocianina de la cianobacteria Phormidium rubidum. 

(B) Ficocianobilina: estructura con enlaces dobles y sencillos alternados que le permiten deslocalizar electrones en 

respuesta una excitación luminosa. (Figura de autoría propia). 
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relacionados con enfermedades infantiles, 
principalmente como la hiperactividad y 
conductas donde se altera la atención 
(Mulders et al., 2014). Aunado a esto, los 
consumidores optan por adquirir “productos 
ecológicos” y con menor impacto ambiental en 
su obtención, con lo cual se presume que 
tendrá un impacto en las ventas de los 
productos que opten por estas alternativas. 
Actualmente, diferentes líneas de 
investigación se desarrollan con fines de 
estudio básico y de la optimización en la 
producción de estos pigmentos de origen 
natural.  

Debido a su pigmentación brillante, 
naturaleza no tóxica y capacidad antioxidante, 
las FBPs se consumen como suplementos 
alimenticios, ya sea como cultivos celulares 
liofilizados o bien en extractos purificados 
donde predominan estas proteínas. Las FBPs 
también se emplean en diversas aplicaciones, 
entre las que destacan: agentes 
antioxidantes, neuroprotectores, 
hepatoprotectores, anticancerígenos, y 
colorantes en cosméticos y alimentos 
(Morales-Sánchez et al., 2016). Dentro de sus 
aplicaciones, en el área de análisis 
inmunoquímicos se emplea a las FBP como 
marcadores fluorescentes en ensayos de 
citometría de flujo, en ensayos por 
inmunoadsorción ligado a enzimas (ELISA), 
técnicas de histoquímica y para la detección 
de especies reactivas de oxígeno (Eriksen, 
2008). Actualmente existen más de 30 
patentes a nivel internacional relacionadas 
con la producción de FBPs, y su utilización en 
diferentes industrias como la farmacéutica, 
alimentaria y terapéutica, entre otras (Sekar & 
Chandramohan, 2008), por lo cual existe una 
necesidad específica de incrementar la 
producción de estas proteínas pigmentadas a 
nivel comercial. 

 Estas proteínas se encuentran en 
diferentes especies de microalgas y 
cianobacterias; se han realizado estudios para 
describir las diferencias o particularidades de 
las FCs presentes en los diferentes 
organismos que las producen. Se ha 
observado que, aunque todas las FCs 
contienen el mismo cromóforo 
(ficocianobilina), existen diferencias en la 
estabilidad de estas moléculas. Estas 
diferencias se deben a la composición 
aminoacídica de la parte proteica ya que 
presentan un mayor número de residuos 

cisteína, los cuales forman enlaces disulfuro 
que estabilizan la proteína; no obstante, estas 
diferencias no afectan la estructura terciaria 
de las proteínas. Con base en el alineamiento 
de la cadena de aminoácidos de ficocianinas 
de diferentes organismos, se encontró que su 
composición de aminoácidos está muy 
conservada y que, además, presentan una 
alta proporción de cadena alfa hélices en su 
conformación secundaria y, por tanto, a nivel 
de estructura terciaria son muy similares 
(Eriksen, 2008). 

 Actualmente la FC más 
comercializada es la obtenida de la 
cianobacteria A. platensis (conocida 
comúnmente como Espirulina), y debido al 
incremento en el uso de colorantes naturales, 
la demanda de esta proteína ha aumentado, y 
es por esto por lo que se analizan nuevas 
técnicas de producción y fuentes de 
extracción. Aunque existen diversas 
microalgas que producen esta proteína, la 
obtención de FC de la microalga roja Galdieria 
sulphuraria es muy atractiva debido a sus 
características metabólicas y extremófilas, las 
cuales se describen a continuación. 

Galdieria sulphuraria y ficocianina: 
características y propiedades 

 G. sulphuraria se encuentra dentro de 
la clase Cyanidiophyceae; estas microalgas 
tienen la capacidad de crecer en ambientes 
extremos, como fuentes termales y geiseres, 
usualmente asociadas a localidades donde 
existe actividad volcánica y aguas sulfurosas. 
Estas condiciones derivan en un ambiente 
hostil para la mayoría de los organismos, como 
un pH menor a tres y temperaturas en el rango 
de 50 a 80 °C (Brock et al., 2003). Las 
microalgas Cyanidiophyceae son una clase del 
filo Rhodophyta (algas rojas) que, junto con las 
plantas verdes (Viridiplantae), glaucofitas 
(Glaucophyta) y cianobacterias, son 
organismos fotosintéticos (Reyes-Prieto et al., 
2007). La clase Cyanidiophyceae incluye en su 
mayoría microalgas extremófilas, las cuales se 
dividen en tres géneros que son: Cyanidium, 
Cyanidioschzyon y Galdieria (Albertano et al., 
2000). Dentro de la clase Cyanidiophyceae el 
único género que también presenta la 
capacidad de crecer en ausencia de una fuente 
luminosa es el género Galdieria, esto derivado 
de su capacidad de metabolizar diversos 
compuestos orgánicos como fuente de 
energía. Algunas características de este 
género de algas eucariotas unicelulares 
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incluyen una morfología esférica, 
reproducción por medio de endosporas (4-8 
endosporas), no cuentan con una pared 
celular sin embargo, presentan una cubierta 
de exopolisacáridos. De acuerdo con lo 
reportado por Albertano et al. (2000) y 
Gaignard et al. (2019), G. sulphuraria cuenta 
con un solo cloroplasto; sin embargo, presenta 
varias mitocondrias (>3 por célula), esto 
difiere de las demás microalgas rojas hasta la 
fecha reportadas, ya que solo presentan una 
mitocondria. Una representación gráfica de la 
estructura de G. sulphuraria se muestra en la 
figura 4. 

Entre sus características metabólicas, 
G sulphuraria tiene la capacidad de utilizar 
más de 30 diferentes biomoléculas como 
fuente de carbono, tales como hexosas, 
pentosas y polioles (alcoholes de azúcares), 
entre otros (Oesterhelt et al., 1999)). Un 
resumen de las fuentes de carbono que se 
han reportado puede consumir se presentan 
en la tabla 1. Aunque se ha determinado que 
G. sulphuraria es capaz de crecer en 
diferentes fuentes de carbono, la 
caracterización del crecimiento a detalle en 
estas fuentes no se ha evaluado, únicamente  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

se ha caracterizado el crecimiento de esta 
microalga con glucosa, glicerol, fructosa y 

sacarosa (Sloth et al., 2006). Como resultado 

de estas caracterizaciones se ha demostrado 
que el crecimiento celular y, por lo tanto, la 

productividad de biomasa obtenida en cultivos 

heterotróficos y mixotróficos se encuentra por 
encima de los reportados para otras 

microalgas capaces de crecer en cultivos 

heterotróficos suplementados con glucosa, p. 
ej. Chlorella sorokiniana y Chlorella vulgaris 

(Guldhe et al., 2017). El modelo para explicar 

su eficiente crecimiento propone que su 
metabolismo al utilizar glucosa se encuentra 

relacionado con el pH ácido del medio en que 
se encuentra, ya que los transportadores 

reportados para microalgas (incluida G. 

sulphuraria) son del tipo simporte (Stadler et 
al., 1995), por lo cual translocan dos 

moléculas simultáneamente (azúcar y H+). Al 

trasportar el protón del medio de cultivo (pH 2) 
al interior de la célula (pH 7) genera la energía 

suficiente para translocar a la glucosa, lo que 

hace al proceso muy eficiente en comparación 
con las microalgas que habitan en pH 

cercanos a 7 y que probablemente requieren 
de ATP para transportar a la glucosa. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Esquema general de la microalga roja G. sulphuraria. Ésta cuenta con un cloroplasto y varias mitocondrias (>3 

por célula). Se muestra la presencia de algunos trasportadores de moléculas orgánicas e inorgánicas, los cuales le 

proporcionan la capacidad para crecer bajo condiciones heterotróficas, autotróficas y mixotróficas. 
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Con el objetivo de reforzar la 
clasificación taxonómica de la clase 
Cyanidiophyceae, Cozzolino et al. (2000), 
realizaron un estudio filogenético utilizando 
los genes que codifican para la subunidad 
larga de la enzima ribulosa-1,5-bisfosfato 
carboxilasa/oxigenasa (RuBisCo; codificada 
por el gen rbcL). Para este estudio se utilizó la 
secuencia del rbcL de diferentes microalgas 
recolectadas en diversas localidades del 
mundo. Como resultado de este estudio se 
determinó que existen diferencias genéticas 
que permiten separar los géneros Cyanidium, 
Cyanidioschzyon y Galdieria. Además, se 
observó que las cepas de Galdieria usadas en 
diferentes investigaciones, se encuentran 
estrechamente relacionadas sin importar su 
distribución geográfica (figura 5). 

