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RESUMEN 
 

En condiciones mixotróficas y heterotróficas, se evaluó el crecimiento celular y 

producción de ficocianina (FC) de la microalga extremófila Galdieria sulphuraria 

2919 en medios suplementados con glucosa, xilosa, mezcla de ambos azúcares e 

hidrolizados hemicelulósicos y celulósicos de rastrojo de maíz. Los valores del 

rendimiento de masa celular y la tasa de crecimiento específico mostraron que el 

metabolismo de la xilosa en condiciones heterotróficas tiene un aporte energético 

menor que el de la glucosa; sin embargo, en condiciones mixotróficas esta 

deficiencia se redujo por la producción de NADPH derivada de la presencia de luz. 

La producción de FC se vio afectada por la presencia de xilosa en comparación con 

la FC acumulada en presencia de la glucosa, lo que sugiere que la deficiencia 

energética por parte de la xilosa inhibe la biosíntesis de este pigmento. El uso de 

hidrolizados hemicelulósicos de rastrojo de maíz no permitió el crecimiento de la 

microalga, ya que el ácido acético en bajas concentraciones (0.6 g L-1) inhibe el 

crecimiento de G. sulphuraria. Sin embargo, esta microalga acumuló FC 

heterotróficamente en hidrolizados de glucano de rastrojo de maíz con una 

eficiencia similar a la obtenida con glucosa.  

 

La productividad de FC es dependiente de la luz, ya que estudios en 

autotrofia mostraron que limitando la exposición a la luz con: fotoperiodos, alta 

concentración de biomasa celular o uso de intensidades luminosas menores a 140 

μmol fotones m-2 s-1 afecta la acumulación de FC. Los estudios con fotoperiodos 

mostraron que la productividad de biomasa y FC presentan una relación lineal 

con el tiempo de exposición a la luz. En comparación con experimentos a menor 

biomasa, una concentración de biomasa inicial alta (1.4 g L-1) generó la inhibición 

del crecimiento celular debido al efecto de sombreado y un incremento del 30% 

del contenido de FC, alcanzando una productividad volumétrica de FC de 4.28 

mgFC L-1 d-1. Esta productividad equivale a un aumento de 18 veces en 
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comparación con los cultivos autótrofos con baja concentración de inóculo (1 g    

L-1). Esta estrategia mejora considerablemente la producción de FC en cultivos en 

lote con G. sulphuraria 2919. 
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ABSTRACT 
 

Under mixotrophic and heterotrophic conditions, cell growth and phycocyanin 

(PC) production of the extremophile microalga Galdieria sulphuraria 2919 were 

evaluated with glucose, xylose, a mixture of both sugars, and hemicellulosic and 

cellulosic hydrolysates from corn stover. The values of the yield of cell mass and 

the specific growth rate showed that the metabolism of xylose has a lower energy 

contribution compared to glucose under heterotrophic conditions; however, this 

deficiency was reduced under mixotrophic conditions by the production of 

NADPH derived from the presence of light. PC production was affected by the 

presence of xylose compared to PC accumulated in the presence of glucose, 

suggesting that xylose inhibits the biosynthesis of this pigment. The use of corn 

stover hemicellulosic hydrolysates hinders the growth of G. sulphuraria since 

acetic acid in low concentrations (0.6 g L-1) inhibits the growth. However, this 

microalga accumulated PC using the glucan hydrolysates from the corn stover 

with an efficiency similar to that obtained with glucose. 

 
Since PC productivity is light-dependent, autotrophy studies have shown that 

techniques that limit light exposure, such as photoperiods, high concentration of 

cell biomass, and the use of light intensities lower than 140 μmol m-2s-1 photons 

have an impact on the production of PC. Photoperiods showed that biomass and 

PC productivity have a linear relationship with light exposure time. A high initial 

biomass concentration (1.4 g L-1) inhibits cell growth by a shading effect and 

resulted in a 30% increase in PC content compared to cells without inhibition, 

reaching volumetric productivity PC of 4.28 mgPC L-1day-1. This productivity is 

equivalent to an 18-fold increase compared to autotrophic cultures with low 

inoculum concentration (1 g L-1). This strategy improves PC production in G. 

sulphuraria 2919batch cultures with. 
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INTRODUCCIÓN 
 

Dentro del ámbito del laboratorio de vías metabólicas, una de las áreas de estudio 

prioritarias se enfoca en la utilización de residuos agroindustriales como fuente para la 

producción de metabolitos de gran interés. En este contexto, hemos tomado la decisión 

de aprovechar el potencial del hidrolizado de rastrojo de maíz como un recurso 

altamente prometedor. Además, en el seno de nuestro grupo de investigación, se 

encuentra un campo aún poco explorado relacionado con el estudio de microalgas. En 

este sentido, hemos optado por investigar el potencial de la microalga Galdieria 

sulphuraria. Esta elección se basa en su capacidad para prosperar en condiciones 

heterótrofas, lo que nos brinda la oportunidad de utilizar el rastrojo de maíz como 

fuente de carbono. El objetivo fundamental de este estudio es explorar la producción 

de ficocianina, un compuesto de alto valor agregado y gran relevancia en diversas 

industrias, mediante esta innovadora combinación de recursos y organismos. 

 

Ficobiliproteínas 
 

Las ficobiliproteínas (FBP) son proteínas pigmentadas presentes en 

cianobacterias y en las microalgas rodofitas, criptofitas y glaucofitas. Estas 

proteínas se encuentran formadas por dos unidades (Fig. 1A): una apoproteína y 

un pigmento denominado ficobilina, el cual se encuentra unido de manera 

covalente a un aminoácido cisteína. La ficobilina (Fig. 1B) está compuesta por 

grupos prostéticos tetrapirrólicos, los cuales presentan un sistema conjugado de 

enlaces dobles y sencillos alternados, permitiendo deslocalizar electrones en 

respuesta una excitación luminosa [1]. 

 

La ficobilina (Fig. 1B) está compuesta por grupos prostéticos tetrapirrólicos, los 

cuales presentan un sistema conjugado de enlaces dobles y sencillos alternados, 

permitiendo la deslocalización de electrones en respuesta a la excitación 

luminosa [1]. 
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Figura 1. Componentes de las ficobiliproteínas. A) Ficobiliproteína de Phormidium rubidum; B) 
ficobilina representada por la ficocianobilina (C33H40N4O6): grupo prostético tetrapirrólico de la 

FC. (estructura tomada de https://en.wikipedia.org/wiki/ /junio 2022). 

 

Las FBP constituyen complejos supramoleculares recolectores de 

luz altamente organizados denominados ficobilisomas (Fig. 2) [2]. Estos 

complejos se encuentran presentes en la membrana externa de los 

tilacoides y desempeñan un papel crucial en la captación de fotones 

durante el proceso de fotosíntesis. Las principales FBP presentes en los 

ficobilisomas son: la aloficocianina, la ficocianina y la ficoeritrina. Cada 

una de estas proteínas pigmentadas tiene una longitud de onda de 

absorción característica que determina su coloración: la aloficocianina 

(λmax 650-655 nm; azul claro), la ficocianina (λmax 610-620 nm; azul) y la 

ficoeritrina (λmax 540-580 nm; rojo)  [3]. Cabe mencionar que los 

ficobilisomas además de contener FBP (aproximadamente 80% del 

peso seco del ficobilisoma), también cuentan con proteínas no 

pigmentadas, las cuales confieren la capacidad de estabilizar el 
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complejo, además de unirlo a la membrana tilacoidal [3]. 

 

 

Figura 2. Diagrama del ficobilisoma situado en la membrana tilacoidal (modificada de 
https://es.wikipedia.org/wiki/Ficobilisoma junio/2022). 

 

Las FBP tienen diversas aplicaciones entre las que destacan: 

agentes antioxidantes, neuroprotectores, anticancerígenos, colorantes 

(cosméticos y alimentos) y suplementos alimenticios; esto debido a su 

pigmentación fluorescente, naturaleza no tóxica y capacidad 

antioxidante [4]. Además, son  empleadas como marcadores en 

diagnósticos histoquímicos y en la síntesis de conjugados con 

moléculas de interés biológico [5]. Actualmente existen más de 30 

patentes sobre la producción de ficobiliproteínas, y su utilización en las 

diferentes industrias [6]. 
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Ficocianina, estructura y estabilidad 
 

La ficocianina (FC; Fig. 1A) extraída de la cianobacteria Arthrospira es un 

heterodímero compuesto por las subunidades α (~18 kDa) y β (~20 kDa); 

mientras que la subunidad β cuenta con dos moléculas del cromóforo 

ficocianobilina la subunidad α sólo presenta una. La conformación cuaternaria de 

la proteína depende del pH en el que se encuentra. En un rango de pH de 5 a 6, la 

conformación mayoritariamente se encuentra como un hexámero (αβ)6, mientras 

que a pH de 7 se encuentra principalmente formando un trímero (αβ)3 [3].  

  

La FC es un pigmento presente en diversas especies de microalgas y 

cianobacterias. Aunque la FC comparte el mismo cromóforo, llamado 

ficocianobilina, entre estos microorganismos, se ha demostrado que existen 

diferencias en la estabilidad de esta molécula. Estas diferencias se atribuyen a la 

composición aminoacídica de la parte proteica de la FC, especialmente al mayor 

número de residuos de cisteína presentes. 

 

Mediante el alineamiento de las secuencias proteicas de la FC provenientes 

de diferentes microorganismos, se ha observado que la composición de 

aminoácidos está altamente conservada, con un nivel de identidad del 70%. 

Además, se ha encontrado que las FC presentan una alta proporción de cadenas 

alfa hélices en su estructura secundaria. A nivel de estructura terciaria, también 

se han observado similitudes significativas entre las FC de distintas fuentes [7]. 

 

 Actualmente la FC más comercializada es la obtenida de la cianobacteria 

Arthrospira platensis (Espirulina); sin embargo, la necesidad por utilizar 

colorantes naturales ha incrementado la demanda de esta proteína, y debido a 

esto se buscan nuevas técnicas de producción y fuentes de extracción. Aunque 

existen diversas microalgas que producen esta proteína [7], la obtención de FC de 
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la microalga roja Galdieria sulphuraria es muy atractiva debido a sus 

características metabólicas y extremófilas [8]. 

 

 

 

Galdieria sulphuraria  
 

La microalga G. sulphuraria pertenece a la familia Cyanidiophyceae, que se 

encuentra dentro del filo Rhodophyta (algas rojas). Estas microalgas tienen la 

capacidad de crecer en ambientes extremos como lo son las fuentes termales; 

usualmente asociadas a localidades donde existe actividad volcánica [8]. Estas 

condiciones derivan en un ambiente hostil para la mayoría de los organismos, 

como un pH menor a tres y temperaturas por encima de los 40 °C [8]. Las 

microalgas de la familia Cyanidiophyceae pertenecen al filo Rhodophyta (algas 

rojas); que junto con las plantas verdes (Viridiplantae), glaucofitas (Glaucophyta) 

y cianobacterias son organismos fotosintéticos [9].  

 

La clase Cyanidiophyceae incluye en su mayoría microalgas extremófilas, 

las cuales se dividen en tres géneros: Cyanidium, Cyanidioschzyon y Galdieria [10]. 

De estos tres géneros, el único género capaz de crecer en ausencia de una fuente 

luminosa es Galdieria, esto derivado de su capacidad de metabolizar diversos 

compuestos orgánicos como fuente de carbono [11]. Algunas características de 

este género de algas eucariotas unicelulares incluyen: una morfología esférica, 

reproducción por medio de endosporas (4-8 endosporas), no presenta pared 

celular; sin embargo, cuenta con una cubierta de exopolisacáridos [12]. Se ha 

observado que G. sulphuraria cuenta de un solo cloroplasto; no obstante, presenta 

varias mitocondrias (> 3 por célula; Fig. 3), esto difiere de las demás microalgas 

rojas hasta la fecha reportadas, ya que éstas solo presentan una mitocondria 

[10,12]. 
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Figura 3. Esquema general de la microalga roja G. sulphuraria (modificado de Gaignard et al., 
2019). 

 

Entre sus características presentan la capacidad de utilizar más de 30 

diferentes biomoléculas como fuente de carbono (Tabla 1), tales como hexosas, 

pentosas y polioles entre otros. Cabe mencionar que la caracterización del 

crecimiento y producción de FC en estas fuentes no ha sido evaluada en su 

totalidad, ya que únicamente se ha caracterizado su crecimiento con glucosa, 

glicerol, fructosa y sacarosa. 
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Tabla 1. Fuentes de carbono reportadas como sustratos utilizados por cepas de Galdieria 
sulphuraria 

Sustrato 
Referencia 

/cepa 
Sustrato 

Referencia 
/cepa 

Sustrato Referencia/cepa 

D-Glucosa 

G. sulphuraria 
MBI [11] 

L-Fucosa 

G. sulphuraria 
MBI [11] 

Dulcitol 
G. sulphuraria 
MBI [11] 

D-Manosa L-Ramnosa Ribitol 

D-Galactosa D- Arabinosa 
D- Arabinosa 

G. sulphuraria 
074G [13] 

D- Fructosa D-Sorbitol  [14] 

6-Deoxi-
glucosa D-Manitol  

 

D-Sorbosa D-Arabitol  
 D-Xilosa L-Arabitol  

D-Ribosa Xilitol  

 

 

Con el objetivo de reforzar la clasificación taxonómica de la clase 

Cyanidiophyceae [15], 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 gen rbcL de diferentes microalgas 

recolectadas en diversas localidades del mundo y 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 (Fig. 4) [15]. 
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Figura 4. Fenograma donde se representa la relación dentro de la clase Cyanidiophyceae. 
Modificado de Cozzolino et al. (2000) [15]. 

 

Debido a las características extremófilas de las microalgas Cyanidiophyceae, se ha 

evaluado la estabilidad térmica de la FC producida de esta clase de microalgas, 

demostrándose que la estabilidad de la FC se pierde a temperaturas superiores a 

los 60 °C, mientras que la FC obtenida de A. platensis pierde su estabilidad a los 47 

°C [16,17]. Así mismo se evaluó la capacidad antioxidante de ambas moléculas y 

se encontró que su poder antioxidante es similar, por estas razones se concluye 

que la FC extraída de la microalga G. sulphuraria es un producto competitivo en el 

mercado [18]. 

 
 

Cultivos de microalgas 
 

El cultivo de microalgas a gran escala es usado para la producción de diversos 

productos entre los que destacan biomasa, y metabolitos específicos, p. ej. 

carotenoides, lípidos, ficobiliproteínas, toxinas específicas, entre otros. La 

producción de estos metabolitos, así como su biomasa, está directamente 
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relacionada con las condiciones del cultivo, las cuales se pueden clasificar en 

cuatro tipos [19]: 

 

i. Fotoautotrofia: Donde la luz se usa como fuente de energía 

(fotosíntesis) y la fuente de carbono proviene de la asimilación del 

dióxido de carbono (CO2). 

ii. Heterotrofia: 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. 

iii. Mixotrofia: El crecimiento se da tanto por fotosíntesis como por 

heterotrofia y por lo tanto la fuente de carbono es de origen orgánico e 

inorgánico. 

iv. Fotoheterotrofia: Cultivo en donde la energía se obtiene tanto por 

fotosíntesis como por heterotrofia; 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 orgánico la mayoría de éstas se cultiva en 

condiciones fotótrofas, utilizando 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 g L-1); derivada de la escasa difusión de luz dentro del cultivo y 

transferencia de dióxido de carbono, lo que limita el proceso de fotosíntesis. Así 

mismo los cultivos abiertos están expuestos a contaminaciones, y dado que no es 

posible controlar la temperatura del cultivo, conlleva a que la productividad de 

biomasa se vea afectada por las estaciones del año y la localidad geográfica en que 

se trabaje. Los fotobiorreactores son una alternativa para evitar estos 

inconvenientes en cultivos bajo autotrofia, ya que en los fotobiorreactores es 

posible controlar algunas condiciones de cultivo, tales como: la intensidad de luz, 
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temperatura y pH, además se puede garantizar la esterilidad del medio. Por estas 

razones, los foto-reactores se emplean preferentemente para la producción 

metabolitos dirigidos a las industrias farmacéutica y alimentaria [20]. El mayor 

inconveniente de los foto-reactores, en comparación con los cultivos abiertos, es 

su elevado costo de fabricación, debido a que el material debe ser transparente y 

resistente a químicos abrasivos, además del alto costo de mantenimiento del 

cultivo ya que es necesario mantener iluminados los reactores durante gran parte 

del día. 

 

 Interesantemente, existen microalgas capaces de crecer en condiciones 

heterotróficas, ya que estas cuentan con la maquinaria metabólica necesaria para 

poder translocar la fuente de carbono del medio de cultivo al interior de la célula 

y posteriormente realizar su catabolismo. El metabolismo heterotrófico de las 

microalgas se puede llevar a cabo en diferentes compartimientos celulares como 

lo son: cloroplasto, citoplasma, mitocondria y glioxisomas [4]. En la figura 5 se 

muestran las principales rutas metabólicas que conllevan a la producción de las 

moléculas base, las cuales a partir de diversas reacciones enzimáticas convergen 

en la producción de biomasa. Cabe puntualizar que, aunque las microalgas 

cuentan con algunas vías metabólicas necesarias para utilizar biomoléculas como 

fuente de energía, la presencia de trasportadores específicos es una de las 

principales limitantes de este metabolismo; ya que para poder utilizar las fuentes 

de carbono estas deben atravesar la membrana plasmática [21]. 
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Figura 5. Esquema de los principales metabolitos centrales del carbono utilizados para la 
producción de biomasa (Modificado de Guan et al., 2006 [20]). 

 

Diferentes géneros de microalgas han demostrado la capacidad de utilizar 

fuentes de carbono orgánico; sin embargo, como se muestra en la tabla 2 la 

mayoría de microalgas presentan mayores velocidades de crecimiento en 

condiciones autótrofas; esto se explica ya que la internalización de los substratos 

orgánicos es lenta [22]. Sin embargo, existen microalgas las cuales presentan 

mayores velocidades de crecimiento en condiciones heterótrofas en comparación 

con la autótrofa, esto debido a que la energía obtenida por medio de catabolismo 

de compuestos orgánicos es mayor a la obtenida por medio de la fotosíntesis, lo 

que facilita el crecimiento de las microalgas [23,24]. Estudios realizados en 

condiciones mixotróficas muestran que existe una sinergia en el crecimiento 

mixotrófico, derivado del metabolismo heterótrofo (metabolismo de fuente de 

carbono orgánico) y del metabolismo autótrofo mediante la asimilación de CO2 . 
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Tabla 2. Comparación de velocidades específicas de crecimiento de algunas microalgas 
evaluadas en cultivos foto-, hetero- y autotróficos (modificado de Lee, 2001 [22] ) 

  Velocidad específica de crecimiento (d-1)   

Especie Autotrófico Heterotrófico Mixotrófico Referencia 

    Glucosa Acetato Glucosa Acetato   

Chlorella 
pyrenoidosa 

0.082 0.038   NR   [25] 

0.11 0.098   0.198   [26] 

0.8 0.91   0.61   [27] 

Haematococcus 
pluvialis 

0.081 0.05   0.131   [28] 

NR 

  

0.014 

  

  

[25] [29] 0.013 0.009 0.037 

    0.024 

Scenedesmus 
acutus 

0.061 0.04   0.048   [26] 

Spirulina 
plantensis 

0.028 0.008   0.026   [20] 

Neochloris 
oleoabundans 

- 0.045 - - - [24] 

Galdieria 
sulphuraria 

0.1 1.1   NR   [30] 

 
- NR: No se encuentra reportado. 
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Crecimiento autotrófico, heterotrófico y mixotrófico de microalgas 
 
 Yan y colaboradores (2016) describieron algunas características 

necesarias para que una microalga pueda crecer en condiciones heterótrofas 

dentro de un biorreactor: 

  

i. Capacidad de realizar la división celular y mantener su 

metabolismo activo en ausencia de luz 

ii. Capacidad para utilizar sustratos orgánicos  

iii. Capacidad para adaptarse a cambios ambientales 

iv. Resistencia a estrés hidromecánico 

 

La mayoría de las microalgas en heterotrofia pueden utilizar diferentes 

sustratos como fuente de carbono, algunos ejemplos son: azúcares, alcoholes, 

ácidos orgánicos, entre otros. Sin embargo, diversos estudios han demostrado que 

en presencia de glucosa el crecimiento se ve favorecido, ya que se observa un 

aumento en su velocidad de crecimiento y respiración [25]. Este fenómeno puede 

explicarse debido a que la glucosa posee un mayor contenido energético (2.8 kJ 

mol-1) y por lo tanto, en comparación con otros sustratos, se genera más energía 

mediante el catabolismo de este azúcar; por ejemplo, en comparación con el ácido 

acético (0.8 kJ mol-1) [26]. Un ejemplo evidente del bajo requerimiento energético 

para el catabolismo de la glucosa es su proceso de asimilación oxidativa, el cual se 

inicia con la fosforilación de la glucosa para formar glucosa-6-P. Esta molécula no 

solo sirve como almacenamiento de energía, sino también como sustrato clave 

para la síntesis y el crecimiento de biomasa celular. 

 

 Además de las fuentes de carbono (orgánica e inorgánica), en las 

microalgas la producción de metabolitos y biomasa, aun utilizando la misma cepa, 

ha demostrado estar ligada a diversos factores ambientales, entre los que 

destacan el pH, temperatura, edad del cultivo, tamaño del inóculo, fuentes 
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nutricionales (fuente de nitrógeno, fósforo, etc.), régimen de crecimiento 

(autotrófico, mixotrófico y heterotrófico), y exposición a la luz (intensidad, 

longitud de onda, periodos de exposición), por mencionar algunos [4,27,28]. 

 

 

Producción de FC en la microalga roja G. sulphuraria 

 

Los ficobilisomas actúan como antenas accesorias que están 

estrechamente vinculadas a la presencia de luz. Es común observar que las 

microalgas que crecen en ausencia de luz no presenten pigmentos accesorios 

como las ficobiliproteínas y los carotenoides [29]. 

 

La producción de FC 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 [13,29,30]. No obstante, la acumulación de FC en cultivos 

heterotróficos es baja. Gross y Schnarrenberger (1995), observaron que en 

algunas cepas se puede reprimir la producción de este pigmento en 

condiciones heterótrofas.  

 

Estos autores evaluaron las cepas de G. sulphuraria 074G y 074W, 

aisladas del mismo nicho ecológico en Indonesia, ambas cepas presentaron el 

mismo crecimiento 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 FBP [13]. También, es por esto que la mayoría de los 

trabajos realizados con G. sulphuraria para la producción de FC utilizan la cepa 

074G [13]. 
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Actualmente no existe información suficiente sobre la síntesis de FC 

en cepas de G. sulphuraria, bajo diferentes condiciones de cultivo; pero se ha 

demostrado que existen condiciones donde se favorece su acumulación 

(Tabla 3). Esta información ha permitido conocer algunos factores que 

están directamente relacionados con la producción de FC: 

 

i. Disponibilidad de nitrógeno: se ha demostrado que un cultivo 

heterotrófico en inanición por fuente de carbono y con exceso 

de nitrógeno promueve la acumulación de FC, por lo que este 

pigmento es considerado un reservorio de nitrógeno [29]. 

ii. Intensidad de luz: a baja intensidad (< 200 μmol fotones m-2 s-

1) aumenta la producción de FC, ya que al ser un pigmento 

accesorio cuando existe una insuficiencia de fotones la 

microalga genera esta proteína para aprovechar mejor la 

energía luminosa [29,31]. 

iii. Nivel de oxígeno disuelto: durante el crecimiento heterótrofo, 

bajas concentraciones de oxígeno inhiben a la enzima 

coproporfirinógeno oxidasa, la cual es necesaria para la 

producción de los intermediarios en la biosíntesis de clorofila 

y ficobilinas [32]. 
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Tabla 3. Rendimientos de biomasa y FC obtenidos con la microalga G. sulphuraria 074G usando 
diferentes fuentes de carbono y condiciones de cultivo 

Cultivo 
Temp. 

(°C) 
Fuente de 
carbono 

Vel. crecimiento 
(días-1) 

Rendimiento 
(gps gazúcar

-1) 
FC  

(mgFC gps
-1) 

Referencias 
 

Heterotrófico (lote) 42 

glucosa 1.1 0.48 3.6 

[33] 

 

fructosa 1.08 0.54 3.4  

sacarosa 1.01 0.46 4.3  

melaza de 
remolacha 

1.44 0.42 11.2  

Mixotrófico (lote) 
42 

glucosa 1.2 0.84 28.1 

[29] 

 

glicerol 1.2 1 20  

Autotrófico (lote) - 0.1 0.1 g L-1  4  

Heterotrófico 
(alimentado) 42 glucosa 

0.6 0.43 26.7 
[23] 

 

Heterotrófico (continuo) 0.6 0.52 15.6  

Mixotrófico (2 fases; 
primera heterotrófica, 
segunda autotrófica) 

40 glucosa 0.51 

Productividad 
de biomasa 

103.1 mgps L-1 
h-1 

320 [30]  

-ps: peso seco  

 

 
 

Limitación de la luz como estrategia para la producción de pigmentos 
 

Graverholt y Eriksen (2007) compararon la producción de FC entre una 

cepa de A. platensis y G. sulphuraria. Mientras que A. platensis se cultivó 

autotróficamente en cultivos abiertos, G. sulphuraria se cultivó 

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 heterotrofia produjo 

FC a velocidades 1.7 a 13.6 veces mayor; ya que, aunque la cantidad específica 

de FC en G. sulphuraria (16.2 mgFC g-1) fue menor a la encontrada en la 

cianobacteria (73.5 mgFC g-1; cultivo autótrofo), la producción de biomasa fue 

13 veces mayor comparada con la producida por A. platensis [23]. Estas 

características hacen de G. sulphuraria una candidata potencial para la 
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producción de FC en condiciones heterótrofas, donde la productividad de la 

biomasa es al menos un orden de magnitud mayor en comparación con A. 

platensis. Sin embargo, las células de cultivos heterótrofos de G. sulphuraria 

presentan una baja concentración de FC ya que este compuesto es foto-

dependiente [30]. 

 

Una estrategia utilizada para aumentar la producción de pigmentos en 

microalgas capaces de crecer en heterotrofia con altos rendimientos es el uso 

de cultivos en dos fases, en las cuales cada fase tiene un objetivo específico. En 

la primera fase, las condiciones de cultivo se diseñan para lograr una alta 

concentración de biomasa mediante el crecimiento heterótrofo. En la segunda 

fase, las microalgas se someten a condiciones autotróficas, donde se exponen 

a la luz y/o se inducen condiciones de estrés celular. Esto provoca un aumento 

en la producción de pigmentos debido a respuestas adaptativas de las 

microalgas [30,34,35]. 

 

La luz presenta los efectos más importantes en la producción de 

pigmentos en las microalgas [36], ya que la mayoría de los pigmentos se 

utilizan como colectores de energía para realizar la fotosíntesis. Por lo tanto, 

las estrategias de limitación de la luz, como bajas intensidades, tiempos 

cortos de exposición y el efecto de sombreado, conducen a cambios en la 

acumulación de pigmentos. Los tiempos cortos de exposición a la luz o la 

baja intensidad de la luz conllevan a una baja disponibilidad de energía; por 

lo tanto, las células se ven obligadas a aumentar la cantidad de antenas o 

pigmentos accesorios con el fin de incrementar la captura de fotones, siendo 

la clorofila y las ficobiliproteínas los pigmentos más influenciados por la 

baja exposición a la luz [29,37]. Por otro lado, el efecto de sombreado 

también genera una limitación a la luz, debido a que una alta concentración 

celular en los cultivos impide el paso de la luz y por lo tanto la intensidad 
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luminosa promedio que reciben las células se encuentra limitada, lo que 

afecta el crecimiento celular y la producción de pigmentos [38,39] 

 

Biomasa lignocelulósica como fuente de carbono 
 

Una estrategia prometedora para la producción de pigmentos en 

microalgas es combinar la limitación de la luz con el uso de biomasa 

lignocelulósica como fuente de carbono. La limitación de la luz puede promover 

la acumulación de pigmentos, ya que las microalgas responden a la falta de luz 

aumentando la producción de pigmentos para maximizar la captación de energía. 

Además, el uso de biomasa lignocelulósica como fuente de carbono no solo puede 

ayudar a reducir los costos de producción, sino que también proporciona una 

alternativa sostenible y renovable.  

Una de las características reportadas para la microalga G. sulphuraria, 

es su potencial capacidad para utilizar diferentes fuentes de carbono en su 

crecimiento, esta característica ha sido evaluada a nivel cuantitativo con 

pocas fuentes de carbono, específicamente, glucosa, fructosa y glicerol. Por 

lo cual parte de este proyecto se centra en utilizar hidrolizados de residuos 

agroindustriales (materiales lignocelulósicos) como lo es el rastrojo de 

maíz, para evaluar el crecimiento, generación de macromoléculas y 

producción de FC utilizando la cepa 2919 de G. sulphuraria, y como fuente 

de carbono glucosa, xilosa, mezclas de glucosa – xilosa y jarabes de azúcares 

obtenidos de hidrolizados termoquímicos y enzimáticos del rastrojo de 

maíz. 

 

Los materiales lignocelulósicos están constituidos mayoritariamente 

de paredes celulares de plantas, las cuales se encuentran formadas 

principalmente por celulosa (38-50%), hemicelulosa (23-32%) y lignina 

(10-25%) [40]. La celulosa es una molécula lineal de tamaño variable 
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formada por moléculas de β-D-glucosa unidas por enlaces β-1,4-O-

glucosídicos, estas moléculas al unirse mediante puentes de hidrógeno y 

fuerzas de Van der Waals forman una estructura cristalina resistente a la 

hidrólisis química y enzimática [41]. Por otro lado, la hemicelulosa es un 

heteropolisacárido no lineal formado por pentosas (D-xilosa y L-arabinosa) 

y hexosas (D-glucosa, D-manosa y D-galactosa) unidos por enlaces β-1,4 y 

ocasionalmente por enlaces β-1,3, además contiene grupos acetilo 

formando parte de la estructura del polímero. Finalmente, la lignina es un 

heteropolímero amorfo y ramificado, formado por alcoholes aromáticos que 

da soporte a los polisacáridos estructurales (celulosa y hemicelulosa). 

Además, la lignina es altamente resistente a la degradación química y 

biológica [42]. 

 

Ya que los materiales lignocelulósicos son recalcitrantes a hidrólisis 

química y biológica, para poder realizar la hidrólisis de estos compuestos, y 

así obtener carbohidratos simples, se realizan tratamientos de hidrólisis 

ácida a temperaturas elevadas; lo cual genera un debilitamiento de las 

estructuras celulósicas y la concomitante hidrólisis de una fracción 

importante de la hemicelulosa. Se ha demostrado que utilizando estos 

pretratamientos se logra la liberación de mezclas de carbohidratos simples 

como: xilosa, mayoritariamente, y en menor proporción glucosa, arabinosa, 

manosa, y galactosa [43]. Posterior a este tratamiento es posible realizar 

una sacarificación enzimática del residuo sólido para liberar los glucanos 

que no fueron liberados en el tratamiento termoquímico lo cual genera un 

jarabe enriquecido en glucosa. 
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JUSTIFICACIÓN 
 

 

A pesar de los avances en el conocimiento sobre consumo de diferentes 

fuentes de carbono por parte de la microalga G. sulphuraria, actualmente no existen 

estudios sitemáticos acerca del uso de otras fuentes como xilosa, mezclas de 

xilosa-glucosa e hidrolizados de maíz, y su impacto en la acumulación de FC. 