Debido a las características de las 
Cyanidiophyceae (crecimiento en condiciones 
extremas), se ha evaluado la estabilidad de la 
FC producida por esta clase, encontrando que 
es estable a altas temperaturas. Su 
estabilidad se pierde a temperaturas 
superiores a los 60 °C, mientras que la 
obtenida de A. platensis se desestabiliza a los 
47 °C (Moon et al., 2014; Rahman et al., 
2017). Estudios donde se evaluó la cinética de 
desnaturalización de la FC, con base en la 
velocidad de pérdida en su coloración, 
mostraron que al incubar la ficocianina de G. 
sulphuraria y A. platensis a 60 °C durante 30 
minutos a pH 7, la pérdida de la coloración es 
equivalente al 13.34 y 39.17%, 
respectivamente. Estos investigadores, 
también demostraron que el tiempo de vida 
media de la  FC de G. sulphuraria  es 3 veces 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

mayor que el de la FC de A. platensis. 
Probablemente, las diferencias en estabilidad 
de las diferentes FCs esté relacionada con el 
alto número de residuos cisteína encontrados 
en la secuencia de aminoácidos de la 
ficocianina de Galdieria. Asimismo, se evaluó 
la capacidad antioxidante de ambas 
moléculas y se encontró que su poder 
antioxidante es similar, por estas razones la 
ficocianina extraída de la microalga G. 
sulphuraria es un producto competitivo en el 
mercado (Carfagna et al., 2018). 

Cultivo de microalgas  

Debido a que G. sulphuraria tiene la 
capacidad de crecer en diferentes condiciones 
de cultivo, en esta sección se presenta un 
resumen de las condiciones de cultivo para 
crecer esta microalga. El cultivo de microalgas 
a gran escala se usa para producir biomasa y 
metabolitos específicos como carotenoides, 
lípidos, FBPs y toxinas específicas, entre otros 
(Mulders et al., 2014). La producción de estos 
metabolitos, así como su biomasa, está 
directamente relacionada con las condiciones 
del cultivo las cuales se clasificaron en cuatro 
tipos (Chojnacka & Noworyta, 2004). (A) 
Fotoautotrofía: Donde la luz se usa como 
fuente de energía (fotosíntesis) y la fuente de 
carbono proviene de la asimilación del dióxido 
de carbono (CO2). (B) Heterotrofía: Donde 
tanto la obtención de energía como la fuente 
de carbono proviene del catabolismo de una 
fuente de carbono orgánico, y el crecimiento 
se lleva a cabo en condiciones de obscuridad. 
(C) Mixotrofía: El crecimiento se da tanto por 
fotosíntesis como por heterotrofía y, por lo 
tanto,  la  fuente  de   carbono  es   de  origen  

Hexosas Pentosas Polioles 

D-Glucosa D-Xilosa D-Sorbitol 

D-Manosa D-Ribosa D-Manitol 

D-Galactosa D-Arabinosa D-Arabitol 

D- Fructosa  L-Arabitol 

6-Deoxi-glucosa  Xilitol 

D-Sorbosa  Dulcitol 

L-Fucosa  Ribitol 

L-Ramnosa   

Nota: Se utilizó una concentración de 125 mM para todas las fuentes de carbono 

 

Tabla 1. Fuentes de carbono a (hexosas, pentosas y polioles) reportadas como sustratos utilizados 

 por Galdieria sulphuraria cepa MBI (Adaptado de Oesterhelt et al 1999). 
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orgánico e inorgánico. (D) Fotoheterotrofía: 
Cultivo en donde la energía se obtiene tanto 
por fotosíntesis como por heterotrofía; no 
obstante, las estructuras de carbono 
necesarias para su anabolismo provienen 
únicamente de los compuestos orgánicos. 

Debido a que existen pocas especies 
de microalgas capaces de asimilar y 
metabolizar fuentes de carbono orgánicas, en 
la mayoría de los casos el cultivo de 
microalgas se realiza en condiciones 
fotótrofas, en reactores al aire libre, debido a 
los bajos costos que representa su instalación 
y manteniendo. Sin embargo, los cultivos al 
aire libre tienen algunos inconvenientes, tales 
como una baja concentración de biomasa final 
(1-3 g/l) debido a la escasa difusión de luz 
dentro del cultivo, ya que a bajas intensidades 
de luz el proceso de fotosíntesis disminuye; 
así mismo los cultivos abiertos están 
propensos a contaminaciones, y no es posible 
controlar la temperatura del cultivo, ya que 
depende de la temperatura del ambiente, lo 
cual provoca que la productividad de biomasa 
se dependa de la  estación  del año en que se 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

trabaje y la localidad geográfica en la que se 
encuentre el cultivo (Siqueira et al., 2020). Los 
foto-reactores son una alternativa para evitar 
estos inconvenientes del cultivo bajo 
condiciones autótrofas. En los foto-reactores 
es posible controlar las condiciones de cultivo 
(intensidad de luz, temperatura y pH) y se 
puede garantizar la esterilidad del medio y 
cultivos axénicos. Por estas razones, los foto-
reactores se emplean preferentemente para la 
producción metabolitos dirigidos a las 
industrias farmacéutica y alimentaria (Chen & 
Chen, 2006). El mayor inconveniente de estos 
reactores es su alto costo, debido a que el 
material debe ser transparente y resistente a 
químicos abrasivos, además, del alto costo de 
mantenimiento del cultivo ya que los reactores 
se mantienen iluminados artificialmente, 
durante todo el proceso. 

Una alternativa para el crecimiento a 
altas densidades celulares de microalgas es el 
uso de cultivos heterotróficos. Sin embargo, 
existe un grupo muy pequeño de microalgas que 
crecen en condiciones heterotróficas, p. ej. de 
los géneros Chlorella (Guldhe et al., 2017), 

 

Figura 5. Fenograma donde se representa la relación dentro de la clase Cyanidiophyceae. 

 Modificado de (Cozzolino et al., 2000). 
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Neochloris (Morales-Sánchez et al., 2014) y 
Galdieria (Weber et al., 2004), debido a que 
cuentan con los transportadores y las vías 
metabólicas necesarias para translocar la 
fuente de carbono del medio de cultivo al 
interior de la célula y posteriormente realizar 
su catabolismo. El metabolismo heterotrófico 
de las fuentes de carbono en las microalgas 
se puede llevar a cabo en diferentes 
compartimientos celulares, como lo son: el 
cloroplasto, el citoplasma, la mitocondria y el 
glioxisoma (Morales-Sánchez et al., 2015). 
Cabe puntualizar que, aunque las microalgas 
cuentan con algunas vías metabólicas 
necesarias para utilizar biomoléculas como 
fuente de energía, la ausencia de 
trasportadores específicos es el principal 
cuello de botella en este metabolismo ya que, 
para poder utilizar las fuentes de carbono, 
éstas deben atravesar la membrana 
plasmática (Fiechter & Seghezzi, 1992). 

Diferentes géneros de microalgas han 
demostrado la capacidad de utilizar fuentes de 
carbono orgánico, y se han realizado estudios 
en los que se compara la velocidad de 
crecimiento en condiciones heterotróficas, 
autótrofas y mixotróficas. Como resultado se 
observa que la mayoría de microalgas 
presentan mayores velocidades de 
crecimiento en condiciones autótrofas; debido 
a que la internalización que tienen de los 
substratos orgánicos es baja (Lee, 2001). Sin 
embargo, existen microalgas las cuales 
presentan mejores velocidades de 
crecimiento en condiciones heterótrofas en 
comparación con ambientes autótrofos. Esto 
se debe a que la energía obtenida en forma de 
ATP, así como la cantidad de NADH y NADPH 
generados por medio de catabolismo de 
compuestos orgánicos, es mayor a la obtenida 
por medio de la fotosíntesis, lo que facilita el 
rápido crecimiento de las microalgas que 
tienen la capacidad de crecer en heterotrofía 
(Graverholt & Eriksen, 2007; Morales-
Sánchez et al., 2014). En las microalgas que 
presentan buen crecimiento en condiciones 
heterotróficas se ha observado que existe una 
sinergia en el crecimiento cuando se utilizan 
condiciones mixotróficas. Esta sinergia se 
debe a la producción y asimilación de CO2 de 
las microalgas que presentan un metabolismo 
heterótrofo y autótrofo, respectivamente. 

 

Producción de ficocianina en la microalga 
roja G. sulphuraria 

La FC actualmente comercializada 
proveniente de la cepa A. platensis (Spirulina); 
no obstante, como se menciona 
anteriormente, el phylo Rhodophyta 
específicamente, G. sulphuraria es foco de 
atención para la producción de esta proteína 
pigmentada. A continuación, se describen los 
principales resultados reportados a nivel de 
investigación para la producción de 
ficocianina con G. sulphuraria (tabla 2). 

Los ficobilisomas son un complejo 
antena accesoria, por lo que su generación se 
encuentra altamente relacionada con la 
presencia de luz y, normalmente, las cepas 
que crecen en ausencia de luz no presentan 
pigmentos accesorios como las 
ficobiliproteínas y carotenoides. 