Asimismo, no se ha explorado el efecto de la limitación de luz en la acumulación 

de dicho pigmento. Por lo tanto, el objetivo de este estudio fue investigar el 

potencial de la xilosa, las mezclas de xilosa y glucosa, así como de hidrolizados de 

los polímeros de monosacáridos del rastrojo de maíz como fuentes de carbono 

para el crecimiento de G. sulphuraria y la acumulación de FC.  

 

La influencia crucial de la luz en la producción de ficocianina es un 

conocimiento previo en este campo de estudio. Con el propósito de aumentar la 

concentración de este pigmento, se evaluaron condiciones que limitaban la 

disponibilidad de luz, tales como el uso de fotoperiodos, la baja intensidad lumínica y 

la alta concentración celular. 
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HIPÓTESIS 
 
 

 

 

Los jarabes provenientes de la hidrólisis termoquímica y enzimática del rastrojo 

de maíz (fuente de carbono rica en xilosa y glucosa) pueden ser utilizados como 

fuente de carbono por la microalga Galdieria sulphuraria 2919 y se pueden  

obtener velocidades parámetros de crecimiento y acumulación de FC 

comparables al utilizar glucosa o xilosa. Considerando que el azúcar xilosa es uno 

de los principales componentes de los jarabes derivados de la hidrólisis de la 

lignocelulosa, se plantea que esta puede ser empleada como fuente de carbono en 

los cultivos de la microalga Galderia sulphuraria 2919. Sin embargo, se espera que 

los rendimientos de crecimiento de la microalga y la acumulación de FC varíen 

significativamente en comparación con el uso de glucosa debido a las diferencias 

en el metabolismo de estos azúcares. 

 

La manipulación de variables de luz, como los fotoperiodos, la baja intensidad de 

luz y el incremento en la concentración inicial de biomasa resultará en un 

aumento en la acumulación de FC en la microalga roja G. sulphuraria 2919. 
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OBJETIVO GENERAL 

 

Evaluar la utilización de xilosa, mezclas xilosa-glucosa y de los hidrolizados del 

rastrojo de maíz como fuentes de carbono para la producción de FC en cultivos 

hetero- y mixotróficos con la microalga roja G. sulphuraria 2919 y evaluar 

diferentes técnicas que limitan el acceso a la luz con el fin de aumentar la 

acumulación de FC en autotrofia. 

 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

 

 

 

- Evaluar la utilización de xilosa como fuente de carbono y su efecto 

en la producción de FC en cultivos hetero- y mixotróficos. 

 

- Estudiar la producción de FC y biomasa utilizando jarabes 

provenientes de la hidrólisis de la fracción hemicelulósica y celulósica del 

rastrojo de maíz como fuente de carbono. 

 

- Evaluar la acumulación de FC bajo condiciones que limitan la 

exposición a la luz, tales como fotoperiodos controlados, bajas 

intensidades de luz y alta concentración de biomasa en cultivos 

autotróficos. 
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MATERIALES Y MÉTODOS  
 

Cepa y medio de cultivo 
  

Para este estudio se utilizó la microalga roja Galdieria sulphuraria 2919 

(UTEX), la cual fue obtenida de la colección de algas de la Universidad de Austin, 

Texas [17]. El mantenimiento de la cepa se realizó mediante cultivos autotróficos 

con una intensidad de luz constante de 140 μmol fotones m-2 s-1, pH inicial de 2 y 

temperatura de 42 °C [29] en matraces de 500 mL con 300 mL de medio de cultivo. 

El medio de cultivo mineral (11.4 mM (NH4)SO4, 1.22 mM MgSO4, 2.2 mM KH2PO4, 

0.14 mM CaCl2, 0.34 mM NaCl, 68.1 μM FeSO4, 47.7 μM EDTA, 92.5 μM H3BO3, 18.4 

μM MnCl2, 1.5 μM ZnSO4, 0.4 μM NaVO3 y 0.3 μM CoCl) fue ajustado a un pH de 2 

utilizando ácido sulfúrico 1 N [13]. La fuente de carbono orgánica se esterilizó 

de forma independiente. 

 

Cultivos en lote 
  

Los cultivos (heterótrofos, mixotróficos y autótrofos) se llevaron a cabo 

en matraces Erlenmeyer “bafleados” de 500 ó 250 mL con un volumen de 

trabajo de 300 ó 150 mL, respectivamente, pH inicial de 2, 42 °C y 200 rpm. 

Los cultivos autótrofos y mixotróficos se realizaron en presencia de luz 

constante a una intensidad luminosa de 140 μmol fotones m-2 s-1 (al menos que 

se indique lo contrario). Mientras que, para los cultivos heterótrofos los 

matraces fueron forrados con papel aluminio y envueltos en cinta adhesiva 

con el fin de evitar la iluminación a las microalgas. El pre-inóculo se tomó a 

partir de cultivos con 1 gramo de peso seco de biomasa sobre litro de cultivo 

(1 gps L-1) en condiciones autótrofas. Los cultivos utilizados para inóculos se 

realizaron en la fuente de carbono orgánica a evaluar en una concentración 

inicial de 10 gAZÚCAR L-1, y el inoculo se tomó cuando los cultivos se 
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encontraban al final de la fase exponencial (aproximadamente 4 días de 

cultivo). 

 

 Los cultivos sometidos a fotoperiodos controlados se realizaron en dos 

incubadoras, una iluminada (140 μmol fotones m-2 s-1, a menos que se indique lo 

contrario) y una en obscuridad a una temperatura de 42 °C y agitación de 200 

rpm. Los cultivos en biorreactor se realizaron en jarras de vidrio de 5 L con 

un volumen de trabajo de 3 L, con agitación inicial de 400 rpm, 1 vvm 

(volumen de aire volumen de medio por minuto-1) y a pH constante de 2, el 

cual fue controlado con KOH (4N), la evaluación de oxígeno disuelto se realizó 

mediante un electrodo, y su control durante el cultivo se realizó modificando 

la agitación (300-450 rpm). 

 

Hidrólisis termoquímica y enzimática del rastrojo de maíz 
 
 El rastrojo de maíz se procesó según lo reportado por Vargas-Tah et al. 

(2015), para esto el rastrojo se molió y tamizó en una malla de 20 f (abertura 

de malla 0.841 mm). Posteriormente 3.14 g de peso seco de esta biomasa se 

colocó en frascos Schott Duran (Karter Scientific) de 100 mL con 16.86 g de 

H2SO4 al 1% (para tener una concentración de 15% p p-1); la reacción de 

hidrólisis termoquímica se llevó a cabo a 129 °C durante 8 minutos utilizando 

una autoclave (Felisa FE-399, Guadalajara Jalisco, México). El jarabe resultado 

de la hidrólisis de la hemicelulosa se ajustó a pH 2 utilizando carbonato de 

calcio en polvo, mientras que los sólidos restantes fueron recolectados y 

lavados con agua destilada para su subsecuente sacarificación. Para la 

sacarificación se agregaron 20 g de estos sólidos secos y se llevó a 200 mL con 

50 mM de citrato de sodio pH 5; a esta solución se agregaron 15 unidades de 

papel filtro(FPU) gglucano-1 de un cóctel enzimático de celulasas (NS22086, 

Novozymes) y se realizó la liberación de glucosa durante 24 h a 50 °C y 150 
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rpm, el jarabe obtenido de la hidrólisis de la celulosa se ajustó a pH 2 con acidó 

sulfúrico para su posterior utilización en los cultivos con G. sulphuraria 2919.  

 

Métodos analíticos 
 

 
 La concentración de biomasa se obtuvo mediante una correlación entre 

absorbancia (DO800) y una curva de peso seco. Para la realización de esta curva se 

centrifugaron diferentes concentraciones de biomasa a 13,000 rpm (Eppendorf 

centrifuge 5410, Alemania); el pellet obtenido se secó a 60 °C (en horno portátil) 

hasta alcanzar un peso contante. La pendiente de la relación absorbancia vs peso 

seco (ps) fue de 0.8708 DO800nm gps-1 con un R2 de 0.946. 

 

Los monosacáridos consumidos se cuantificaron mediante cromatografía 

líquida de alta eficiencia (HPLC; Waters, Millipore, Milford, MA), equipado con 

una columna de exclusión iónica HPX-87H (Bio-Rad, Hercules, CA) y usando 

una fase móvil de H2SO4 (5mM) con un flujo de 0.5 ml min-1 a 60 °C. Así mismo, 

la glucosa se determinó con un analizador bioquímico (YSI model 2700, YSI Inc., 

Yellow Springs, OH, USA).  

 

 La extracción y cuantificación de lípidos, carbohidratos y proteínas se 

realizó a partir de una muestra de biomasa liofilizada. Para la cuantificación de 

lípidos se realizó una variante de la extracción reportada por Folch (1957). A 50 

mg de biomasa seca se agregaron 6 mL de una mezcla cloroformo:metanol 2:1, 

posteriormente la muestra fue incubada con sonicación para mejorar la ruptura 

de las células (sonicador, Branson Model B200 Ultrasonic, USA) durante una hora 

a temperatura ambiente (25° C), una vez terminado el tiempo de incubación la 

muestra se centrifugó a 10,000 rpm (Eppendorf centrifuge 5410, Alemania). Al 

sobrenadante obtenido se le agregaron 2 mL de una solución de cloruro de sodio 
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(10 g L-1), provocando la separación de fases. Los lípidos fueron cuantificados por 

gravimetría (balanza OHAUS, USA) después de que se evaporara la fase orgánica. 

 

Para la determinación de carbohidratos, a 50 mg de biomasa liofilizada se 

agregaron 500 μL de ácido sulfúrico al 72%, las muestras se incubaron a 30 °C en 

baño maría durante una hora, agitando cada 5 minutos en vortex. Posteriormente 

se agregaron 14 mL de agua destilada para llegar a una concentración de H2SO4 

de 4% y las muestras resultantes fueron tratadas térmicamente en autoclave a 

121 °C durante una hora. Se realizó la neutralización (pH 7) de las muestras con 

carbonato de calcio en polvo y el sobrenadante fue caracterizado mediante HPLC 

[43], utilizando como estándares los monosacáridos de glucosa, galactosa, xilosa 

y arabinosa, además de ácido acético. El análisis de proteínas se llevó a cabo 

utilizando 5 mg de biomasa liofilizada, la cual se trató con ácido tricloroacético 

(TCA; 24% p v-1) a 90 °C por 15 min [44]. Tras la hidrólisis, se realizó la 

cuantificación de proteínas por el método colorimétrico de Folin y utilizando 

albúmina de suero bovino como referencia [45]. 

 

La determinación de FC, a partir de biomasa húmeda, se realizó 

centrifugando a 3400 rpm (VELAB, México). La muestra obtenida (aprox. 30 mgps), 

fue lavada con amortiguador de fosfatos 100 mM (pH 7). La muestra fue congelada 

utilizando nitrógeno líquido y posteriormente se realizó una ruptura mecánica 

utilizando mortero y pistilo. Posteriormente se realizó una segunda ruptura 

mecánica con 100 μL de perlas de vidrio (450 - 500 micrones) en tubos cónicos de 

1.5 mL y agitación en vórtex (Daigger Scientific vortex mixer Scientific Industries, 

Bohemia, NY, USA) durante 1 min. Para las muestras liofilizadas, a 10 mg de 

biomasa se agregó 1 mL de amortiguador de fosfatos 100 mM (pH 7) y 0.1 mL de 

perlas de vidrio, posteriormente se agitaron en vórtex durante 1 min a máxima 

velocidad. Después de la ruptura mecánica todas las muestras se incubaron a 37 

°C durante 3 horas en agitación a  300 rpm y la FC se cuantificó mediante 

espectrofotometría en el sobrenadante (Genesys 10S UV–Vis Spectrophotometer, 
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Thermo ScientificTM, MA, USA) según  Moon et al. [17] (ecuación 1). Por otro lado, 

la cuantificación de FC en células completas se realizó por espectrofotometría de 

acuerdo a lo reportado por Nagarajan et al. [46] (ecuación 2), la muestra tomada 

directamente del cultivo se diluyo hasta alcanzar una absorbancia de 0.7 a 800 nm. 

 

                   [𝐴620 − 0.474(𝐴652)](5.34−1) =  𝑚𝑔𝐹𝐶  𝑚𝐿−1                       ecuación 1 

 

        139(𝐴620 − 𝐴800) − 0.0355(𝐴678 − 𝐴800) =  𝑚𝑔𝐹𝐶  𝑚𝐿−1            ecuación 2 

 

 

Los experimentos y análisis se llevaron a cabo en triplicado para garantizar 

la reproducibilidad de los resultados. Los valores promedio y su desviación 

estándar se presentan en los gráficos y tablas correspondientes. Se realizó un 

análisis de varianza unidireccional (ANOVA) con un nivel de significancia 

establecido en p = 0.05 para determinar si existían diferencias estadísticamente 

significativas entre los factores evaluados. Este análisis permitió identificar 

posibles variaciones significativas en los datos obtenidos. 

 

Predicción de la estructura del trasportador de azúcar de G. sulphuraria   
 

               Para construir el modelo teórico, primero se alineó la secuencia de 

aminoácidos del trasportador de azúcares de la microalga G. sulphuraria 074W 

con la base de datos del National Center for Biotechnology Information (NCBI), 

solicitando se buscara una secuencia aminoacídica con alta identidad en las 

secuencias y cobertura.  

 

               Posteriormente se realizó una búsqueda en la base de datos Protein Data 

Bank a abreviado: PDB [47], empleando la herramienta Blastp de NCBI, en donde 

se identificaron las plantillas (templates) que podrían ser utilizadas para la 

generación de un modelo tridimensional basado en la secuencia aminoacídica del 



 

página 36 

 

trasportador. 

 

                 El alineamiento de secuencias y la identificación de posibles plantillas, 

permitió identificar al trapsortador de azúcares de planta Arabidopsis thaliana 

STP10 [48] como posible candidato para la construcción del modelo 

tridimensional. Esta plantilla fue seleccionada con base en los parámetros 

establecidos por el módulo Blastp, los cuales demostraron que esta plantilla poseía 

la capacidad de representar la mayor parte de la secuencia de interés (cobertura), 

también de presentar una nula probabilidad de haber sido seleccionado de forma 

azarosa (valor E= 0.00) y, con similitud en la composición aminoacídica (ID) de 

47%. 

 

               Con base en la identificación de la plantilla se evaluaron las técnicas de 

modelado comparativo de macromoléculas para la predicción de la estructura 

terciaria, abordando de forma particular el modelado por homología, dada la alta 

similitud secuencial entre la secuencia de interés y la plantilla identificada (40% < 

ID < 90%). Se decidió implementar la técnica de modelado por homología usando 

el servidor Swiss-Model. Para la generación del modelo tridimensional final, se 

seleccionó al mejor modelo generado, de acuerdo a los resultados de validación 

obtenidos con el servidor PROCHECK [49]  
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RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 

Sección I: Evaluación del crecimiento y contenido de FC en Galdieria 
sulphuraria 2919 utilizando glucosa y xilosa en condiciones hetero- y 

mixotróficas. 
 

G. sulphuraria 2919 utiliza la glucosa eficientemente en condiciones 
heterótrofas y mixotróficas. 
 
 

El principal objetivo de esta sección del estudio fue utilizar el hidrolizado 

de la fracción hemicelulósica y celulósica del rastrojo de maíz como fuente de 

carbono para la producción de biomasa microalgal y evaluar el efecto en la 

producción de FC utilizando la microalga G. sulphuraria 2919. Dado que este 

material lignocelulósico esta principalmente conformado por los monosacáridos 

glucosa y xilosa, se decidió realizar la caracterización del crecimiento de la 

microalga utilizando glucosa, xilosa y una mezcla xilosa-glucosa como fuente de 

carbono en cultivos hetero- y mixotróficos.  