La producción de ficocianina en 
Galdieria se ha centrado principalmente en 
cultivos heterótrofos, debido a que, en 
comparación con los cultivos autotróficos, se 
puede obtener una alta concentración de 
biomasa en poco tiempo. No obstante, la 
concentración de ficocianina en cultivos sin 
exposición a la luz es baja, y, en algunas 
cepas, inclusive se puede perder este 
pigmento como lo observaron Gross & 
Schnarrenberger (1995) quienes evaluaron 
las cepas de G. sulphuraria 074G y 074W, 
aisladas del mismo nicho ecológico en 
Indonesia. Ambas cepas presentaron el 
mismo comportamiento y pigmentación en 
cultivos autótrofos; sin embargo, encontraron 
que la cepa 074W al cultivarse en ausencia de 
luz perdió su coloración mientras que la cepa 
074G, inclusive después de ser cultivada 
durante dos años en obscuridad, mantuvo su 
pigmentación debido a la presencia de estas 
FBPs (Gross & Schnarrenberger, 1995). 
También, es por esto por lo que la mayoría de 
los trabajos realizados con G. sulphuraria para 
la producción de FC utilizan la cepa 074G. 

Actualmente no existe información 
suficiente sobre la síntesis de FC en cepas de 
G. sulphuraria bajo las diferentes condiciones 
de cultivo indicadas al inicio de esta sección. 
No obstante, se han estudiado diferentes 
ambientes de crecimiento y se ha demostrado 
que existen condiciones donde se favorece la  
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acumulación de esta proteína. Por esto, la 
mayoría de las investigaciones tratan de 
aumentar la productividad de FC, la cual se ve 
reflejada cuando se logra una elevada 
concentración final de biomasa en un tiempo 
corto y también por incrementos en la 
acumulación intracelular de FC. En este 
contexto, Graverholt y Eriksen (2007), 
compararon la producción de FC entre una 
cepa de A. platensis y G. sulphuraria. A. 
platensis se cultivó autotróficamente en 
cultivos      abiertos       y        G.    sulphuraria  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

heterotróficamente en cultivos alimentados, 
usando glucosa como fuente de carbono. 
Estos  autores reportan  que en  comparación 
con la cianobacteria cultivada 
autotróficamente la cepa de G. sulphuraria en 
heterotrofía produjo FC a velocidades 1.7 a 
13.6 veces mayor, ya que, aunque la 
concentración de ficocianina es menor a la 
encontrada en la cianobacteria (cultivo 
autótrofo), la producción de biomasa es mayor 
comparada con la producida por A. platensis 
(Graverholt & Eriksen, 2007). 

Tabla 2. Estrategias de cultivo utilizadas en la producción de ficocianina utilizando las cepas 
 de G. sulphuraria y A. platensis 

Microorganismo Reactor 

Fuente 

de 

Carbono 

Volumen 

(l) 

Biomasa 

(g/l) 

Rendimiento 

(gFC/gbiomasa) 

Productividad 

(gFC/l día) 
Referencia 

Cultivos abiertos 

A. platensis  “Raceway” CO2 135000 0.47 0.061 0.003 Jiménez et al. (2003) 

A. platensis  “Raceway” CO2 300 0.9 0.067 0.01 Pushparaj et al. (1997) 

A. platensis  “Raceway” CO2 300 1.6 0.074 0.024 Pushparaj et al. (1997)  

G. sulphuraria  “Raceway” CO2 15 2.23 0.098 0.016 Wang et al. (2020) 

Cultivos cerrados 

A. platensis  Tubular CO2 11 5 0.07 0.092 Carlozzi (2003)  

A. platensis  Tubular CO2 12 3 0.07 0.064 Zitelli et al. (1996)  

A. platensis  Panel alveolar CO2 6 6.9 0.07 0.089 Tredici et al. (1991)  

Cultivos mixotróficos 

A. platensis  Alimentado Glucosa 2.5 10.2 0.107 0.087 

Chen and Zhang 

(1997) 

A. platensis  Lote Glucosa 0.1 2.52 0.131 0.22 Marquez et al. (1993)  

G. sulphuraria  Lote Glucosa 0.1 2.5 0.02 0.0125 Sloth et al (2006) 

G. sulphuraria  Lote Glicerol 0.1 3.2 0.04 0.032 Sloth et al (2006) 

Cultivos heterotróficos 

S. platensis Lote Glucosa 0.1 0.83 0.058 0.01 Marquez et al. (1993)  

G. sulphuraria  Lote Glucosa 0.1 2.5 0.02 0.0125 Sloth et al (2006) 

G. sulphuraria  Alimentado Glucosa 2.5 109 0.027 0.47 

Graverholt & Eriksen 

(2007)  

G. sulphuraria  Quimiostato Glucosa 2.5 83.3 0.16 0.086 

Graverholt & Eriksen 

(2007)  

G. sulphuraria  Heterotrófico Glucosa 0.3 4.6 0.056 - 

Graverholt & Eriksen 

(2007)  

G. sulphuraria  
Heterotrofía-Dilución-

Fotoinducción 
Glucosa 300 ml+ 1l 240 0.132 2.209 (Wan et al., 2016) 
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Principales factores que afectan la 
productividad de ficocianina en G. 
sulphuraria 

Estado de inanición 

En cultivos heterótrofos y 
mixotróficos, que una vez agotada la fuente de 
carbono, la cepa entra en un estado de 
inanición por carbono y, como respuesta al 
estrés generado, se observa un incremento de 
FC de hasta el 300% en 24 h  en comparación 
al pigmento cuantificado sin condiciones de 
estrés (Gross and Schnarrenberger, 1995). 
Adicionalmente se ha reportado que este 
efecto depende de la fuente de carbono. En 
cultivos en lote, donde se utilizó como fuente 
de carbono, fructosa, glucosa o glicerol (Sloth 
et al., 2006), se observó que 24 horas 
después de agotarse la fuente de carbono, 
pero con exceso de la fuente de nitrógeno, se 
incrementó la acumulación de FC. Sin 
embargo, en los cultivos donde se utilizó 
glicerol, la acumulación presente se duplicó en 
comparación con los cultivos que utilizaron 
glucosa y fructosa. Actualmente no se 
conocen las bases de este efecto. 

Intensidad y longitud de onda de la luz 

La ficocianina, al ser un pigmento 
secundario en el proceso de fotosíntesis, tiende 
a incrementar su concentración dentro de la 
célula cuando la intensidad de la luz es menor 
a 200 μmol m-2 s-1, ya que a esta intensidad de 
luz la clorofila no puede absorber los fotones 
suficientes que permitan llevar a cabo las 
funciones básicas de metabolismo celular. En 
consecuencia, para aprovechar mejor la poca 
intensidad luminosa, se sintetizan más 
ficobilisomas (Sloth et al., 2006). Además, 
aunque todavía no está estudiado en G. 
sulphuraria, para A. platensis, además de 
observarse el efecto en la intensidad de luz 
descrito anteriormente, se sabe que 
dependiendo la longitud de onda utilizada es 
posible afectar la acumulación de ficocianina o 
ficoeritrina. Bajo la misma premisa discutida 
previamente, la clorofila absorbe fotones  a 
longitudes de onda de 400 a 500 nm, mientras 
que la ficocianina absorbe a 620 nm, por lo que, 
si los cultivos son expuestos a la longitud de 
onda equivalente a la luz roja (en el intervalo de 
longitud de onda donde la FC absorbe fotones), 
la acumulación de ficocianina aumenta 
(Raeisossadati et al., 2019).  

 

Concentración de oxígeno disuelto 

Anteriormente se postuló que la 
glucosa inhibía la producción de clorofila y 
ficocianina en cultivos heterotróficos 
(Stadnichuk et al., 1998). Sin embargo, 
estudios posteriores demostraron que este 
efecto de disminución del contenido de FC se 
debe a una limitación de oxígeno disuelto en el 
medio de cultivo. Debido a que la 
concentración celular en condiciones 
heterotróficas es alta y la transferencia de 
oxígeno insuficiente, por lo que se generan 
condiciones de limitación de oxígeno disuelto 
cercanas a cero en el medio de cultivo. En 
particular, se determinó que el oxígeno disuelto 
debe ser mayor a cero para que la enzima 
“coproporfirinógeno oxidasa” pueda llevar a 
cabo una catálisis eficiente. Cabe aclarar que 
esta oxidasa se necesita para la biosíntesis de 
intermediarios de clorofila y ficobilina (Sarian et 
al., 2016). Estudios realizados en quimiostato, 
mostraron que es posible aumentar la 
productividad de FC, e incrementar la 
concentración de biomasa final mediante el 
control de la velocidad de adición de la fuente 
de carbono. Esta operación, aunada a una 
recuperación simultanea de biomasa, permiten 
generar condiciones en las cuales el oxígeno 
no es limitante, es decir, que el nivel de oxígeno 
disuelto en el medio de cultivo es mayor a cero 
(Graverholt & Eriksen, 2007). 

Concentraciones iniciales de biomasa y 
fuentes de carbono 

Wan et al. (2016) demostraron que la 
concentración inicial de biomasa, en cultivos 
autotróficos con células provenientes de 
cultivos heterotróficos, tiene un impacto en el 
contenido de FC y en la producción de 
biomasa final. Evaluando diferentes 
concentraciones de biomasa inicial (0.1 a 1.5 
g/l) en la etapa autotrófica, determinaron que 
las mejores concentraciones iniciales para la 
producción de biomasa y rendimiento de FC 
final son de 1.5 g/l y 0.6 g/l respectivamente 
(Wan et al., 2016). 

Disponibilidad de nitrógeno 

Como se comentó anteriormente, 
resultado de la inanición por carbono en 
cultivos heterotróficos, se observó la 
acumulación de FC, siempre y cuando exista 
un exceso de la  fuente de nitrógeno (NH4) en  
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el medio de cultivo. Se ha reportado que, con 
un exceso de nitrógeno, equivalente a una 

relación molar de 50:1 (mol de carbono: mol 

de nitrógeno), se promueve la acumulación de 
FC (Sloth et al., 2006). Esto se debe a que la 

FC también funciona como un reservorio de 

nitrógeno. Se han realizado estudios en 
cianobacterias y en G. sulphuraria cepa 011, 

donde cultivos que se encuentran limitados en 

nitrógeno, tienden a perder su coloración 
característica (verde-azul) debido a un efecto 

llamado blanqueamiento (Salbitani & 

Carfagna, 2020). En estos estudios se ha 
describió que las primeras estructuras 

pigmentadas que se pierden son las FBPs, ya 
que se usan como fuente de nitrógeno. Con el 

propósito de tener una mayor producción de 

FC se ha estudiado la cinética de degradación 
de ésta, actualmente existen estudios 

enfocados en tratar de evitar la degradación 

de FC en cultivos con limitación de nitrógeno 
y donde esta proteína podría proporcionar la 

fuente de nitrógeno. En esos trabajos se 

demuestra que el proceso de autofagia, que 
es el principalmente usado para la 

degradación de proteínas, no se encuentra 

presente en algas rojas como G. sulphuraria 
y, en cambio, para la degradación de las 

macro estructuras como los ficobilisomas de 
ficocianina, esta microalga utiliza una proteína 

adaptadora responsable del reconocimiento 

del ficobilisoma y el complejo de degradación 
proteasa Clp, para la hidrólisis de la FC 

(Salbitani & Carfagna, 2020).  

G. sulphuraria surge como una 

microalga roja prometedora para mejorar la 
obtención de ficocinina en cultivos 

heterotóficos a gran escala debido a su alta 

productividad de biomasa y las condiciones de 
su cultivo que facilitan controlar los cultivos 

axénicos. Como se ha indicado en esta 
sección, se tienen varios avances en la 

producción de biomasa y ficocianina utilizando 

G. sulphuraria; sin embargo, es deseable 
desarrollar nuevas estrategias para 

incrementar su producción. Una de estas 

estrategias puede ser la generación de células 
genéticamente modificadas, por ejemplo, 

empleando promotores fuertes que pudieran 

impactar en varios genes de su vía biosintética 
de la FC. También, sería deseable formar 

vínculos entre grupos de investigación y 

tecnólogos industriales para poder lograr su 
sobreproducción a un bajo costo. 

Conclusiones 

La ficocianina posee un gran potencial 
de aplicaciones prácticas, principalmente 
debido a sus propiedades fluorescentes, 
cromóforas y antioxidantes, las cuales, a partir 
de la ficocianina obtenida de A. platensis, ya 
se han explotado en la industria farmacéutica, 
cosmetológica y alimentaria. El desarrollo de 
estrategias para la obtención de ficocianina, 
competitivas con las estrategias empleadas 
actualmente para producir el pigmento con A. 
platensis, es de interés biotecnológico. El uso 
de la microalga roja G. sulphuraria, es una 
alternativa atractiva para la obtención de dicho 
pigmento, principalmente por su capacidad de 
crecer y producir ficocianina en condiciones 
acidófilas y a temperaturas relativamente 
elevadas, así como a su capacidad de crecer 
en condiciones autótrofas, mixotróficas y 
heterotróficas, y a acumular FC. Finalmente, 
debido a la gran plasticidad metabólica, G. 
sulphuraria abre la oportunidad de utilizar un 
amplio espectro de fuentes de carbonos en la 
generación de biomasa y obtención de 
ficocianina para aplicaciones en diferentes 
campos de la industria. 
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Chapter 3
Waste Biorefineries Facilities: The
Feedstock Choice

Mariana Manzoni Maroneze, Estefania Sierra-Ibarra,
Carlos A. Montenegro-Herrera, and Alfredo Martinez

Abstract This chapter provides an overview of waste feedstocks and their potential
applications in new biorefineries. The fundamental aspects of the biorefinery are
discussed, focusing on thermochemical, chemical, and biochemical processing
methods. Recent literature reports are reviewed, which explore the main feedstock
wastes used in biorefineries (lignocellulosic biomass, municipal solid waste, food
waste, oil-based wastes, and sewage sludge). The chapter also includes characteris-
tics of biorefineries processes, their pros and cons, conversion processes, and
applications. Finally, the chapter presents the main conclusion and appropriate
recommendations.

3.1 Introduction

In the face of the economic collapse—the largest since the great depression of the
1930s—driven by the coronavirus outbreak, authorities around the world are cur-
rently developing recovery programs at a remarkable scale to shape infrastructures
and industries for the next few decades. The major goals are to mitigate unemploy-
ment and re-stabilize industry and commerce. However, if well designed, parts of
these packages are to enhance the sustainability of the energy sector, with a potential
goal to develop a cleaner, more secure, resilient, and cost-effective energy system
(Markard and Rosenbloom 2020). In this scenario, waste-based biorefineries can
play a vital role in the economic recovery of states.

In a world with finite resources, energy recovery from waste or residues is a key to
establishing a sustainable economy. Every year, an estimated 9–11 billion tons of
waste are produced globally, which is incessantly increasing day by day (Badgujar
and Bhanage 2018; Chen et al. 2020). To meet the growing energy demands and the
reduced depletion of fossil resources, the waste-to-energy approach holds a signif-
icant role in mitigating the challenges facing waste management. Currently, landfill
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to waste disposal remains the most common method of waste management, partic-
ularly in developing countries as this method is simple and relatively inexpensive.
While this approach is an effective waste management system, if not managed
correctly, non-sanitary landfills become a significant source of greenhouse gases
emissions, soil and groundwater contamination, unpleasant odors, leachate genera-
tion, and disease spreading vectors, flies, and rodents (Kim and Owens 2010; Rehan
et al. 2019).
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Several definitions of biorefinery have already been reported in the literature
(Cherubini 2010; de Jong and Jungmeier 2015; Solarte-Toro et al. 2021). However,
they all refer to the processes that convert biomass into a range of marketable
bio-based products and bioenergy (IEA 2008). The feedstock is an integral part of
the biorefinery system, and its choice is critical in the definition of techno-economic
viability, availability, and sustainability metrics.

Residues from lignocellulosic biomass, organic residues (mainly municipal solid
waste and food waste (FW)), oil-based wastes, and sewage sludge are among a few
potential feedstocks for waste biorefineries. These types of biorefinery can be
employed to produce biofuels, bioenergy, platform chemicals, biofertilizers, soil
conditioners, and bioplastics (de Jong et al. 2012; Venkata Mohan et al. 2016).
However, the choice depends on the target products, feedstock availability, and
facility structure. In this sense, this chapter aims to discuss the main waste feedstocks
used in biorefineries, their pros and cons, recent literature reports, and their
applications.

3.2 Waste Biorefineries

Understanding the available feedstocks, their compositions, and the target products
is crucial to facilitate efficient waste valorization and choose the ideal bioconversion
process. Depending on their source, the wastes can present many valuable com-
pounds, which include carboxylic and other acids, carbohydrates, proteins, nitrogen,
phosphorus, and metals. When combined with the biorefining process, they can be
transformed into high-valuable products such as food additives, chemicals, biode-
gradable polymers, and bulk products, such as materials and energy. Numerous
sources of waste are explored in the biorefinery concept. In this chapter, we focus on
the major sources of waste, which are (i) lignocellulosic biomass, (ii) municipal solid
waste, (iii) FW, (iv) oil-based wastes, and (v) sewage sludge (Fig. 3.1).

The conversion processes of wastes are grouped into three major categories:
(i) thermochemical pathway, where high temperature is applied to feedstock using
chemicals as a solvent, such as liquefaction, pyrolysis, and gasification;
(ii) transesterification process based on chemical conversion, in which the wastes
are treated with chemicals; and (iii) biochemical process, where the waste feedstock
is converted into value-added products through enzymes or microorganisms, as in
anaerobic digestion and fermentation. Figure 3.2. summarizes these pathways. To



improve the biorefinery efficiency, a combination of two or more conversion routes
is employed in process integration (Tsegaye et al. 2021).
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Fig. 3.1 Major waste feedstocks for biorefineries facilities

Fig. 3.2 Main waste valorization pathways for energy purposes

Thermochemical conversion is considered the most versatile technology applica-
ble to many waste feedstocks. This technology uses severe treatment under high
temperatures and in some cases high pressure to generate energy and high-value
products (Labaki and Jeguirim 2017). Operating conditions and the end products are
the differences between the variants of this category.