 

En la actualidad, se han documentado varios estudios que investigan el uso 

de la glucosa como fuente de carbono en la microalga G. sulphuraria [13,29]. Sin 

embargo, hasta el momento no se han reportado investigaciones que utilicen la 

xilosa como fuente de carbono, ni tampoco se han evaluado mezclas de xilosa y 

glucosa, para analizar su efecto en el crecimiento, la composición macromolecular 

y la acumulación de ficocianina (FC) en esta microalga. Además, no se han 

realizado estudios en condiciones mixo- o heretróficas usando la cepa UTEX 2919. 

Por lo que este estudio permitió comparar los resultados de crecimiento y 

acumulación de FC con las cepas previamente evaluadas.  

 

 En primera instancia, se comparó el crecimiento hetero-, mixo- y 

autotrófico de G. sulphuraria 2919 utilizando glucosa (10 gGlu L-1) y CO2 

atmosférico (400 ppm) como fuente de carbono orgánico e inorgánico, 
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respectivamente. Las cinéticas obtenidas en autotrofia mostraron un crecimiento 

lineal, con un tiempo de duplicación celular de 10.5 días (Fig. 6A). Este 

crecimiento con tendencia lineal es característico de los cultivos autótrofos [50]; 

en comparación con los cultivos heterotróficos (Fig. 6B y C), donde por lo general 

se observa un crecimiento exponencial. Esta reportado que esta tendencia lineal 

en cultivos autotróficos puede afectarse si los cultivos de microalgas se 

complementan con una fuente externa de carbono inorgánico, tal como se 

describe para los cultivos de G. sulphuraria suplementados con una corriente 

gaseosa conteniendo 2% de CO2 [28]. 

 

 Bajo condiciones heterotróficas y mixotróficas, se observó un crecimiento 

exponencial de la microalga, con un tiempo de duplicación de 0.5 días, y el cultivo 

alcanzó la fase estacionaria una vez que la glucosa se agotó (Fig. 6B y 6C). En 

contraste, en el cultivo autotrófico, no se observó una fase estacionaria en un 

período de 30 días, lo que indica que las células continúan creciendo al no existir 

un nutriente limitante en el medio. Al comparar los parámetros estequiométricos 

y cinéticos de los cultivos en condiciones heterotróficas y mixotróficas utilizando 

glucosa, se encontró que no hubo diferencias estadísticamente significativas en la 

tasa de crecimiento específico (µ), productividad volumétrica de la biomasa (Qp), 

rendimiento de masa celular en el azúcar consumido (YX/S) y la tasa específica de 

consumo de glucosa (qs) (Tabla 4). Cabe destacar que los valores de crecimiento 

específico en heterotrófica y mixotrofia son similares a los reportados para la cepa 

074G de G. sulphuraria (µ  1.2 d-1) cultivada en heterotrofia con glucosa como 

fuente de carbono [29]. 
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Figura 6. Cinéticas de crecimiento y consumo de glucosa de la microalga G. sulphuraria 2919 en: A) 
autotrofia, B) heterotrofia y C) mixotrofia; utilizando glucosa (10 gGlu L-1) para B y C. Condiciones de 
cultivo: pH 2, 42°C, 200 rpm, 140 mM fotones m-2s-1 los cultivos heterotróficos se realizaron en 
ausencia de iluminación), volumen de trabajo 300 mL en matraces “bafleados” con un volumen 
nominal de 500 mL. 

 

 El uso de glucosa como fuente de carbono permitió incrementar la 

productividad de biomasa, ya que esta aumentó 21 veces en comparación con el 

cultivo autótrofo (0.038 gps L-1 d-1). La productividad y biomasa final en las 

microalgas con metabolismo heterotrófico generalmente son bajas, siendo 

equiparables a las obtenidas bajo condiciones autotróficas, tal es el caso con: 

Botryococcus braunii  [51], Isochrysis galbana [52], Nostoc flagelliforme [53], 

Scenedesmus obliquus [54], Desmodesmus sp. [55], entre otras.  

 

Así mismo, se ha observado que el crecimiento de ciertas microalgas en 

condiciones mixotróficas exhibe velocidades específicas de crecimiento similares 

a la suma de las velocidades obtenidas en condiciones heterotróficas y 

autotróficas. Esta relación se puede representar comúnmente mediante la 
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siguiente ecuación: 
𝜇𝑀

𝜇𝐻+ 𝜇𝐴
= 1 [23, 53]. No obstante, los resultados obtenidos 

muestran una µ, rendimiento y productividad de biomasa, similar en condiciones 

hetero- y mixotróficas (Tabla 4), probablemente debido a que en los cultivos 

heterotróficos se obtuvo un crecimiento un orden de magnitud mayor en 

comparación con los autotróficos, por lo que el aporte derivado de la fotosíntesis 

no fue estadísticamente significativo para la cepa 2919 en las condiciones 

evaluadas. 

 

Tabla 4. Resumen de parámetros cinéticos y estequiométricos de los cultivos de G. sulphuraria 2919 
utilizando glucosa o xilosa en condiciones heterotróficas y mixotróficas 

 Glucosa Xilosa 

Heterotrófico Mixotrófico Heterotrófico Mixotrófico 

μ (d-1) 1.46 ± 0.03a 1.49 ± 0.00a 0.97 ± 0.04b 1.10 ± 0.08b 

Yx/s (gps  gAzúcar
-1) 0.60 ± 0.02a 0.58 ± 0.02a 0.36 ± 0.01b 0.43 ± 0.03c 

qs (gAzúcar gps
-1 d-1) 2.45 ± 0.16a 2.55 ± 0.08a 2.70 ± 0.03a 2.58 ± 0.16a 

Qp (gps L-1 d-1) 1.35 ± 0.05a 1.33 ± 0.01ab 0.95 ± 0.01c 1.15 ± 0.05b 

* ANOVA unidireccional (p = 0,05); letras iguales = sin diferencia entre medias. 

  

  

Los parámetros cinéticos obtenidos en condiciones heterotróficas 

mostraron una µ de 1.46 ± 0.03 d-1 y una QP de 1.35 ± 0.05 gps L-1 d-1. Estos valores 

son mayores en comparación con los reportados para otras microalgas como 

Chlorella y Neochloris oleoabundans, que son conocidas por su alta productividad 

de biomasa. Éstas  se encuentran dentro de las cepas reportadas con mayor 

productividad de biomasa, y en condiciones heterótrofas presentan un 

incremento equivalente al 300% en comparación con cultivos autótrofos (0.3 - 0.9 

d-1 y 0.2 - 0.6 gps L-1 d-1, respectivamente) [4,58,59]. Incluso, los valores obtenidos 

en este estudio son superiores a los reportados para la cepa G. sulphuraria 074G 

(µ de 1.2 d-1) [29], que es una de las cepas más estudiadas de Galdieria y fue 

cultivada bajo las mismas condiciones de trabajo. 
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Debido a la inusual capacidad que presenta G. sulphuraria 2919 de alcanzar 

productividades de biomasa por encima de las microalgas reportadas bajo 

condiciones heterotróficas, y aunado a que la tasa de crecimiento en condiciones 

heterótrofas es 21 veces mayor que en el crecimiento autótrofo; se plantea la 

hipótesis de que esta cepa tiene una capacidad excepcional para transportar y 

metabolizar la glucosa. Por esta razón se decidió llevar a cabo un estudio para 

analizar el transportador de glucosa presente en G. sulphuraria, para esto se 

realizó una búsqueda mediante similitud de secuencia de trasportadores de 

glucosa descritos y caracterizados en el género Chlorella, específicamente la 

proteína HUP1; como resultado se obtuvo una proteína putativa la cual se 

encuentra presente en el genoma de la cepa G. sulphuraria 074W y la cual se 

identificó como HUP1_Gs con el número de acceso XP_005707000.1 (Fig. 7A). Una 

vez determinada la secuencia proteínica se realizó un modelado por homología de 

esta proteína utilizando como “templado” la estructura cristalográfica del 

trasportador simport de glucosa (STP10) presente en la planta Arabidopsis 

thaliana [48]. 

 

El modelo de la proteína HUP1Gs de G. sulphuraria reveló la presencia de 

12 hélices transmembranales (M1-M12), las cuales están divididas en los 

dominios N y C y se conectan mediante un dominio de unión helicoidal (Fig. 7B). 

Esta organización estructural se encuentra conservada en una superfamilia de 

transportadores de azúcar [60]. Sin embargo, se observó que la proteína HUP1Gs 

carece de un dominio “Lid” compuesto por aminoácidos aromáticos, así como de 

un par de residuos de cisteína que forman un puente disulfuro entre los dominios 

N y C (Fig. 7C). Es importante mencionar que estos elementos se encuentran 

altamente conservados en los transportadores de diversos mono- y disacáridos 

[61].  
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Figura 7. Proteína transportadora de azúcar simport de G. sulphuraria 2919 (HUP1Gs). A) 

Secuencia de la proteína HUP1Gs, B) Modelo del trasportador, C) Superposición del modelo 
HUP1Gs y del transportador STP10 (A. thaliana), mostrando el dominio alifático “Lid”. 

 

 
 Los trasportadores tipo simport translocan dos moléculas 

simultáneamente (azúcar y H+), por lo que requieren de protones disponibles 

para internalizarlos [62]. Normalmente, los organismos que presentan estos 

trasportadores crecen a pH cercano a 7, donde la concentración de protones es 

baja. Para contrarrestar este efecto, los transportadores cuentan con un dominio 

denominado “Lid” (Fig. 7C), el cual está ausente en la proteína HUP1Gs. Este 

dominio tiene como función aislar el protón dentro de la proteína para ser 

importado del medio externo en conjunto con la glucosa; además, los 

transportadores presentan un par de cisteínas las cuales forman un puente 
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disulfuro entre los dominios N y C que estabiliza estos dominios y permite que el 

dominio “Lid” pueda aislar el protón dentro del trasportador.  

 

Estudios en el trasportador STP10 de A. thaliana mostraron, mediante 

mutagénesis de estos residuos cisteína, que al intercambiar los residuos cisteína 

por alanina su actividad disminuía a pH de 7; sin embargo, esta actividad se 

recuperó cuando se trabajó a pH 4 [61]. Esto indica que la disponibilidad de 

protones es un factor limitante en el transporte de azúcares, y que en presencia 

de una alta concentración de protones, el puente disulfuro y el dominio "Lid" no 

son necesarios. Con base en esto se sugiere que la alta tasa de crecimiento 

observada en este trabajo puede asociarse a la actividad del transportador 

HUP1Gs, que al trasportar el protón del medio extracelular (pH 2; alta 

concentración de protones) al interior de la célula (pH 7) hace al proceso muy 

eficiente en comparación con las microalgas que habitan en pH cercanos a 7 [11]. 

Los resultados también sugieren que esta ventaja se combina con un catabolismo 

eficaz de la glucosa. 

 

La xilosa es metabolizada eficientemente por G. sulphuraria 2919 
 
  Una vez finalizado el estudio del cultivo de control utilizando glucosa, se 

procedió a evaluar el uso de la xilosa (14Xil g L-1) como fuente de carbono para el 

crecimiento celular de la cepa 2919 en condiciones hetero- y mixotróficas (Fig. 8). 

Los resultados mostraron que esta cepa es capaz de metabolizar xilosa con una µ 

de 0.97 y 1.10 d-1, y un rendimiento de 0.36 y 0.43 gps gxilosa-1 en condiciones 

hetero- y mixotróficas, respectivamente (Tabla 4). El tiempo de duplicación en 

heterotrofia fue de 0.71 d; el cual es 16.6 veces menor al reportado por Oesterhelt 

et al. (1999), quienes, al evaluar diferentes fuentes de carbono, determinaron que 

el tiempo de duplicación de la cepa de G. sulphuraria MBI es de 11.8 d-1 utilizando 

xilosa (25 mM; 3.8 g L-1) [11]. Estos resultados también indican que el 
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metabolismo de la xilosa, y posiblemente de otras fuentes de carbono, varía entre 

las diferentes cepas de G. sulphuraria. 

 

Los resultados obtenidos mostraron que G. sulphuraria 2919 presenta un 

mejor aprovechamiento de la glucosa en comparación con la xilosa, esto se 

evidencia en una tasa de crecimiento más alta, así como en una productividad 

volumétrica y un rendimiento de biomasa superiores, al utilizar glucosa (42% y 

66%, respectivamente). No obstante, las tasas de consumo de sustrato específico 

(qS) fueron similares para ambos azúcares (2.5 y 2.7 gAzúcar gps-1 d-1 para glucosa y 

xilosa, respectivamente); lo cual indica que las diferencias observadas en las tasas 

de crecimiento y los rendimientos de biomasa no están relacionadas con la 

velocidad específica de consumo de los azúcares, sino al metabolismo de estos 

monosacáridos, por lo que el aprovechamiento de glucosa es superior al de la 

xilosa. 

 

Es importante destacar que, aunque los valores de los parámetros 

obtenidos con xilosa en la cepa 2919 son menores en comparación con los 

obtenidos con glucosa, siguen siendo significativamente altos. Estos valores son 

comparables e incluso superiores a los reportados en otras microalgas que 

utilizan glucosa como fuente de carbono [4,58,59]. Esto indica que G. sulphuraria 

2919 tiene la capacidad de aprovechar eficientemente la xilosa como fuente de 

carbono, aunque su desempeño sea inferior en comparación con la glucosa.  
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Figura 8. Cinéticas de crecimiento en condiciones: A) heterotróficas y B) mixotróficas utilizando 

xilosa (14 gXil L-1). Condiciones de cultivo: pH 2, 42°C, 200 rpm, 140 mM fotones m-2s-1 (los 
cultivos heterotróficos se realizaron en ausencia de iluminación), volumen de trabajo 300 mL en 

matraces “bafleados” con un volumen nominal de 500 mL. 

  

Finalmente, se realizó la comparación entre el crecimiento de la cepa 2919 

utilizando xilosa en condiciones hetero- y mixotróficas. Esta comparación mostró 

que contrario a los resultados con glucosa; el Qp y el YX/S obtenidos en cultivos 

mixotróficos con xilosa presentaron un aumento del 20% en comparación con los 

cultivos heterótrofos con xilosa. Este hallazgo sugiere que la presencia de luz tuvo 

un efecto significativo en el crecimiento de G. sulphuraria 2919 cuando metaboliza 

xilosa. Este efecto podría explicarse como consecuencia a la generación de 

NADPH, ya que el primer paso para metabolizar la xilosa es su isomerización a 

xilulosa, la cual entra a la vía de las pentosas para ser metabolizada.  

 

La generación de la xilulosa a partir de la xilosa se pude dar por dos vías 

(Fig. 9): (1) vía isomerasa, reportada principalmente en bacterias; esta vía se lleva 

a cabo mediante la enzima xilosa isomerasa (XI); mientras que (2) la vía 

oxidorreductasa, reportada en levaduras principalmente se realiza a través de la 

actividad acoplada de la xilosa reductasa (XR) y xilosa deshidrogenasa (XDH), 

cabe destacar que estas enzimas ocupan los factores NADPH y NAD+, 

respectivamente [63]. Por lo tanto, la presencia de luz en los cultivos mixotróficos 

con xilosa puede favorecer la generación de NADPH, lo cual potencialmente 
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mejora el metabolismo de la xilosa y contribuye al aumento en la productividad y 

rendimiento de biomasa observados en estos cultivos. 

 

 
Figura 9. Modelo de las posibles vías para la producción de xilulosa en el metabolismo de la 

xilosa (Adaptada de Zhao et al. 2020). 

.  

 

Para investigar si el NADPH generado en la fotosíntesis contribuye al 

metabolismo de la xilosa, específicamente en el proceso de isomerización de la 

xilosa, se llevó a cabo un análisis utilizando el genoma de G. sulphuraria 074W. 

Este análisis reveló que el metabolismo de la xilosa ocurre a través de la vía 

oxidorreductasa, ya que se encontraron las secuencias que codifican para las 

enzimas putativas XR (XP_005705628.1) y XDH (XP_005706696.1), además de 

que no se encontró la secuencia para la XI.  En conjunto, estos hallazgos indican 

que el NADPH generado durante la fotosíntesis en G. sulphuraria puede 

desempeñar un papel crucial en el metabolismo de la xilosa, específicamente en 

la vía oxidorreductasa.  
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Así mismo, Zheng et al. en 2014 observaron en la microalga verde C. 

sorokiniana un aumento del 100% en el rendimiento de biomasa por xilosa 

consumida bajo condiciones mixotróficas en comparación con cultivos 

heterotróficos. También reportaron que al utilizar un desacoplante de la cadena 

de transporte de electrones (diurón), el cual inhibe la producción de NADPH, 

provocó que el rendimiento de biomasa por xilosa consumida fuera equiparable 

al heterotrófico [64], demostrando que al inhibir la producción de NADPH hay un 

decaimiento en la producción de biomasa. Estos resultados permiten sugerir que 

el efecto obtenido en los cultivos mixotróficos con G. sulphuraria se debe a una 

sinergia de la fotosíntesis, específicamente a la producción del cofactor NADPH 

durante la fotosíntesis, y el uso de este cofactor en el metabolismo de la xilosa.  

Esta información proporciona una base para comprender mejor el metabolismo 

de la xilosa en G. sulphuraria y su relación con la fotosíntesis, lo que podría tener 

implicaciones importantes en la optimización de la producción de biomasa 

utilizando diferentes fuentes de carbono. 

 

G. sulphuraria 2919 acumula cantidades semejantes de FC bajo 
condiciones hetero- y mixotróficas 
 

 La FC es un producto de alto valor agregado y se sabe que algunas cepas 

del género G. sulphuraria son capaces de acumular esta proteína inclusive en 

condiciones de ausencia de luz, por lo que una vez evaluado el crecimiento celular 

de la microalga se determinó el contenido de esta proteína. La cuantificación de la 

FC se llevó a cabo posterior al agotamiento de la fuente de carbono (inicio de la 

fase estacionaria), la cuantificación de esta proteína pigmentada se realizó 

mediante espectrofotometría, utilizando como referencia la cantidad de proteína 

soluble total presente (Fig. 10).  

Al inicio de la fase estacionaria, indicada como tiempo 0 en la Fig. 10, se detectó 

una concentración cercana a 50 mgFC gps-1 de FC, tanto en las condiciones hetero- 
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como en las mixotróficas, independientemente de la fuente de carbono utilizada 

y sin que la presencia de luz tuviera un impacto significativo. Esto sugiere la 

existencia de una concentración basal de FC en la microalga, que no está 

relacionada con la fuente de carbono ni con la disponibilidad de luz.  

 

Una vez alcanzadas las 24 h después del término de la fuente de carbono (durante 

la fase estacionaria) se observó una acumulación equivalente al 300% y 82% de 

FC con base a la concentración basal para los cultivos de glucosa y xilosa, 

respectivamente. Este aumento en la concentración de FC se observó tanto en 

condiciones heterótrofas y mixotróficas. 

 

 

 

Figura 10. Contenido de FC determinada en cultivos hetero y mixotróficos utilizando (A) Glucosa 
y (B) Xilosa. 

 

 
La acumulación de FC observada, posterior a que se agotó la fuente de 

carbono ya había ha sido previamente reportada por Schmidt et al. (2005) 

Graverholt y Eriksen (2007) y Wan et al. (2016) en cultivos heterotróficos con la 

cepa 074G [23,30,33]. Este comportamiento de acumulación de FC se explica 

como una respuesta al estrés durante la falta de carbono, en la cual se acumula 
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nitrógeno en forma de FC [29], esto siempre y cuando exista un exceso de fuente 

de nitrógeno en el medio de cultivo (NH4) y se presente un recambio de 

macromoléculas, p. ej. carbohidratos y/o otras proteínas, para acumular FC.  

 

En nuestro estudio con G. sulphuraria UTEX 2919, se encontró un 

contenido de FC dos veces mayor cuando se utilizó glucosa como fuente de 

carbono en comparación con la xilosa, lo que indica que la fuente de carbono 

afecta la acumulación de esta proteína. Resultados similares fueron observados 

por Sloth et al. (2006), quienes encontraron una mayor acumulación de FC en 

cultivos heterotróficos con glicerol como fuente de carbono en comparación con 

glucosa y fructosa  [29]. Estos hallazgos sugieren que existe una producción basal 

de FC, pero que hay un mecanismo regulador complejo que interviene en la 

acumulación de FC durante la fase de inanición. 

 

Aunque aún se desconocen las implicaciones metabólicas relacionadas con 

la acumulación de esta proteína en el agotamiento de diferentes fuentes de 

carbono, sugerimos que es debido a la diferencia en la composición de 

metabolitos de reserva, ya que son estos metabolitos los utilizados para la síntesis 

de FC. Por esta razón se decidió estudiar la concentración de lípidos, 

carbohidratos y proteínas, presentes en las células, de igual forma a las 0, 12 y 24 

h posterior al agotamiento de la fuente de carbono (Tabla 5).  

 

La biosíntesis de la FC observada en la fase estacionaria se da como 

respuesta a la ausencia de una fuente de carbono, lo cual podría indicar que la 

energía y materia orgánica para la producción de esta proteína proviene de los 

metabolitos de reserva. Sin embargo, los resultados mostrados en la tabla 5 

indican que, a las 24 horas, donde se da la acumulación de FC, los valores de 

lípidos, carbohidratos y proteínas no presenta variación; por lo cual no es posible 

determinar con las técnicas evaluadas qué macromoléculas son metabolizadas 
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para la síntesis de este pigmento. Esto es debido a la baja concentración de FC 

acumulada, la cual se encuentra en valores de mg.  

 
 

Tabla 5. Evaluación en la composición de la biomasa con respecto al tiempo posterior al 
agotamiento de las fuentes de carbono 

Macromoléculas 
(%) 

Tiempo posterior al agotamiento de la fuente de carbono 

0 h 12 h 24 h 0 h 12 h 24 h 

Glucosa heterotrófico Glucosa mixotrófico 

Proteína 22.6 ± 2.14a 23.6 ± 4.21a 23.9 ± 5.28a 25.0 ± 1.04a 24.3 ± 2.57a 25.8 ± 4.65a 

Lipidos 9.19 ± 1.01a 8.00 ± 1.15a 8.81 ± 0.57a 8.76 ± 0.07a 9.16 ± 0.67a 7.59 ± 0.13a 

Carbohidratos  34.53 ± 4.64a ND 32.17 ± 4.85a 33.97 ± 1.84a ND 31.50 ± 3.47a 

  Xilosa heterotrófico Xilosa mixotrófico 

Proteína 27.27 + 2.67a 29.23 ± 3.30a 33.18 ± 0.60a 31.81 ± 3.04a 31.65 ± 6.39a 27.90 ± 1.72a 

Lipidos 9.26 + 1.37a 8.75 ± 1.07a 9.26 ± 0.40a 8.05 ± 2.64a 8.99 ± 2.57a 8.68 ± 0.06a 

Carbohidratos  41.87 + 3.71a 42.42 ± 3.91a 45.82 ± 5.70a 34.68 ± 3.44ab 35.57 ± 3.28b 32.40 ± 6.26ab 

ND: Valor no determinado  
* ANOVA unidireccional (p = 0,05); letras iguales = sin diferencia entre medias. 
 
 

 

 

 

Figura 11. Composición de la biomasa 24 horas después del consumo de la fuente de carbono en 
cultivos heterotróficos y mixotróficos utilizando glucosa y xilosa. 
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 En la figura 11 se expone de manera comparativa la composición 

macromolecular en las diferentes condiciones de cultivo evaluadas. El contenido 

de lípidos y proteínas mostró valores promedio de 8.9% (g gps-1) para lípidos y de 

25 a 31% (g gps-1) para proteínas, sin variaciones en los cultivos con glucosa, xilosa 

hetero- y mixotróficos. Estos valores concuerdan con los reportados por Graziani 

et al. en 2012 de 11.4% para lípidos y 26% para proteínas utilizando la cepa 

064/309 de G. sulphuraria y glicerol como fuente de carbono bajo condiciones 

heterótrofas [65]. Considerando que las fuentes de carbono evaluadas fueron una 

hexosa y una pentosa, y además el glicerol es un alcohol, permite sugerir que la 

naturaleza de la fuente de carbono tiene poco efecto en el porcentaje de lípidos y 

proteínas en la composición macromolecular de la biomasa. 

 

 Al evaluar los carbohidratos totales, representados como la suma de 

glucosa, xilosa, arabinosa y galactosa, se determinó que los resultados 

provenientes de los cultivos hetero- y mixotróficos suplementados con glucosa, 

no mostraron diferencias en la composición total de carbohidratos, sugiriendo 

nuevamente que la presencia de luz en estas condiciones no tiene un efecto 

significativo. Sin embargo, los cultivos heterotróficos suplementados con xilosa 

presentan una fracción mayor de carbohidratos totales equivalente al 25% en 

comparación con el obtenido en condiciones mixotróficas con xilosa, y también 

con los encontrados con glucosa en condiciones hetero- y mixotróficas. Dicha 

acumulación de carbohidratos se puede explicar por la baja tasa de crecimiento 

debida posiblemente a la concentración limitada de NADPH. Se ha reportado que 

bajas tasas de crecimiento conllevan a la acumulación de metabolitos. 

 

 Los resultados obtenidos en este estudio revelaron que la composición de 

los carbohidratos almacenados en las células de G. sulphuraria 2919 varió en 

función de la fuente de carbono utilizada (Fig. 12). En los cultivos heterotróficos 

y mixotróficos con glucosa, se observó una composición similar de carbohidratos 

de almacenamiento, con glucosa como el principal componente en mayor 
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proporción (40.0 ± 3.6%). Los otros azúcares determinados fueron galactosa 

(37.6 ± 5.1%), arabinosa (10.4 ± 2.8%) y xilosa (12.0 ± 1.6%). 

 

Sin embargo, cuando se utilizó xilosa como fuente de carbono, G. 

sulphuraria 2919 no acumuló xilosa como carbohidrato de reserva (Fig. 12C y D), 

tanto en condiciones mixotróficas como heterotróficas. En cambio, la proporción 

de xilosa se compensó con una mayor proporción de glucosa (58.1%). La 

proporción de galactosa (35%) y arabinosa (6.5%) no mostró cambios 

significativos entre los cultivos heterótrofos y mixotróficos. 

 

Estos resultados sugieren que G. sulphuraria 2919 regula negativamente la 

síntesis de polímeros de xilosa en presencia de xilosa como fuente de carbono. 

Además, esta diferencia en la composición de los carbohidratos de reserva podría 

ser una explicación para las variaciones en la acumulación de FC. Se ha observado 

que la biosíntesis de la FC ocurre posterior al agotamiento de la fuente de carbono, 

(fase estacionaria) utilizando los metabolitos de reserva como materia prima. Por 

lo tanto, la composición de estos metabolitos, incluyendo la proporción de glucosa 

y xilosa, podría influir en la acumulación de FC. 
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Figura 12. Composición de los azúcares, en carbohidratos de almacenamiento, evaluados en la cepa 
de G. sulphuraria 2919, 24 h después del agotamiento de la fuente de carbono con diferentes 

fuentes de carbono y condiciones de cultivo: A) glucosa - heterotrófico, B) glucosa - mixotrófico, C) 
xilosa - heterotrófico y D) xilosa - mixotrófico. 

 

La glucosa reprime el consumo de xilosa en G. sulphuraria 2919 
 

La caracterización con xilosa mostró variaciones en el crecimiento y 

contenido de FC con respecto a la glucosa y debido a que la hidrólisis de la fracción 

hemicelulósica del rastrojo de maíz genera un jarabe rico en xilosa y glucosa; se 

realizaron cultivos heterótrofos y mixotróficos de G. sulphuraria 2919 utilizando 

una mezcla de xilosa y glucosa (5 gAzúcar L-1 cada una), para evaluar el efecto de la 

mezcla de estos monosacáridos sobre el crecimiento celular, consumo de azúcares 

y acumulación de FC (Fig. 13). 

 

Es interesante notar que la velocidad de crecimiento alcanzada (1.08 ± 0.04 

d-1) fue similar a la observada con xilosa en condiciones mixotróficas (1.10 d-1), y 

el rendimiento de biomasa (0.56 ± 0.05 gps gazúcares-1) similar al obtenido con 



 

página 54 

 

glucosa (0.54 gps gazúcares-1) en condiciones hetero- o mixotróficas; no obstante, la 

tasa de consumo volumétrico de la mezcla de azúcares (1.64 ± 0.06 gAzúcar L-1 d-1) 

fue menor que las obtenidas de forma independiente con glucosa y xilosa (2.26 y 

2.65 gAzúcares L-1 d-1, respectivamente). Sugiriendo que la asimilación de azúcares 

totales se afecta negativamente en presencia de ambos monosacáridos. El efecto 

observado en la Qs, (Fig. 13B), muestra que la cepa 2919 tiene una clara 

preferencia por metabolizar glucosa sobre xilosa. Esta evidencia sugiere que 

existe una inhibición en el transporte de xilosa ejercido por la glucosa, lo cual ha 

sido previamente documentado para el transportador HPU1 en la microalga 

Chlorella [64]. Cabe señalar que para estos experimentos los inóculos se 

desarrollaron con glucosa o xilosa y en ambos casos se observó el mismo 

comportamiento en condiciones heterotróficas y mixotróficas. 

 

 

 

Figura 13. Cultivos lote de G. sulphuraria 2919 en condiciones heterotróficas y mixotróficas 
utilizando una mezcla de glucosa - xilosa (5 gAzúcar L-1 cada una). (A) Crecimiento celular y azúcares 
residuales, (B) Glucosa y xilosa residual y (C) Acumulación específica de FC. 
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 El contenido de FC se cuantificó a las 0, 12 y 24 h después del agotamiento 

de las fuentes de carbono (Fig. 13C). Los resultados muestran que la 

concentración de FC, obtenida con la mezcla de azúcares a las 24 h (86.7 mgFC      

gps-1), es similar con la cantidad observada con xilosa como única fuente de 

carbono (81.6 mgFC gps-1) y, por tanto, un 52% inferior a los valores obtenidos en 

los cultivos con glucosa. En las condiciones heterótrofas y mixotróficas utilizando 

mezclas de glucosa-xilosa, se observaron concentraciones similares de FC, lo que 

indica que la luz no tiene un efecto en la acumulación de esta ficobiliproteína en 

cultivos con una fuente de carbono orgánica. Sin embargo, es importante destacar 

que en estos cultivos con alta concentración de biomasa, se genera un efecto de 

sombreado significativo, lo cual limita la disponibilidad de luz dentro de los 

cultivos mixotróficos, lo cual puede afectar la biosíntesis de la proteína. 

 

Los resultados obtenidos, junto con los ensayos anteriores, sugieren que la xilosa 

tiene un efecto inhibidor sobre la acumulación de FC. Esto se evidencia en el hecho 

de que la xilosa fue el último monosacárido en ser consumido durante el 

crecimiento de la microalga. La presencia de xilosa parece tener un impacto 

negativo en la biosíntesis de FC, lo cual puede deberse a diversas razones, como 

la composición de los metabolitos de reserva. 
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Conclusiones del uso de xilosa como fuente de carbono y su efecto en la 
acumulación de FC. 
 