Combustion is carried out under severe oxidative conditions and high tempera-
tures (800–1000 �C), to generate heat (Materazzi and Foscolo 2019). As alternatives
to combustion, gasification and pyrolysis are the refined thermochemical methods



aimed to generate solid, liquid, or gaseous biofuels. Characteristically, for pyrolysis
temperatures between 300 and 800 �C are employed and are divided in slow,
intermediate, and fast processes, based on their different temperatures, residence
times, and heating rates (Santos et al. 2020). Regardless of the type of pyrolysis, the
same energy products are generated (bio-oil, biochar, and syngas). For gasification,
O2, CO2, steam, or supercritical water treatments are applied on the waste feedstock
at high temperatures from 800 to 1000 �C. From this reaction, syngas and heat are
generated (Lee et al. 2020). Thermochemical liquefaction requires a moderate
temperature (250–400 �C) and high pressure to obtain biocrude oil, biochar, and
gases, in which the volume of liquid oil generated is higher than that of biochar and
gaseous products (Maroneze et al. 2019).
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The chemical wastes conversion is the transesterification of catalyzed process,
where fats and oils are converted to fatty acid methyl ester, known as biodiesel and
glycerol, using catalysts to increase the rate of chemical reactions. This reaction has
been widely used to produce biodiesel from waste cooking oil and waste animal fats
(WAFs). In the transesterification process, alcohols like methanol and ethanol are
used for chemical reactions owing to their low cost and high availability. The
transesterification can be performed with many catalysts including alkalis, acids,
and enzymes (Tan et al. 2019; Karpagam et al. 2021).

Bioconversion is the conversion of plant or animal waste into value-added
products or usable products through the process of waste transformation, using
biological agents such as whole cells or purified enzymes. The bio-based production
is environmentally sustainable, clean, and eco-friendly as they are bio-processed at
room temperatures (or close), using atmospheric pressure and free of harsh chemical
catalyzers (Mu et al. 2010). Moreover, bio-based production generates minimal
by-products and demands low energy (Bilal et al. 2021). Nevertheless, a prior
thermochemical or chemical treatment of feedstocks is vital for efficient
bioprocessing (Behera et al. 2014; Kiran et al. 2017). Biochemical transformation
of biomass can be achieved through three pathways: anaerobic digestion, fermenta-
tion, and enzymatic catalysis. The combination of these processes or only one
process can generate a broad range of products such as biofuels, biogases,
bioplastics, oligo- and monosaccharides, bioactive molecules, and lignin derivatives
(Cho et al. 2020).

Anaerobic digestion is a waste-to-energy technology commonly used at different
scales globally to produce energy and fertilizers. It occurs naturally at temperatures
between 35 �C (mesophilic) and 55 �C (thermophilic) when high amounts of wet
organic matter accumulate in the absence of oxygen (Meegoda et al. 2018). In this
bioprocess, anaerobic microorganisms convert different feedstocks, mainly food
wastes and animal manure, into biogases comprising 60–70% methane, 30–40%
CO2, and a solid nutrient-rich residue useful for crops applications (Xu et al. 2018).

Fermentation is the most versatile method for bioconversion processes owing to a
broad range of available carbon sources, microorganisms, and products. Thus,
fermentation is defined as the metabolic process that produces chemical changes,
through a sequence of enzymatic actions that microorganisms perform, to generate
energy through the oxidation of organic compounds (substrates) and the reduction of



an endogenous electron acceptor. Fermentation in the field of biochemistry is an
anaerobic process for energy production. However, in its broad definition, it refers to
any process where the action of microorganisms brings the desired change in the
substrates (Godbey 2014). The products, efficiency, and yield of fermentation
depend on the substrate, the catalyst (as isolated enzymes or whole cells), and the
process conditions (Tomasik and Horton 2012). Therefore, fermentation is grouped
into different subcategories in biorefineries application.
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Dark fermentation is a process developed for biohydrogen production performed
in the dark under anaerobic conditions using pure cultures or mixtures of microor-
ganisms since it is related to the acidogenic stage of the anaerobic digestion process
(Antonopoulou et al. 2011). Photo-fermentation is a process of converting organic
compounds such as volatile fatty acids (VFA) into H2 and CO2 through the action of
photosynthetic microorganisms to produce chemical energy from sunlight to power
metabolic enzymatic reactions (Sağır and Hallenbeck 2019). Nevertheless,
two-stage processes using sequential dark and photo-fermentation have been used
to increase overall biohydrogen yield since this parameter is higher in photo-
fermentation systems (Chen et al. 2008). Dark fermentation has lower production
costs than photosynthetic methods as it is characterized by ambient temperatures and
pressures. Moreover, it uses less expensive photo-bioreactors, such as organic
wastes from agroindustry or sewage as substrate (Antonopoulou et al. 2011).

The most applicable bioconversion process in the biorefinery context is the
fermentation of carbohydrates, mainly monosaccharides, and products transforma-
tion (e.g., organic acids and alcohols) to synthesize organic metabolites of commer-
cial interest. The products spectrum from this type of fermentation is biofuels,
organic acids, polysaccharides, amino acids, vitamins, antibiotics, solvents, and
proteins (Anderson 2009). In search of bioprocesses with high yields and produc-
tivities, the performance of biological catalysts, i.e., microorganisms or enzymes,
has been enhanced by genetic and protein engineering, genomic mining, and adap-
tive laboratory evolution (Utrilla et al. 2012).

3.3 Waste Feedstocks

From a biorefinery perspective, feedstock is any raw material that can be converted
into value-added products. Feedstocks are grouped into three main categories: the
first generation that uses edible crops; the second generation that uses non-edible
crops, agro-industrial residues, and other wastes (e.g., municipal and food), and third
generation that are microalgae-based processes (Moncada et al. 2014). First-
generation biorefineries are considered sustainable and economically feasible plat-
forms in the USA and Brazil where bioethanol is produced from corn and sugarcane.
Nevertheless, some ethical issues still exist regarding the use of edible crops for
synthesizing non-edible products (Albonetti et al. 2019. The second- and third-
generation biorefineries are also sustainable and economically feasible platforms
that avoid the ethical concerns mentioned above (Badgujar and Bhanage 2018).



e
However, probably the most studied is the concept of second-generation biorefinery,
in which the processes generate waste feedstock (Albonetti et al. 2019; D
Bhowmick et al. 2018). This waste feedstock includes agro-industrial (lignocellu-
losic) residues, municipal solid wastes, food wastes, waste cooking oil, and
animal fats.
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3.3.1 Agro-industrial Waste

With the rapid population growth, the agribusiness industry has experienced accel-
erated development, recording revenue of 75 billion dollars in 2017. However, this
development has turned agro-industrial wastes into an important environmental
problem, since more than five million metric tons are produced yearly (Ravindran
et al. 2018; Mehmood et al. 2021). Residues from agroindustry and timber are
attractive biorefinery platforms because the content of starch, xylan, glucan, and
lignin contains useful compounds for bio- and chemical conversions. Lignocellulose
comprises approximately half of the plant’s biomass, and it is the most important
renewable resource (Sánchez 2009). Lignocellulose has three main components:
cellulose (35–50%), hemicellulose (20–35%), and lignin (15–25%), and it is a rigid
structure organized as an intricate complex of polymers linked by covalent and
non-covalent bonds (Fig. 3.3) (Vargas-Tah et al. 2015; Kohli et al. 2019). Other
minor components of lignocellulose include vitamins, organic acids, volatile

Fig. 3.3 Structure of lignocellulose



compounds, fats, proteins, and inorganic compounds (mainly minerals) (Kumar and
Sharma 2017).
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Cellulose is a crystalline structure of glucose homopolysaccharides, linked and
stabilized by β(1–4) glycosidic and hydrogen bonds, respectively (Kannam et al.
2017). Hemicellulose is a branched acetylated heteropolymer composed of xylose,
glucose, and arabinose. Stabilized by hydrogen bonds, hemicellulose contains lower
amounts of galactose, mannose, and cellobiose, in a less organized structure than
cellulose (Kumar et al. 2019). Finally, lignin is an amorphous aromatic polymer
synthesized from monolignols such as guaiacyl, p-hydroxyphenyl, syringyl,
p-coumaryl, sinapyl, and coniferyl alcohols (Uzuner et al. 2018). Lignin is found
on the exterior of the lignocellulose macro fibrils, covalently attached to hemicellu-
lose, and acted as a crosslinker for cellulose and hemicellulose. Moreover, lignin
facilitates rigidity to the cell wall and protects the cellulose structure (Kumar et al.
2019). Physicochemical and thermochemical treatments are often used to hydrolyze
the structure due to the recalcitrance of lignocellulose and mechanical support.
Physicochemical and thermochemical treatments also help to obtain hemicellulosic
monosaccharides, organic acids mainly acetate, volatile compounds such as furans,
phenolic lignin derivatives, amorphous cellulose, and low amounts of glucose
monosaccharides (Kumar et al. 2009). Since glucose is the preferred substrate for
bioconversion processes, additional steps are required to break the amorphous
cellulose into free glucose molecules. Therefore, enzymatic saccharification is
often used for this purpose (Guo et al. 2018). A wide spectrum of agro-industrial
residues can be used as feedstocks in biorefineries. These include bagasses, straws,
corn stover and cobs, seeds, coffee pulp and grounds, grasses, and nuts shells.
Timber wastes are another important source of lignocellulosic feedstocks that
generate a significant amount of residues such as branches, chunks, and sawdust
from the cutting process of soft and hardwoods.