- La cepa 2919 de G. sulphuraria presenta rendimientos de biomasa 

al utilizar glucosa como fuente de carbono superiores a los de otras 

microalgas, incluso dentro del mismo género.  

 

- G. sulphuraria 2919 es capaz de metabolizar xilosa con un buen 

rendimiento de biomasa. Sin embargo, se observó que este rendimiento es 

aproximadamente un 40% menor en comparación con el obtenido con 

glucosa. Esto sugiere que el metabolismo de la xilosa puede requerir un 

mayor gasto energético en comparación con la glucosa. 

 
- Se observó que la microalga G. sulphuraria 2919, presenta una preferencia 

al consumo de glucosa sobre la xilosa y la asimilación de xilosa se observa 

inhibida en presencia de glucosa. 

 
 

- Se determinó que las células de G. sulphuraria 2919 cultivadas en 

mixotrofia con xilosa mostraron un incremento del 20% en la 

productividad de biomasa con respecto a los cultivos heterotróficos con 

ese azúcar. Se sugiere que este comportamiento se debe a la contribución 

que tiene el NADPH generado en la fotosíntesis.  

 
 

- Se corroboró que la acumulación de FC depende de la fuente de carbono, 

ya que con el uso de glucosa se obtiene 2.2 veces mayor acumulación de FC 

que con xilosa. Esto conlleva a sugerir que la fuente de carbono repercute 

en la producción metabolitos de reserva los cuales influyen en la 

biosíntesis de FC. 
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Sección II: Evaluación del crecimiento y producción de FC utilizando 
jarabes provenientes de la hidrólisis del rastrojo de maíz. 

 

 

La microalga G. sulphuraria no puede utilizar el hidrolizado hemicelulósico 
como fuente de carbono. 
 
 Para evaluar el rastrojo de maíz como materia prima en el crecimiento de 

G. sulphuraria 2919 y la producción de FC, se realizó un tratamiento 

termoquímico al rastrojo de maíz para liberar los azúcares contenidos en la 

fracción hemicelulósica, de acuerdo con el procedimiento descrito en Materiales 

y Métodos. Como resultado de esta hidrólisis termoquímica se generó un jarabe 

compuesto por xilosa (12.14 ± 2.75 gXil L-1), arabinosa (4.94Ara ± 0.64 g L-1) y 

glucosa (5.22Glu ± 0.91 g L-1). La cantidad total de pentosas fue de 17.08 g L-1 

(principalmente xilosa) y el contenido de glucosa correspondió al 24% del total 

de azúcares. También se analizó la concentración de furfural (0.08 ± 0.00 gFur L-1), 

hidroximetilfurfural (HMF; 0.14 ± 0.00 gHMF L-1) y ácido acético (2.21 ± 0.37           

gAc. Acético L-1), los cuales, además de compuestos fenólicos que no se cuantificaros 

(derivados de la hidrolisis parcial de la lignina), se sabe que inhiben el crecimiento 

de algunos microorganismos [66]. 

 

 

En la sección anterior, se demostró que la mezcla de glucosa y xilosa en el 

medio de cultivo resulta en una disminución en la velocidad de consumo de 

azúcares totales en comparación con el consumo de los monosacáridos por 

separado. Con el objetivo de investigar el efecto de los azúcares presentes en el 

jarabe obtenido de la hidrólisis termoquímica del rastrojo de maíz, se realizó un 

cultivo utilizando una mezcla proporcional de los azúcares (xilosa, arabinosa y 

glucosa) ajustada a una concentración total de 10 gAzúcares L-1. Esta mezcla fue 

utilizada para comparar los resultados obtenidos en la sección anterior, donde se 

utilizaron alrededor de 10 gAzúcares L-1 de una mezcla de glucosa y xilosa. 
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Por lo tanto, al medio mineral se adicionaron los monosacáridos: xilosa (6 gXil         

L-1), arabinosa (2.3 gAra L-1) y glucosa (2.0 gGlu L-1) para obtener 10 gAzúcares L-1 de 

azúcares totales. Debido a que este cultivo se usó como control para evaluar el 

consumo de azúcares, los furanos y el ácido acético se excluyeron en este 

experimento. La cinética obtenida (Fig. 14) muestra que G. sulphuraria 2919 es 

capaz de consumir los tres monosacáridos, con consumo preferencial por la 

glucosa.  

 

  

Figura 14. Cultivo heterotrófico con mezcla de monosacáridos equivalente a los presentes en la 
hidrólisis termoquímica del rastrojo de maíz. Condiciones de cultivo: pH 2, 42°C, 200 rpm, 
volumen de trabajo 300 mL en matraces “bafleados” con un volumen nominal de 500 mL. 

 

El resultado obtenido indica que la presencia de glucosa inhibe el consumo 

de las dos pentosas (xilosa y arabinosa); sin embargo, posterior al agotamiento de 

la glucosa, las pentosas se consumen al mismo tiempo, lo que sugiere que ambas 

pentosas pueden ser internalizadas por el mismo trasportador. Al evaluar los 

parámetros cinéticos se observó que los valores de µ y YX/S obtenidos son de 1.1 

d-1 y 0.54 gps gAzúcares-1, respectivamente; estos valores son cercanos a los 

observados con la mezcla de glucosa-xilosa. Además, al cuantificar la FC en las 

células provenientes de este cultivo se observó que el valor alcanzado de 86 mgFC 

gps-1, a las 24 h posterior al agotamiento de las pentosas, es similar al obtenido con 
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la mezcla de xilosa-glucosa en condiciones heterotróficas. Este resultado permite 

sugerir que el contenido de FC está vinculado al último carbohidrato 

metabolizado; ya que, las pentosas (xilosa y arabinosa) fueron los últimos 

carbohidratos en ser consumidos. 

  

La evaluación del hidrolizado termoquímico de rastrojo de maíz se realizó 

mediante la dilución de este en 2.22 veces, obteniendo una concentración inicial 

en el cultivo de 10 gAzúcares L-1 de azúcares totales, a este jarabe diluido se le 

adicionaron las sales del medio de cultivo mineral. Sin embargo, después de 7 días 

de cultivo bajo condiciones heterótrofas y mixotróficas no se detectó crecimiento 

(datos no mostrados), y posterior a los 7 días de cultivo se observó que las células 

perdieron la capacidad de reproducirse, ya que al colocar las células en medio 

mineral con glucosa no se observó crecimiento. Este resultado sugirió que el 

jarabe contiene uno o más componentes que inhiben el crecimiento de las 

microalgas. Debido al potencial efecto inhibidor del furfural, HMF, ácido acético y 

polifenoles [67,68], estos compuestos se evaluaron por separado en condiciones 

heterótrofas, utilizando glucosa (10 gGlu L-1) y añadiendo 1 gAc. Acético L-1 de ácido 

acético, 0.03 gFur L-1 de furfural, 0.05 gHMF L-1 de HMF y 0.5 gAc, sir L-1 de ácido 

siríngico (como compuesto fenólico de referencia; Fig. 15), estas concentraciones 

usadas corresponden a las concentraciones encontradas en el jarabe posterior a 

su dilución de 2.2 veces. 
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Figura 15. Ensayos de inhibición utilizando compuestos tóxicos presentes en el jarabe 
proveniente del hidrolizado del rastrojo de maíz. El eje “y” representa a las tasas de crecimiento 

(μ) siendo 1.5 d-1 el 100%. Todos los ensayos se llevaron a cabo en condiciones heterotróficas 
utilizando una concentración de 10 g L-1de glucosa. 

  

No se encontró efecto de inhibición drástica por la presencia de furfural, 

HMF o ácido siríngico, ya que las tasas de crecimiento específicas son similares a 

la obtenida con el medio de control suplementado sólo con glucosa.  

 

Sin embargo, se encontró que el ácido acético a una concentración de 1        

gAc. acético L-1 inhibió el crecimiento de G. sulphuraria 2919. Además, se diluyó el 

hidrolizado de rastrojo de maíz 10 veces para evaluar el crecimiento en presencia 

de 0.3 g L-1 de ácido acético y 2.3 g L-1 de azúcares totales (datos no mostrados). 

En estas condiciones, la microalga logró crecer con una tasa de crecimiento 

específica de 0.83 d-1 y un rendimiento de biomasa en relación con el sustrato de 

0.44 gps gAzúcares-1. Aunque la concentración total de azúcares fue baja, se logró 

acumular 92 mgFC gps-1 24 horas después del agotamiento de los azúcares. Estos 

resultados indican que hay un umbral de inhibición para el ácido acético entre 

0.3-1.0 g L-1 y que G. sulphuraria 2919 es capaz de producir FC a partir de una 

mezcla compleja de azúcares, obteniendo valores similares a los observados en 

cultivos heterotróficos con xilosa. 



 

página 61 

 

 

 

El ácido acético reprime el consumo de glucosa en G. sulphuraria 2919 
 

 La inhibición en el crecimiento previamente observada, ha sido estudiada 

para diversos microorganismos, esta inhibición se explica porque algunos ácidos 

orgánicos en su forma no disociada pueden translocarse al interior de la célula 

por difusión pasiva y, si el pH intracelular está por encima del valor pKa del ácido 

orgánico, el ácido se desprotona provocando una disminución del pH intracelular 

[69]. En  particular el pKa del ácido acético es 4.75 y 4.77 a 25 y 42°C, 

respectivamente [70]. Dado que el pH inicial de los cultivos es de 2, el ácido acético 

no se encuentra disociado y puede penetrar al interior de las células. Además, se 

ha reportado que el pH intracelular en G. sulphuraria es cercano a 7 [11], por lo 

tanto, el ácido acético dentro de la célula se desprotona, provocando la 

acidificación del citosol e inhibiendo el crecimiento de microalgas.  

 

 Para determinar la concentración mínima inhibitoria del ácido acético 

sobre el crecimiento de G. sulphuraria, se realizó un estudio a concentraciones 

inferiores a 1 gAc. acético L-1 de ácido acético (utilizando el medio mineral con glucosa 

a 10 gGlu L-1; Fig. 16). Se observó que la concentración mínima inhibitoria de ácido 

acético sobre el crecimiento celular fue de 0.6 g L-1. Además, por debajo de este 

valor, se observó que G. sulphuraria 2919 es capaz de asimilar y metabolizar ácido 

acético (Fig. 16). Así mismo, a pesar de la baja masa celular producida con ácido 

acético, en las cinéticas se observa que este ácido fue utilizado como fuente de 

carbono por la microalga aun en presencia de glucosa. Aunque no existen estudios 

del metabolismo de ácido acético por esta microalga, es posible que lo metabolice 

utilizando la vía del glioxilato. Cabe mencionar que, hasta ahora, no existe 

evidencia en la literatura que informe sobre el uso de ácido acético como fuente 

de carbono por G. sulphuraria.  
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En la figura 16, se observa que la glucosa se consume después de que el 

ácido acético se agota en concentraciones de 0.15 a 0.5 gÁc. acético L-1. Esto indica 

una represión en el consumo de glucosa causada por el ácido acético, lo que 

resulta en un aumento en el tiempo de crecimiento retardado, que coincide con el 

tiempo en el que se consume el ácido acético. Este efecto se observó hasta 

concentraciones de 0.5 gAc. acético L-1 de ácido acético, ya que concentraciones más 

altas no permitieron el crecimiento de la microalga. Estos resultados sugieren que 

el ácido acético inhibe el consumo de glucosa y, como se mencionó anteriormente, 

la glucosa inhibe el consumo de arabinosa y xilosa. Es necesario realizar más 

estudios para comprender el mecanismo molecular detrás de esta jerarquía en el 

consumo de diferentes fuentes de carbono por parte de la microalga G. 

sulphuraria. 

 

 

  

 

Figura 16. Determinación de la concentración inhibitoria mínima de ácido acético A) Cinéticas en 
cultivos heterotróficos, B) Consumo de ácido acético y C) Consumo de glucosa. Usando 

concentraciones de ácido acético de 0.0, 0.15, 0.3, 0.35, 0.4, 0.5 y 0.6 gAc. acético L-1. 
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En estos experimentos, se determinaron los valores de rendimiento de 

biomasa en relación con la glucosa consumida y la tasa de crecimiento específico 

durante la fase exponencial. Los resultados obtenidos mostraron que estos 

valores fueron de 0.53 gps gGlu -1 y 1.18 d-1, respectivamente (Tabla 6). Se observó 

que estos valores fueron muy similares en los experimentos con ácido acético en 

concentraciones menores a 0.6 gAc. acético L-1, incluyendo el experimento control sin 

adición de ácido acético. Por lo tanto, se puede concluir que la presencia de ácido 

acético en concentraciones inferiores a 0.6 gAc. acético L-1 no afecta la viabilidad 

celular. 

 

 

 

 

Tabla 4. Efecto de la presencia de ácido acético en los parámetros cinéticos 

Concentración inicial de 

ácido acético (g Ac. acético L-1) 0 0.15 0.3 0.35 0.4 0.5 

 
0.6 

Rendimiento (gps  gsustrato
-1) 1.06 ± 0.07 1.31 ± 0.01 1.10 ± 0.03 0.86 ± 0.14 1.13 ± 0.26 0.95 ± 0.16 ND 

Vel. de crecimiento (d-1) 0.54 ± 0.01 0.55 ± 0.04 0.50 ± 0.02 0.55 ± 0.03 0.47 ± 0.07 0.50 ± 0.07 ND 

ND = no se detectó crecimiento. 

 

 
El hidrolizado celulósico derivado del rastrojo de maíz se puede utilizar 
para la acumulación de FC. 
 

  

Dado que el ácido acético en concentraciones consideradas bajas (0.6         

gAc. acético L-1) inhibió el crecimiento de G. sulphuraria, se decidió utilizar la fracción 

celulósica (glucano) resultante de la previa hidrólisis termoquímica. Cabe 

mencionar que dicho pretratamiento es necesario, ya que ayuda en el proceso de 

sacarificación de la fracción sólida (no acetilada), debilitando la estructura 

cristalina de la celulosa y por lo tanto provocando susceptibilidad a la hidrólisis 
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enzimática. Además, en el caso de un tratamiento termoquímico en el que el 

proceso de desacetilación es completo durante la sacarificación enzimática del 

glucano, no se genera ácido acético. 

 

Como resultado de la sacarificación del glucano se obtuvo un jarabe 

enriquecido en glucosa y otros monosacáridos en cantidades menores, cabe 

mencionar que este jarabe no presentó furanos ni ácido acético. La 

caracterización del jarabe obtenido por hidrólisis enzimática mostró un 

contenido de 65.7 gGlu L-1 de glucosa y 8.72 gXil L-1 de xilosa, la glucosa liberada en 

este proceso aunada a la obtenida en el procesos de hidrólisis termoquímica 

representa una conversión del 95% de los glucanos descrito para el rastrojo de 

maíz [43].  

 

Este jarabe se diluyó con el medio mineral para obtener un medio de 

cultivo con un equivalente a 10 gAzúcares L-1 de azúcares totales. Con este medio se 

realizaron cultivos heterotróficos (Fig. 17 A; Tabla 7) y 24 horas posteriores al 

término de las fuentes de carbono se determinó el contenido de FC (Fig. 17 B), el 

cual se comparó con el obtenido en los experimentos heterotróficos presentados 

en las secciones anteriores. 
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Figura 17. Crecimiento heterotrófico de G. sulphuraria 2919 utilizando el hidrolizado enzimático 
del rastrojo de maíz A) Cinética de crecimiento y consumo de azúcares B) Comparativo del 
contenido de FC cuantificado 24 horas posterior al consumo de las diferentes fuentes de carbono. 
 

 

Tabla 5. Comparativo del crecimiento celular y contenido de FC en los diferentes cultivos 
realizados bajo condiciones heterotróficas 

 Glucosa Xilosa Glu-Xil 
Jarabe 

enzimático 

μ (d-1) 1.38 ± 0.16a 0.97 ± 0.04b 1.08 ± 0.04b 0.99 ± 0.15b 

Y x/s (gps gAzócar-1) 0.60 ± 0.02a 0.36 ± 0.01b 0.56 ± 0.05a 0.40 ± 0.03b 

FC (mgFC mgps-1) 181.9 ± 22.5a 79.8 ± 14.5b 87.3 ± 18.7b 165 ± 24a 

 

 

 Los resultados cinéticos y estequiométricos del cultivo muestran un valor 

de µ de 0.99 ± 0.15 d-1 y un Yx/s de 0.40 ± 0.03 gps gazúcares-1, mostrando una 

disminución estadísticamente significativa en la velocidad de crecimiento en 

comparación con cultivos en medio mineral con glucosa. Se obtuvo una Qs de 1.68 

g L-1d-1, el cual es un 30% menor que el obtenido con los cultivos realizados en 

medios minerales con glucosa o xilosa. Sin embargo, este valor es similar al cultivo 

con ambas fuentes de carbono (mezcla glucosa-xilosa), lo que sugiere que el efecto 

sobre la tasa de crecimiento en la mezcla del jarabe se debe a la presencia de las 

pentosas existentes en el jarabe y sales derivadas del proceso de sacarificación 

del glucano. 
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Finalmente, se encontró que el contenido de FC en los cultivos utilizando 

el jarabe enzimático fue de 165 ± 24 mgFC gps-1, lo cual es estadísticamente 

comparable a los resultados obtenidos utilizando 10 g L-1 de glucosa en 

condiciones heterotróficas. Este hallazgo sugiere que la fuente de carbono y su 

proporción tienen un impacto en la regulación de la producción de FC. Debido a 

que la FC se acumula en la fase estacionaria (término de la fuente de carbono), su 

acumulación está influenciada por los metabolitos de reserva presentes en la 

microalga, los cuales varían según la fuente de carbono utilizada. Estas diferencias 

se observaron en la figura 17, donde se muestran los perfiles de metabolitos de 

reserva en función de la fuente de carbono. Esta parte del estudio indica que es 

posible acumular una concentración de FC equiparable a la obtenida en cultivos 

con glucosa, utilizando un jarabe derivado de la hidrólisis enzimática de la 

fracción celulósica de los residuos lignocelulósicos.  
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Conclusiones de la evaluación de jarabes provenientes de la hidrólisis 
termoquímica del rastrojo de maíz como fuente de carbono en G. 
sulphuraria.  
 
  

 
- El jarabe de rastrojo de maíz obtenido mediante hidrólisis termoquímica 

con ácido diluido inhibe el crecimiento de la microalga debido a la 

presencia de ácido acético. 

 

- Se determinó que el crecimiento de G. sulphuraria se inhibe a 

concentraciones de ácido acético mayores de 0.5 g L-1. 

 

- El jarabe proveniente de la hidrólisis enzimática del glucano del rastrojo 

de maíz es aprovechado por G. sulphuraria como fuente de carbono, con 

rendimientos de crecimiento y acumulación de FC equiparables a los 

cultivos con glucosa.   

 
- Estos resultados destacan la importancia de la selección adecuada de la 

fuente de carbono en el cultivo de microalgas y sugieren la posibilidad de 

aprovechar los residuos lignocelulósicos para obtener jarabes que puedan 

ser utilizados como sustratos en la producción de biomasa y compuestos 

de interés como la FC. 
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Sección III: Limitación de luz en cultivos autótrofos como 

estrategia para incrementar la acumulación de FC en G. 

sulphuraria 2919 
 

 

El crecimiento y el contenido de FC son proporcionales al tiempo de 

exposición a la luz. 
 

 

La biosíntesis de pigmentos fotosintéticos, como la clorofila, los carotenoides y las 

ficobiliproteínas, depende en gran medida de la luz. Por lo tanto, el contenido de 

estos pigmentos en las células se ve directamente influenciado por factores como 

la longitud de onda de la luz, su intensidad y la duración de la exposición a la 

misma [36,71,72]. Por esta razón se decidió estudiar los parámetros de intensidad 

de luz, y tiempo de exposición a la luz, este último mediante el uso de fotoperiodos. 

 
El estudio de los fotoperiodos, ciclos controlados de exposición a la luz, se 

llevó a cabo bajo condiciones autótrofas esto derivado de los resultados obtenidos 

en la primera sección, los cuales muestran que las células obtenidas de los cultivos 

heterótrofos y mixótrofos no muestran una diferencia significativa en su 

contenido de FC final, ya que cultivos expuestos a una intensidad de luz de 140 

mM fotones m-2s-1 durante todo el cultivo (6 días) alcanzaron valores de FC 

equiparables a los cultivos que crecieron en obscuridad total (Fig. 13). Estos 

hallazgos indican que la presencia o ausencia de luz en los cultivos que utilizan 

una fuente de carbono orgánica no tiene un impacto en la biosíntesis de esta 

proteína, al menos en las condiciones específicas utilizadas en esta investigación. 

Resultados similares fueron observados para la cepa 074G, donde los cultivos con 

glucosa en condiciones hetero- y mixotróficas presentaron un contenido de FC 

equiparable [29]. 
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Así mismo, células provenientes de cultivos autótrofos (reportados en la 

primera sección, Fig. 6A) después de 35 días de exposición a una intensidad de 

luz de 140 mM fotones m-2s-1 acumularon una concentración de FC de 494 mgFC 

gps-1, la cual es 2.7 veces mayor a la encontrada en los cultivos hetero- y 

mixotróficos (Fig. 18); sin embargo, considerando el tiempo de cultivo, la 

productividad de FC alcanzada en condiciones autótrofas es de 14.11 mgFC gps-1    

d-1 siendo 50% menor a la alcanzada utilizando glucosa como fuente de carbono. 

Esta disminución en la productividad es debida a que la biomasa alcanzada es 21 

veces mayor en heterotrofia o mixotrofia en comparación con la autotrofia. Con 

base en estos resultados se decidió realizar la evaluación de los fotoperiodos en 

condiciones autótrofas, y utilizar biomasa proveniente de cultivos heterótrofos 

con el propósito de utilizar una concentración de biomasa alta y por consiguiente 

aumentar la productividad de FC. 

 

 

 

 

Figura 18. Contenido de FC en células provenientes de cultivos auto- hetero y mixotróficos. 
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El objetivo de esta sección del estudio es alcanzar una alta productividad 

de FC, la cual está relacionada tanto con el contenido específico de la proteína 

(mgFC gps-1) como con la productividad de biomasa (gps L1 d-1). Para lograr esto, se 

evaluó el crecimiento de la microalga en diferentes fotoperiodos. Se probaron 

cinco tiempos de exposición a la luz: 0, 6, 12, 18 y 24 horas de luz por día (hluz         

d-1). Estos fotoperiodos se denominaron como 0:24, 6:18, 12:12, 18:6 y 24:0, que 

representan las horas de luz y obscuridad respectivamente. 

 

La intensidad de luz inicialmente evaluada fue de 140 μmol fotones m-2 s-1. 

Esta elección se basó en estudios previos que han demostrado que a intensidades 

luminosas superiores a 200 μmol fotones m-2s-1 se observa un contenido de FC 

más menor en comparación con intensidades de luz bajas [29]. 

 

Las cinéticas de crecimiento (Fig. 19ª, Tabla 8) de los cultivos se iniciaron 

utilizando un inóculo de 0.1 gps L-1 de biomasa, la cual fue obtenida de cultivos 

heterótrofos. Estos cultivos se realizaron utilizando glucosa a una concentración 

de 10 gGlu L-1, durante 5 días de cultivo, con un pH inicial de 2, a una temperatura 

de 42 °C y una agitación de 200 rpm. 

 

  

 

Figura 19. Evaluación de fotoperiodos en el A) Crecimiento celular y B) Relación entre el tiempo 
de exposición a la luz y el crecimiento celular. 
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El crecimiento de las microalgas en todos los fotoperiodos evaluados muestra 

cinéticas lineales, lo cual es característico de las microalgas en condiciones 

autótrofas [19,73]. Además, al comparar las cinéticas se observa un aumento en 

la velocidad de crecimiento a medida que aumenta el tiempo de exposición a la 

luz. Este resultado expone una relación lineal entre el crecimiento celular y el 

tiempo de exposición a la luz, ya que al evaluar la productividad de biomasa con 

base en el tiempo de exposición de luz en los fotoperiodos (Fig. 15B), se obtuvo 

una pendiente de 0.0008 gps L-1 d-1 hluz-1 (R2 de 0.97); este valor equivale a una 

productividad de biomasa de 0.8 ps mg L-1 d-1 por hora luz, llegando a una 

productividad máxima de 19 mg L-1 d-1, considerando que el cultivo se encuentre 

bajo un régimen de iluminación continua (24 hs).  

 

 

Es importante tener en cuenta que el resultado obtenido considera únicamente la 

intensidad de luz utilizada (140 mM fotones m-2s-1). Sin embargo, sí incrementamos 

la intensidad el resultado podría no ser lineal debido a un efecto de fotoinhibición.  

Tal es el caso reportado para la cepa Chlorella pyrenoidosa donde observó un 

incremento en la producción de biomasa dependiente al tiempo de exposición a 

la luz en los fotoperiodos evaluados, este estudio se realizó con una intensidad de 

2000  y 4000 luxes (~62 y 124 μmol fotones m-2 s-1); no obstante, al incrementar 

la intensidad de luz a 8000 luxes (~256 μmol fotones m-2s-1) se observó una 

disminución en la productividad de biomasa, derivada a un exceso de radiación, 

la cual inhibe el proceso de fotosíntesis de C. pyrenoidosa [74]. Específicamente 

para G. sulphuraria se ha reportado que en condiciones autótrofas esta microalga 

es capaz de crecer sin inhibición a una intensidad luminosa de 1,092 μmol fotones 

m-2s-1 [75], por lo cual incrementando la intensidad de luz en el rango de 140 y 

1000 μmol fotones m-2s-1  se podrían aumentar los valores de crecimiento celular 

y productividad de biomasa. No obstante, probablemente repercutiría 
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negativamente en el contenido de la FC, ya que la biosíntesis de esta proteína se 

encuentra ligada a bajas intensidades luminosas. 

 

Para evaluar el efecto de los fotoperiodos sobre el contenido de FC a los 15 

días del cultivo, se recuperó la biomasa, se realizó la ruptura celular y 

espectrofotométricamente se cuantificó el contenido de esta proteína soluble 

(Fig. 20; Tabla 8). 

 

  

Figura 20. Efecto de los fotoperiodos en la concentración de FC evalauda al final del cultivo (15 
días). 

 

Tabla 6. Efecto de los fotoperiodos en la productividad de biomasa y contenido de FC 

Fotoperiodo QP (mg ps L-1d-1) 
Biomasa final 

(gps L-1) 

FC 
FC (mgFC L-1) 

(mgFC gps-1) 

0:24 h 0.00 ± 0.00 0.08 ± 0.01 3.12 ± 0.94 0.25 ± 0.07 

6:18 h 1.82 ± 0.42 0.13 ± 0.00 4.66 ± 2.34 0.63 ± 0.31 

12:12 h 7.57 ± 0.67 0.23 ± 0.01 8.09 ± 2.44 1.85 ± 0.64 

18:6 h 12.83 ± 2.8 0.31 ± 0.03 9.24 ± 2.47 2.86 ± 0.46 

24:0 h 20.26 ± 1.01 0.39 ± 0.01 8.84 ± 1.77 3.44 ± 0.72 

  

 



 

página 73 

 

En primera instancia los resultados muestran que partiendo de células 

provenientes de cultivos heterótrofos es posible incrementar la concentración de 

FC al exponer la biomasa a condiciones autótrofas; así mismo, se puede observar 

que similar al crecimiento celular, la acumulación de FC es proporcional al 

fotoperiodo. Al graficar el contenido de FC (mgFC gps-1) presente en las células y 

compararlos con el tiempo de exposición a la luz (hluz) se puede obtener una línea 

recta con una R2 de 0.96 con un valor de pendiente de 2.179 mgFC gps-1 hluz-1; para 

este gráfico no se consideró la concentración obtenida en el fotoperiodo 24:0, ya 

que las células obtenidas de los cultivos expuestos a 18 y 24 horas de luz 

alcanzaron la misma concentración de FC (9 mgFC gps-1; Fig. 20).  

 

Este resultado sugiere que, en las condiciones evaluadas, la concentración 

máxima específica de FC alcanzada es de 9 mgFC gps-1. Para aumentar este valor, 

será necesario explorar otras estrategias de cultivo. Es importante destacar que 

la productividad volumétrica de FC está directamente relacionada con la 

concentración de biomasa, por lo que una estrategia adicional para incrementar 

la concentración de este pigmento sería lograr una mayor concentración celular. 

 

 

El efecto de sombreado, provocado por una alta concentración inicial de 
biomasa, genera un incremento en el contenido de FC. 

 

 

El incremento en la concentración de FC en microalgas y cianobacterias ha 

sido objeto de numerosas investigaciones. Estudios anteriores han demostrado 

que el uso de baja intensidad luminosa favorece la acumulación de esta proteína. 

Esto se debe a que la FC forma parte de un complejo accesorio que se acumula en 

condiciones de limitación de luz (ficobilisoma), con el fin de captar fotones que no 

son absorbidos por la clorofila [76,77]. Sin embargo, la mayoría de estos estudios 

se han realizado utilizando intensidades de luz bajas. 
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En este trabajo, se exploró una estrategia diferente al enfocarse en el uso 

de altas concentraciones celulares. La hipótesis planteada fue que al generar un 

cultivo con una carga celular elevada, se limitaría el acceso a la luz debido al efecto 

de sombreado. De esta manera, se esperaba incrementar la concentración de FC 

en las células. 

 

En este estudio, se llevó a cabo la evaluación del efecto de sombreado 

utilizando tres diferentes concentraciones de biomasa inicial: 0.3, 0.5 y 1.4 gps L-1. 

Estas concentraciones se combinaron con los regímenes de luz previamente 

mencionados: 0:24, 6:18, 12:12, 18:6 y 24:0 h:h. Los cultivos utilizados como 

inóculo para estos experimentos se obtuvieron a partir de cultivos heterótrofos 

que crecieron en un medio con glucosa a una concentración de 10 gGlu L-1. 

 

En una primera etapa, se evaluó el impacto de diferentes concentraciones 

de biomasa y fotoperiodos en el crecimiento celular (Fig. 21). 

 

 

Figura 21. Efecto de la concentración inicial de biomasa de G. sulphuraria y fotoperiodos en la 
generación de biomasa.  Condiciones de cultivo: 140 mM fotones m-2 s-1,pH 2, 200 rpm, volumen 

de trabajo 300 mL en matraces “bafleados” con un volumen nominal de 500 mL,15 días de 
cultivo. 
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En la figura 21 se pueden observar las concentraciones de biomasa 

iniciales (azul) y finales (verde), estas últimas cuantificadas a los 15 días de 

cultivo. La comparación de los resultados revela que un incremento en la 

concentración inicial de la microalga tiene un impacto negativo en la formación 

de biomasa, ya que se observa que a una concentración inicial de 1.4 gps L-1 no se 

obtiene un crecimiento de la microalga.  

 

Los cultivos con biomasa inicial de 0.3 gps L-1 y 0.5 gps L-1 exhibieron un 

crecimiento que mostró una clara dependencia del tiempo de exposición a la luz. 