Sugarcane bagasse (SCB) is one of the most available wastes, being Brazil, India,
and China the top producers of SCB in the world. Since 270 tons of this residue can
produce 1000 tons of processed sugarcane, then approximately 600,000 million tons
of SCB are generated yearly (Loh et al. 2013; Martinez-Hernandez et al. 2018). The
average compositions of SCB are 40–45% cellulose, 30–35% hemicellulose,
20–30% lignin, and up to 2% ashes (Parameswaran 2009; Cardona et al. 2010;
Alokika et al. 2021). The SCB is more advantageous for bioconversion processes
owing to its low ash content and the higher yield of 80 t/ha per year, compared to
11–17% ashes and 1–20 t/ha per year of other wastes such as straws, grasses, and
woods (Pandey et al. 2000). SCB offers benefits to logistic management as it has
already been collected in the sugar mill and bioethanol factories, thereby reducing
processing costs. Bioprocess techniques to convert SCB into value-added products
are divided into a) liquid fermentation, where the whole or hydrolyzed bagasse is
utilized, and b) solid-state fermentation, where the SCB is applied as the carbon
source or as inert support (Pandey et al. 2000). Although SCB has mainly been used
for bioenergy and biofuels production, its versatility in cultivating microorganisms
enhances the development of the synthesis of alcohols, composites, polymers, fibers,
proteins, etc. Table 3.1 summarizes some processes from SCB to the synthesis
products.
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Table 3.1 Production of value-added compounds from different lignocellulosic sources

Agro-
industrial
waste

Yield/
Titer

Sugarcane
bagasse

TCH/ES/
fermentation

Fuel ethanol 78% Asia Yu et al. (2018)

Sugarcane
bagasse

TCH/ES/
fermentation

Fuel ethanol 77% South
America

Wanderley et al.
(2013)

Sugarcane
bagasse

TCH/ES/
fermentation

Fuel ethanol 92% South
America

de Araujo
Guilherme et al.
(2019)

Sugarcane
bagasse

TCH/fermentation D-lactate ~100% North
America

Utrilla et al.
(2016)

Sugarcane
bagasse

TCH/ES/
fermentation

2,3-butanediol 70% Asia Zhao et al.
(2011)

Corn stover TCH/ES/
fermentation

Fuel Ethanol 76% North
America

Vargas-Tah
et al. (2015)

Corn stover TCH/ES/
fermentation

Fuel Ethanol 74% Europe Öhgren et al.
(2006)

Corn stover TCH/fermentation Carboxylic
acids

55% North
America

Thanakoses
et al. (2003)

Rice straw TH/ES/
fermentation

Ethanol 81% Asia Wi et al. (2013)

Rice straw TCH/fermentation Butanol 13.5 g/L Asia Ranjan et al.
(2013)

Oat straw TCH/fermentation Biohydrogen 2.9 mol
H2/
molhexose

North
America

Arriaga et al.
(2011)

Wheat
straw

TCH/ES/
fermentation

Fuel ethanol 47% North
America

Saha et al.
(2005)

Wheat
straw

Chemo-mechanical Nanocomposites – North
America

Alemdar and
Sain (2008)

Wheat
straw

TCH/fermentation Xylitol 59% South
America

Canilha et al.
(2008)

Barley
straw

TCH/fermentation Acetone, buta-
nol, ethanol
mixture

27 g/L North
America

Qureshi et al.
(2010)

Barley
straw

TCH/ES/
fermentation

Fuel Ethanol 70% Europe Paschos et al.
(2020)

Sorghum
straw

Pulping/bleaching/
acetylation

Cellulose
acetate

– South
America

Andrade Alves
et al. (2019)

Corn cobs TCH/ES/
fermentation

Ethanol 78% North
America

Pedraza et al.
(2016)

Avocado
seed

TCH/fermentation D-lactate 94% North
America

Sierra-Ibarra
et al. (2021)

Softwood Co-pyrolysis with
zeolite

Aromatic
hydrocarbons

86% North
America

Qian et al.
(2021)
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Table 3.1 (continued)

Agro-
industrial
waste

Yield/

Aspen TCH/fermentation Fuel ethanol 94% North
America

Lawford and
Rousseau
(1991)

Oak TCH/fermentation Fuel ethanol 72% Asia Nigam (2001)

Eucalyptus Aqueous two-phase
extraction

Antioxidant
phenolics

1.89 mg/
100
mgwood

Europe Xavier et al.
(2017)

Eucalyptus TCH/fermentation Xylitol 26% South
America

Villarreal et al.
(2006)

Eucalyptus
kraft pulp

ES Caffeic acid 233 mg/L Asia Kawaguchi
et al. (2017)

Cedar Alkaline copper
oxide–peroxide
reaction

Vanillin 8.5% Asia Qu et al. (2017)

Pine Oxidation Vanillin 6.8% Europe Mathias and
Rodrigues
(1995)

TCH thermochemical hydrolysis, TH thermal hydrolysis, ES enzymatic saccharification

Straw crops include corn, rice, barley, oat, sorghum, wheat, and other grains.
However, the straw wastes consist of the remaining dry stalk of the cereal plants after
the extraction and removal of grains (Santulli 2017). Straw wastes are abundant
since they constitute approximately half of the total biomass of the harvested grains.
For example, 1661 million tons, 975 million tons, and 529 million tons of corns
stover/cobs, rice straw, and wheat straw, respectively, are annually produced world-
wide (Smil 1999; Agwa et al. 2020; Tan et al. 2021). The lignocellulosic content of
straw biomass is divided into 32–47% cellulose, 19–27% hemicellulose, 5–24%
lignin, and 13–20% ashes (Zaky et al. 2008; Palvasha et al. 2021). The relatively
high amount of ashes may be a major drawback for some biotechnological trans-
formations as it decreases the efficiency of thermochemical pretreatment and enzy-
matic saccharification (Huang et al. 2017). However, the integration of pre-washing
steps has improved the global processing efficiency (Singhal et al. 2021). Other
processes where straw wastes are widely used to avoid the effect of high ash content
include power generation, biogases production, composites, and usage as supporting
or filtering materials (Table 3.1).

Forestry wastes are widely used in biorefineries across the North Hemisphere
since they are one of the most available agricultural wastes in this region (Galbe and
Zacchi 2002). Several studies have recently reported their use around the world.
Widespread in most regions are wastes from woods such as oak, aspen, eucalyptus,
poplar, teak, pine, cypress, spruce, and cedar, commonly used to produce different
value-added products (Table 3.1). Another important fraction of woods is bark,
commonly used as solid fuel but with interesting and recently reported content of



bioactive and antioxidant components (Vangeel et al. 2021). Wood from timber can
be divided in two main groups: hardwoods and softwoods. Hardwoods are produced
by angiosperm trees, comprising of complex structures and vessels (Wilson and
White 1986). Hardwoods are used for a large range of applications that include
furniture making, musical instruments, boat building, fine constructions, barrels, and
manufacture of charcoal (Merkle and Nairn 2005). Softwoods are woods from
gymnosperm trees commonly used in the construction industry and paper pulp
(Khana and Ahring 2019). The chemical composition of soft and hardwoods
depends on the species, age, and growing conditions. However, the respective
average composition of softwoods and hardwoods is 43–45% and 40–55% cellulose,
20–23% and 13–40% hemicellulose, and 28% and 18–25% lignin (Galbe and Zacchi
2002; Dziekońska-Kubczak et al. 2018). Despite the high polysaccharides content
that makes timber wastes attractive for fermentation, the high content of lignin-
derived phenolic compounds is the main constraint for the biotransformation of these
materials as they are toxic for various microorganisms and inhibit saccharification
enzymes (Clark and Mackie 1984; Martinez et al. 2000; Palmqvist and Hahn-
Hägerdal 2000; Kumar et al. 2012). However, this constraint can be turned into
benefits to produce other high-value aromatic chemicals such as lignosulphonates,
vanillin, and antioxidants (Table 3.1).
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3.3.2 Municipal Solid Waste

The escalating population growth has increased the consumption of energy and
goods, generating more than two billion tons of municipal solid wastes globally,
being India, the USA, and China the major producers (Waste Atlas 2018). Unfortu-
nately, 33% of these residues collection or recycling are not effectively managed
(Nanda and Berruti 2021). Municipal solid wastes (MSW) comprise residues from
households, offices, educational institutions, and commercial enterprises, and they
vary according to the region and income (Funk et al. 2013). However, a general
classification organizes them into recyclables, compostable organic matter, toxic
substances, and solid wastes (Millati et al. 2019). The MSW treatment includes
landfilling, composting, waste-to-energy conversion, recycling, and incineration
(Rao et al. 2017). Of these management strategies, only the transformation of
MSW into energy is applied to the biorefinery context. The energy is produced
from biohydrogen or methane through the organic fraction of MSW, composed
predominantly of food wastes, minor quantities of office paper, yard wastes, and
corrugated newspapers (Ghosh et al. 2020). The high variability of organic MSW
and the reluctance of people to separate their wastes are the major challenges facing
biogas production (Appels et al. 2011). A more detailed review of value-added
products synthesis from food wastes is presented below.
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3.3.3 Food Waste

The Food and Agriculture Organization of the United Nations (FAO) defined food
waste (FW) as food and inedible parts removed from the human food supply chain in
the following sectors: food products manufacturing, food/grocery retail, food ser-
vice, and households (FAO 2011). The organization estimated that one-third
(approximately1300 million tons) of food produced for human consumption is lost
or wasted every year, generally dumped or incinerated with municipal solid waste
(Xu et al. 2018). These wastes are characterized by high moisture content that
generates dioxins from incineration, whereas dumping in open areas is associated
with huge social, environmental, and economic problems.

The FW composition presents a high energetic value, consisting mainly of
30–60% carbohydrates, 5–20% proteins, 10–40% lipids (w/w), and traces of inor-
ganic compounds (Kwan et al. 2016; Dhiman and Mukherjee 2021). However, the
composition varies by source. For example, animal-based wastes are rich in lipids
and proteins, whereas plant-based wastes are full of starch and carbohydrates
(Ravindran and Jaiswal 2016). The characteristics associated with their homogeneity
make these residues excellent candidates in waste biorefinery as they can be
converted into a spectrum of biofuels, bio-commodity chemicals, and bio-based
materials (Battista et al. 2020; Tsegaye et al. 2021). Table 3.2. presents the process
and waste origin of some of these products.

The food manufacturing industries, commercial and households kitchens, and
agricultural waste are the major sources of FW. Among the food processing indus-
tries, those with the greatest impact are the fruits processing industry as well as
vegetables, cereals, meat, dairy, poultry and eggs, seafood, and aquatic products
industries. However, approximately 85% of overall FW originate from plant-based
products, and only 15% are from animal products chains (Li and Yang 2016).

Plant-based wastes from the food industry are particularly interesting for the
renewable energy sector, as it is mainly of a lignocellulosic nature, with high
cellulose and lignin content (Ravindran and Jaiswal 2016). These wastes include
fruit and vegetable residues (peelings, stems, seeds, shells, and pulp), cereal residues
(mainly paddy, wheat, and corn), starch, and sugar. Since this waste is easily
obtained with high yield, the production of ethanol through fermentation with
Saccharomyces cerevisiae is the most common approach for FW valorization.
However, many bioproducts can be recovered through different approaches, such
as biohydrogen from dark fermentation (Yun et al. 2018), bioplastics and enzymes
from fermentation (Tsang et al. 2019), biogas from anaerobic digestion (Xu et al.
2018), and high-value products (e.g., carotenoids, phenolic compounds,
nanoparticles, and pectin) from different extraction methods (Ravindran and Jaiswal
2016). As these wastes are mostly made up of complex carbohydrates, a biological
hydrolysis processing method is always required. The processing is achieved using
acids or alkali. However, substances released may inhibit biological conversion.
Thus, enzymatic hydrolysis is the preferred method. In addition to the biological
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conversions, FW hydrolysates are also an option for growing medium for
microalgae, useful in producing a wide range of bioproducts (Kiran et al. 2017).
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Table 3.2 Bioproducts from food waste using different conversion methods

Production/
Yield

Tomato
residue

Pyrolysis Insecticidal
bio-oil

37.8% Cáceres et al.
(2015)

Mango seed Pyrolysis Bio-oil 28–38% Lazzari et al.
(2016)

Carrot discard
juices

Fermentation Bioethanol 11.98 g/L Clementz et al.
(2019)

Vegetable
wastes

Fermentation Bioethanol 251.85 mg/g Chatterjee and
Mohan (2021)

Kitchen waste Immobilized lactate
oxidase/Fermentation

Bioethanol 30 g/L Ma et al. (2014)

Beer fermen-
tation waste

Fermentation Bioethanol 102.5 g/L Khattak et al.
(2013)

Bakery/mixed
waste

Fermentation Lactic acid 230–270 mg/
g

Kwan et al. (2016)

Shrimp waste Solvent extraction Astaxanthin 0.284 mg/g Dave et al. (2020)

Dairy
wastewater

Microalgae culture Single-cell oil 0.8 g/L Ummalyma and
Sukumaran
(2014)

Bakery
hydrolyzed
waste

Microalgae culture C-Phycocyanin 22 mg/g Sloth et al. (2017)

Catshark
viscera

Fermentation Hyaluronic
acid

2.26 g/L Vázquez et al.
(2015)

Shrimp waste Alkali-acid treatment Chitin,
chitosan

510; 410 mg/
g

Khanafari et al.
(2008)

Fish skin Solvent extraction Acid soluble
collagen

25–45% Bhuimbar et al.
(2019)

Shrimp waste Solvent extraction Astaxanthin 0.0406 mg/g Sachindra et al.
(2007)

Fish waste Pyrolysis Bio-oil 57.1% Fadhil et al.
(2017)

Animal-based food wastes are from meat, poultry, seafood, and dairy industries.
The meat processing industry mainly generates wastes such as horns, hooves, bones,
contents of the gastrointestinal tract, hair, and deboning waste (Jayathilakan et al.
2012). In addition, slaughterhouse wastewater contains a high organic load and
polluting potential, as it is made up of protein, animal fat, blood, and detergent
residues (Maroneze et al. 2014). The seafood industry generates an important source
of relevant biomaterials in their wastes, which generally includes viscera, shrimp
shells, crab shells, skins, prawn waste, and fish scales (Sharma et al. 2020). Dairy
residues consist of complex organic milk constituents, such as fat, casein, lactose,



inorganic salts, detergent, and sanitizer residues (Dongre et al. 2020). Residues from
the vegetal origin and those of animal origin also present a vast exploitation
potential. Any of these sources can be converted into heat, power, or bio-fertilizer
through anaerobic digestion. Lactic acid fermentation is used to process meat and
poultry waste that produces lactic acid and lactic acid bacteria, which has been
applied as probiotic supplements (Ashayerizadeh et al. 2017). Dairy and slaughter-
house wastewater are excellent culture media for microalgae-based processes owing
to their high nutritional composition and the absence of inhibitor compounds
(Maroneze et al. 2014; Queiroz et al. 2018). The seafood waste is an excellent
source of different products and molecules through chemical and biological
processing of protein, enzymes, glycosaminoglycans, chitin, astaxanthin, hyaluronic
acid, and marine peptones (Vázquez et al. 2013; Sharma et al. 2020).
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Besides the potentialities, the lack of techno-economic evaluation of FW data in
biorefineries is a challenge. Moreover, the inconsistency in the composition and
structural complexity of these feedstocks also make it difficult to use them. Several
variables, including the location where the FW was produced, time of picking, and
diversified food habits of different cultures, are some of the major factors that
significantly affect the composition of the waste (Karmee 2016). Although FW is
a zero-value resource, the costs related to collection and transport are a bottleneck
that must be considered (Dhiman and Mukherjee 2021).

3.3.4 Oil-Based Wastes

Oil-based waste biorefineries are one of the main refineries, with some liquid fuels
such as biodiesel and bio-jet fuel being the main energy added value products
(Becerra-Ruiz et al. 2019). Currently, biodiesel production is carried out using
feedstocks such as edible vegetable oils (edible feedstocks), non-edible vegetable
oils, single-cell oils (microbial lipids), waste cooking oils (WCOs), and waste animal
fats (WAFs) from non-edible feedstocks (Adewale et al. 2015). Unlike edible
vegetable oils, from which approximately 95% of this biofuel is obtained, WCOs
and WAFs contribute to 10% and 6% of biodiesel production, respectively (Mathew
et al. 2021). However, the processing of edible and non-edible vegetable oils
is restricted in some countries as some of them are considered food products
intended for human consumption and for the limited availability of arable land
(Pinzi et al. 2014). As the processing of WCOs and WAFs has become relevant
for the biofuels production and the pollutants expelled into the environment mitiga-
tion, economic and environmental strategies are required to address the problems
associated with global renewable energies (Chen et al. 2021).

The sources of WCOs are from fried foods prepared in the food segment
(restaurants, households, hotels, etc.), where edible oils (e.g., soybean, canola,
corn, olive, and others) and some animal fats (mainly leaf lard) are used for deep
immersion cooking (Chen et al. 2021; Singh et al. 2021). As many countries do not
have suitable policies for disposing of oily liquid waste, cooking waste oils produced



can massively contribute to the pollution of water resources (Gui et al. 2008; Moecke
et al. 2016; Singh et al. 2021). WCOs obtained directly from cooking edible food
and oil are classified as yellow grease and characterized by a free fatty acid (FFA)
content of 8–15% (w/w). However, the WCOs obtained from grease traps processed
in sewage facilities to separate grease and oil from wastewater are classified as
brown grease and have an FFA content greater than 15% (Adewale et al. 2015; Pinzi
et al. 2014; Talebian-Kiakalaieh et al. 2013). In 2019–2020, approximate consump-
tion of edible oils reached 191.71 million tons, in which WCOs production was
estimated to reach 57.51 million tons (~30% yield) (Jiang and Zhang 2016; Singh
et al. 2021). In green fuel production, waste cooking oils are a possible substitute to
other feedstocks owing to their low manufacturing cost compared to conventional
edible vegetable oils (2.5–3.5 times lower) (Nanda et al. 2019; Rezania et al. 2019).
Different methods are used to produce biodiesel from residual cooking oil, which
includes base or acid transesterification (homogeneous, heterogeneous, and enzy-
matic catalysis), dilution or blending, micro-emulsification, thermal cracking, or
pyrolysis, among others. However, due to the high free fatty acids (FFAs) and
water content, this waste cannot be used directly, a pretreatment process should be
performed, which consequently affects the overall processing costs (Rezania et al.
2019; Singh et al. 2021; Yusuf et al. 2011).
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WAFs are obtained as end products from tanneries, slaughterhouses, and meat
processing units, serving as a potential cheap feedstock for biodiesel production. In
industrial biodiesel production, the most used WAFs are tallow (veal and beef), lard,
chicken fat, and fish oil (Adewale et al. 2015; Pinzi et al. 2014; Sander et al. 2018).
Animal fats comprise chemical structures similar to vegetable oils, but with a
different distribution of fatty acids and an FFAs content ranging from 10 to 25%.
This has been one of the main limitations of biofuel production (0.5% w/w FFAs
admitted content), and it is an essential parameter in the viability of the biodiesel
production process (Alajmi et al. 2018; Bianchi et al. 2010; Veljković et al. 2021).
Another technical drawback of using WFAs as feedstock is the high cloud point that
limits its use in areas where temperatures do not fall below 4 �C (Bagheri 2017).
Despite the above limitations, WAFs have low unsaturated fatty acids, offering
several advantages, such as high calorific value, high cetane number, and high
oxidation stability (Adewale et al. 2015). In addition, biodiesel production using
WAFs as feedstock is the most economical option (USD 0.4–0.5/L) compared to the
traditional vegetable oil transesterification (USD 0.6–0.8/L) (Demirbas 2009).

3.3.5 Sewage Sludge

Sewage sludge is an inevitable by-product of the wastewater treatment released from
various sources such as houses, industries, medical facilities, street runoff, and
businesses (Harrison et al. 2006). Along with the growing world population, indus-
try, and agriculture, the quantity of sewage sludge increases yearly and presents a
major ongoing disposal challenge for water management authorities globally. Lack



of waste generating data, treatment policies, and use policies of this waste further
aggravates its sustainable management. According to Gao et al. (2020), the global
sewage sludge production rate was recorded as 45 dry MT per year in 2017.
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Fig. 3.4 Schematic of the wastewater treatment process and typical composition of sewage sludge
(on dry basis). References: Thipkhunthod et al. (2006); Banerjee et al. (2020); Naqvi et al. (2021)

Sewage sludge contains many harmful elements, such as heavy metals,
non-biodegradable organic compounds, pathogens, and dioxins (Zhang et al.
2020). They may also contain chromium, lead, copper, nickel, and other metals of
approximate concentrations of between 0.1% w/w and 0.3% w/w (Agrafioti et al.
2013). Inadequate disposal facilities of these wastes cause serious environmental
problems and, consequently, affect human health. The treatment and management of
sewage sludge comprise approximately 50% of the wastewater treatment cost and
40% of greenhouse gas emissions (Banerjee et al. 2020). Nevertheless, sewage
sludge is biomass rich in organic carbon, nitrogen, phosphorus, and inorganic
compounds such as silicates and aluminates, in addition to having a high calorific
value and a good volatile content. Thus, a promising and alternative way to manage
sewage sludge is to use the waste as feedstock using a biorefinery approach
(Villalobos-Delgado et al. 2021).

The origin of the wastewater defines the characteristics of the final sewage sludge.
Furthermore, the processing stage in which the sludge was removed (primary,
secondary, and tertiary) also influences its composition. Figure 3.4 presents a
schematic basic wastewater treatment process with a typical composition of pro-
duced mixed sewage sludge.

In primary treatment, suspended solids and scum are removed in sedimentation
tanks. After this process, the primary sludge will consist of debris, bulk material, and
sand. The secondary treatment aims to reduce the biodegradable material, carried out
through a biological process, such as activated sludge, moving bed biofilm reactor,



sequencing batch reactor, upflow anaerobic sludge blanket, and stabilization ponds.
The solid residue originated from this step is mainly composed of extracellular
polymers, organic pollutants, heavy metals, nutrients, and microbial assemblages
(Banerjee et al. 2020). The tertiary treatment or advanced stage is applied when high-
quality waste is required, involving the chemical removal of dissolved nutrients,
mainly nitrogen and phosphorus. The sludge collected in this step presents a high
concentration of nutrients like NO3, PO4, and SO4, in addition to heavy metals in
many cases (Demirbas et al. 2017). Finally, the mixed sewage sludge consists of a
mixture of organic, inorganic materials, and moisture (Naqvi et al. 2021).
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Due to its composition, the main disposal routes for this waste include land
applications such as fertilizer. However, direct use in agriculture is controversial
due to the presence of heavy metals, pathogens, and micropollutants, which can
aggregate the food chain (Herzel et al. 2016). Fortunately, different conversion
methods have been proposed to convert sewage sludge into energy and chemicals,
which include thermochemical and biochemical processes or a combination of the
two platforms. According to Werle and Dudziak (2019) and Naqvi et al. (2021), the
thermochemical conversion of sewage sludge (incineration, gasification, and pyrol-
ysis) appears to be the most promising alternative for its management and energy
production in the future. This is due to the significant volume (up to 90%) reduction,
mass (up to 70%) reduction, and the sterility of the final by-product (Ducoli et al.
2021).

Sewage sludge incineration is the most practiced thermal technology with the
ability to recover energy and residual ash. The ash is rich in CaO2, SiO2, Fe2O3, and
Al2O3 and can be disposed into landfills or can be used as a raw material substitute in
cement industries (Ducoli et al. 2021). Moreover, the recovered heat can be used for
drying raw sewage sludge in other biorefining processing. However, it is a source of
harmful emissions of toxic compounds, in addition to being a costly alternative
(Banerjee et al. 2020).

The gasification process is an alternative to using sewage sludge as a raw material
for biorefineries. As this is a reducing process, it eliminates the problem of emitting
gaseous contaminants to the atmosphere, unlike incineration. The main products
from gasification are synthesis gas, a hydrocarbon-rich combustible gas suitable for
burning and generating energy. Another by-product is the biochar, a carbon-rich
solid material, that can be used for catalyst, adsorbent, or nutrients recovery.
However, due to the excessive moisture and ash content of sewage sludge, the
quality of gasification products is low. Thus, gas cleaning and high energy con-
sumption are the main bottlenecks to overcome. A viable option is to combine
energy production with phosphorus recovery (Werle and Dudziak 2019).

Pyrolysis of the sewage sludge produces liquid bio-oil, combustible gases, fixed
carbon, ash, and water vapor. Pyrolysis is considered a favorable sludge manage-
ment option, since it converts this feedstock into liquid bio-oil, combustible gases,
and biochar, with low emission of pollutants, in addition to demanding cheaper
equipment (Gao et al. 2020; Vali et al. 2021). The bio-oil produced in a yield is in the
range of 51–80 wt%, comprising of a complex mixture of water, organic com-
pounds, and other components that can be used as biofuel and chemicals, including



fertilizers, resins, and light aromatics (Djandja et al. 2020). This solid product (yield
between 35 and 80 wt%) has a high potential to be applied as an adsorbent of
pollutants such as H2S or NOx in gaseous streams or as a reducer in metallurgical
processes or as a fuel to maintain the process (Fonts et al. 2012).
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In summary, despite having high moisture, ash, and heavy metal content, sewage
sludge is a promising feedstock for energy and chemical recovery, especially if we
consider that the feedstock becomes a zero-waste material. However, it requires
preliminary dewatering to decrease the liquidity of the feedstock to up to ~20% and
increase its organic matter concentration, which significantly increases the costs of
these processes. Even so, Shahbeig and Nosrati (2020) showed that sewage sludge
was economically feasible to produce bioenergy from municipal sewage sludge
pyrolysis. However, the lack of technical-economic information in the literature is
another challenge related to sewage sludge biorefining.

3.4 Concluding Remarks

It was clearly demonstrated that there are a wide range of waste feedstocks that offer
exploration potential to produce a large spectrum of by-products, especially
bioenergy. This is a very interesting outlook for biorefineries, given that a portfolio
of products amplifies economic viability and confers adaptability to a process.
However, there are several key points of technical and economic difficulty that
must be addressed and dealt with in order to consolidate such bioprocesses.

The high cost, necessity of pretreatment in most cases, and current low oil prices
limit the industrial application of wastes as a biorefinery feedstock. Nevertheless, it
is crucial to consider that these processes not only increase additional value to the
waste but also solve environmental problems. Thus, to make the valorization of these
resources commercially viable, it is important to conduct additional R & D in this
domain, in addition to support from government agencies, through investments,
subsidies, tax credit, etc.

This chapter demonstrated that each residue has its benefits, limitations, specific-
ities, and possibilities. Thus, choosing the appropriate feedstock is challenging as it
depends on demand, availability of resources, and geographic position, among
others. Thus, for the viable development of a waste-based process, we recommend
conducting a careful analysis based on the information presented and the processing
requirements.
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