Este efecto también se reflejó en la productividad de biomasa, la cual se 

incrementó proporcionalmente al aumento en el tiempo de exposición. Estos 

hallazgos son consistentes con los resultados previamente descritos al utilizar 

una biomasa inicial de 1 gps L-1.  

 

Al comparar los resultados obtenidos con concentraciones iniciales de 0.1 

gps L-1, 0.3 gps L-1 y 0.5 gps L-1 de biomasa, se observó una disminución en la 

productividad de biomasa a medida que aumentaba la concentración del inóculo. 

Esto indica que la velocidad de crecimiento se ve afectada por la concentración de 

biomasa. Por otro lado, el cultivo que inició con una concentración de biomasa de 

1.4 gps L-1 no presentó un incremento significativo en la biomasa durante los 15 

días de cultivo.  

 

Estos resultados sugieren la presencia de un factor limitante para el 

crecimiento celular. Aunque no se realizó una cuantificación de nutrientes en el 

medio de cultivo, todos los experimentos se llevaron a cabo utilizando medio 

fresco que contiene todos los nutrientes necesarios para alcanzar un crecimiento 

de biomasa superior a 6 gps L-1 cuando se utiliza glucosa como fuente de carbono, 

como se ha demostrado en la sección I de esta tesis. 
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Con base en estos resultados, se puede proponer que la disminución en el 

crecimiento celular está relacionada con el efecto de sombreado. El efecto de 

sombreado ha sido previamente evaluado en la microalga G. sulphuraria, y se ha 

observado que la intensidad de luz dentro del cultivo disminuye de manera 

logarítmica, siguiendo el modelo propuesto por Cornet [78]. Este fenómeno está 

directamente relacionado con la presencia de una alta concentración celular, lo 

cual genera una obstrucción a la penetración uniforme de la luz en el cultivo. Como 

consecuencia, la intensidad de luz expuesta disminuye progresivamente a medida 

que penetra en el cultivo, afectando así el proceso de fotosíntesis y limitando la 

disponibilidad de energía necesaria para el crecimiento celular. 

 

 Una vez completados los 15 días de cultivo, las células fueron cosechadas 

y lavadas para posteriormente extraer y cuantificar la FC; la comparación del 

contenido específico de FC en las condiciones evaluadas se expone en la figura 22. 

Aunque el crecimiento se vio limitado en las diferentes concentraciones de 

densidad celular inicial, se logró incrementar la concentración de FC, alcanzando 

valores por encima a los obtenidos en cultivos sin exposición a la luz (9 mgFC          

gps-1). 
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Figura 22. Efecto de sombreado sobre el contenido de FC aunado al uso de fotoperiodos. 
Biomasa inicial 0.1, 0.3, 0.5 y 1.4 gps L-1. 

 

  

 

Los resultados obtenidos en los cultivos con una concentración inicial de 0.3 gps   

L-1 y 0.5 gps L-1 de inóculo muestran una acumulación de FC que está 

estrechamente relacionada con el tiempo de exposición a la luz. Este mismo efecto 

fue observado y explicado previamente en los cultivos con un inóculo de 0.1 gps L-

1. Además, todas estas variantes de cultivo alcanzaron una concentración máxima 

de FC. 

 

Estos resultados indican que, bajo las condiciones evaluadas (140 mM 

fotones m-2 s-1, 15 días de cultivo y concentraciones iniciales inferiores a 0.5 gps   

L-1 ), la concentración máxima de FC alcanzada se acerca a 9 mgFC gps-1. Estos 

resultados son consistentes con los obtenidos anteriormente y proporcionan 
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información importante sobre el potencial de acumulación de FC en las 

microalgas bajo estas condiciones específicas. 

 

Sin embargo, se observó un comportamiento diferente en los cultivos que 

comenzaron con una concentración inicial de 1.4 gps L-1 . Estos cultivos lograron 

alcanzar un contenido de FC un 30% mayor (12 mgFC gps-1) en comparación con 

las condiciones evaluadas previamente (0.1, 0.3 y 0.5 gps L-1) donde el contenido 

máximo alcanzado fue de 9 mgFC gps-1 en cultivos que fueron expuestos durante 

24 horas continuas a la luz (régimen 24:0). 

 

 Este aumento en el contenido de FC presente en los cultivos con biomasa 

inicial de 1.4 gps L-1 se encuentran relacionados con la presencia de luz, ya que los 

cultivos no iluminados presentaron un contenido de FC basal (3.63 mgFC gps-1), el 

cual corresponde al determinado para las muestras que no fueron expuestas a la 

luz. Esto indica que este incremento de FC no está influenciado únicamente por la 

alta concentración celular, sino que también está ligado a la presencia de luz.   

 

Cabe resaltar que, todos los cultivos que iniciaron con 1.4 gps L-1 de biomasa 

y que fueron expuestos a la luz desde el régimen 6:18 hasta 24:0 (luz:obscuridad) 

presentaron una concentración de FC similar (12 mgFC gps-1). Por lo que se puede 

concluir que la limitación en el crecimiento tiene un impacto significativo sobre el 

contenido de FC; este efecto se ha observado en cultivos heterótrofos, donde una 

limitación en la fuente de carbono orgánica aunado a una alta concentración de 

sulfato de amonio (fuente de nitrógeno) conlleva a un incremento en la 

concentración de este pigmento con la concomitante disminución en la biomasa, 

tal como se describió en la sección I de esta tesis. 

 

 

La producción volumétrica de FC (mgFC L-1) se determinó mediante el 

cálculo de la biomasa final presente en los cultivos (Tabla 10). Al analizar los datos 
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obtenidos, se observó que los cultivos con un inóculo de 1.4 gps L-1 mostraron los 

valores más altos en cuanto a concentración volumétrica (mgFC L-1). Estos cultivos 

alcanzaron una concentración volumétrica 3, 4 y 5 veces mayor en comparación 

con los cultivos que iniciaron con una concentración de biomasa de 0.5, 0.3 y 0.1 

gps L-1, respectivamente. 

 

 

Tabla 7. Efecto de los fotoperiodos en la concentración volumétrica de FC 

 FC (mgFC L-1) 

Inoculo 0:24 h 6:18 h 12:12 h 18:6 h 24:0 h 

0.1 g L-1 0.27 0.63 1.88 2.75 3.47 

0.3 g L-1 0.53 1.24 2.07 2.96 3.91 

0.5 g L-1 1.01 2.08 3.74 5.41 5.11 

1.4 g L-1 4.61 15.63 17.76 17.53 20.02 

 

 

En contraste, en los cultivos que iniciaron con una concentración de 

biomasa de 1.4 g L-1 mostraron que la concentración de FC no presentaba una 

relación directa con los intervalos de exposición a la luz (fotoperiodos), lo cual 

difiere del comportamiento observado anteriormente, donde se reportó una 

relación lineal entre la concentración de FC y el tiempo de exposición a la luz. Una 

posible explicación para este comportamiento es que la velocidad de acumulación 

de FC pudo haber sido afectada por la alta densidad celular. Además, debido a que 

solo se realizaron mediciones al inicio y después de 15 días de cultivo, no fue 

posible observar cambios significativos en relación con los regímenes de luz 

evaluados. En consecuencia, para evaluar la velocidad de acumulación de FC de 

manera más precisa, se llevaron a cabo experimentos en los que se cuantificó la 

concentración de FC en células completas cada 24 horas, en lugar de realizar 

mediciones únicamente a los 15 días. 
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La cinética de acumulación de FC se llevó a cabo mediante la cuantificación 

relativa de FC contenida en las células completas utilizando técnicas 

espectrofotométricas [46].  

 

 

En este estudio, se evaluaron los fotoperiodos mencionados 

anteriormente, pero se enfocó exclusivamente en la concentración inicial de 

biomasa de 1.4 gps L-1, ya que los valores más altos de FC se obtuvieron en este 

grupo. La Figura 23 muestra la acumulación de FC a lo largo del tiempo. La 

concentración de FC se determinó mediante un método de célula completa, del 

cual se obtienen valores de “FC relativa”. Es importante tener en cuenta que esta 

cuantificación no es exacta debido a las interferencias ocasionadas por otros 

compuestos absorbedores de luz dentro de la célula. De este modo, la 

concentración de FC relativa fue calculada mediante la ecuación 3, para la cual se 

tomó como referencia la concentración máxima en el método de cuantificación de 

FC en célula completa.  

 

𝐹𝐶 𝑟𝑒𝑙𝑎𝑡𝑖𝑣𝑎 =  
𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝐹𝐶 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒 𝐹𝐶 𝑚á𝑥𝑖𝑚𝑎
               ecuación 3 
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Figura 23. Cinéticas de acumulación relativa de FC con base en su tiempo de exposición a la luz 
(1.4 gps L-1 biomasa inicial). Condiciones de cultivo: 140 mM fotones m-2 s-1,pH inicial de 2, 

volumen de trabajo 300 mL en matraces “bafleados” con un volumen nominal de 500 mL, 15 días 
de cultivo. 

 

 

Es importante destacar que al final del cultivo de 15 días, se llevó a cabo un 

procedimiento de ruptura celular para extraer y cuantificar la ficocianina (FC). 

Este método de extracción y cuantificación de FC ha sido utilizado de manera 

consistente en todo el trabajo previo. Los resultados mostraron una 

concentración máxima de FC similar de entre 11 y 12 mgFC gps-1 en todos los 

fotoperiodos expuestos a la luz. Sin embargo, en las cinéticas de acumulación los 

resultados se comportan de manera diferente para cada fotoperiodo. En los 

cultivos iluminados de forma continua (24:0) alcanzaron su concentración 

máxima a los 4 días, mientras que en los fotoperiodos 18:6, 12:12 y 6:18 h, la 

concentración máxima se alcanzó a los 6, 9 y 13 días, respectivamente (Fig. 23), 
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cabe destacar que el cultivo sin exposición a la luz (0:24) no presentó una 

variación en el contenido de FC.  

 

Los resultados indican que existe una tendencia lineal entre la 

acumulación de FC y el tiempo de exposición a la luz. Indicando nuevamente que 

la biosíntesis de FC en G. sulphuraria se encuentra íntimamente ligada a la 

presencia de la luz.  

 

Teniendo en cuenta estos datos, es posible calcular la productividad de FC 

(Tabla 10) y podemos concluir que la acumulación de FC es dependiente de la luz, 

ya que se llega a una concentración máxima cercana a 12 mgFC gps-1 en la condición 

de 1.4 gps L-1 de biomasa inicial en todos los cultivos expuestos a la luz con una 

contracción volumétrica promedio de 16.9 mgFC L-1, partiendo de un cultivo 

heterotrófico saturado de biomasa y posteriormente incubado en lote bajo 

condiciones autótrofas con una intensidad de luz constante de 140 μmol fotones 

m-2s-1. Estos resultados respaldan la dependencia de la acumulación de FC con 

respecto a la luz, lo cual demuestra la capacidad de obtener altas concentraciones 

de FC a través de la estrategia de incrementar la biomasa a partir de cultivos 

heterótrofos y posteriormente aumentar la concentración de FC en las células. 

 

Tabla 8. Efecto de los fotoperiodos en la productividad volumétrica de FC 

Fotoperiodo 
(Luz:obscuridad) 

FC (mgFC L-1) 
Tiempo en que llega a 

la concentración 
máxima (d) 

QP FC (mgFC L-1 d-1) 

0:24 h 5.08 15 0.34 

6:18 h 15.62 13 1.20 

12:12 h 16.24 8 2.03 

18:6 h 15.27 6 2.55 

24:0 h 17.12 4 4.28 
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Intensidades de luz menores a 140 μmol fotones m-2s-1 no 
presentaron cambios significativos en la acumulación de FC 
 

  

Finalmente, se llevó a cabo la evaluación de la acumulación de FC relativa 

utilizando diferentes intensidades de luz (25 y 50 μmol fotones m-2s-1), una 

concentración inicial de biomasa de 1.4 gps L-1 y un régimen de iluminación continua 

(24:0). Estos resultados se compararon con los obtenidos previamente a una intensidad 

de 140 μmol fotones m-2s-11. Los datos revelan que no hubo un crecimiento 

significativo de biomasa en las tres intensidades de luz evaluadas. Además, se observó 

que se alcanzó la misma concentración de FC en un plazo de 3 a 4 días (Fig. 24).  

 

  

Figura 24. Efecto de la intensidad luminosa en el contenido de FC utilizando una concentración 
de biomasa de 1.4 gps L-1 expuesto a luz continua durante 15 días de cultivo. 

 

 

Al no observarse una diferencia en la productividad de FC entre las 3 

intensidades de luz estudiadas, se concluye que el efecto de sombreado y limitación de 

crecimiento son los factores críticos, ya que limitan el acceso a la luz y generan un 

estrés en la célula lo cual provoca la acumulación de esta proteína. Actualmente no se 
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conoce el mecanismo por el cual se incrementa la biosíntesis de FC bajo condiciones 

de estrés; sin embargo, existen reportes donde muestran que la limitación de 

crecimiento en cultivos heterótrofos [13,29] y en este este estudio bajo condiciones 

autótrofas generan un impacto positivo en la acumulación de la FC. 

 

  
Figura 25. Cinéticas de acumulación de FC en cultivos autótrofos iluminado permanentemente 

con A) 140, B) 50 y C)25  μmol fotones m-2s-1 (concentración inicial de 1.4 gps L-1). 
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En los cultivos evaluados, no se observó un crecimiento significativo 

debido al efecto de sombreado descrito anteriormente. Sin embargo, se encontró 

que el contenido de FC a los 15 días de cultivo fue de 12.22, 11.69 y 11.28 mgFC 

gps
-1 para las intensidades de luz de 140, 50 y 25 μmol fotones m-2s-1, 

respectivamente (Fig. 25). Estos resultados indican que la intensidad luminosa no 

tuvo un efecto en la acumulación de FC al realizar la cuantificación a los 15 días 

de cultivo. En términos de productividad, se obtuvo una tasa constante y 

sostenible de FC, con valores que oscilaron entre 4 y 5.45 mgFC L-1 d-1. Estos 

hallazgos sugieren que es posible lograr una acumulación eficiente de FC a tasas 

constantes, incluso a intensidades de luz más bajas. 
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Conclusiones de las estrategias para incrementar el contenido de FC 
mediante cultivos autótrofos en G. sulphuraria UTEX 2919 

 

 
 

- Se demostró que el crecimiento de G. sulphuraria en condiciones 

autotróficas está directamente relacionado con el tiempo de exposición a 

la luz, observándose una correlación positiva entre el tiempo de exposición 

a la luz y el crecimiento de la microalga. Esta relación proporcional permite 

mejorar la productividad biomasa y FC con G. sulphuraria. 

 

- Se encontró que la implementación de estrategias de limitación de luz 

basadas en el efecto de sombreado, derivado de una alta concentración 

celular inicial, tiene un impacto significativo en la producción de FC. Esta 

estrategia resultó en un incremento del 30% en el contenido final de FC, 

con una productividad volumétrica (Qp) de FC de 4.28 mgFC L-1 d-1. Este Qp 

equivale a un aumento de 18 veces en comparación con los cultivos 

autótrofos con baja concentración de inóculo (1 gps L-1). 
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Conclusiones generales  
 
 
Galdieria sulphuraria presenta una preferencia en el uso de sustratos, 

consumiendo preferentemente el ácido acético, seguido por la glucosa y 

posteriormente las pentosas (xilosa y arabinosa). Sin embargo, el ácido acético 

puede ser metabolizado solo cuando hay concentraciones iniciales menores a 0.6 

gAc. acético L-1. Por otro lado, el metabolismo de la xilosa presenta un aporte 

energético menor en comparación con el aportado por la glucosa. Sin embargo, en 

comparación con la heterotrofia, en condiciones mixotróficas existe un aumento 

de la productividad de biomasa usando xilosa, posiblemente debido a la 

producción de NADPH derivado de la fotosíntesis. Dado que los cultivos de 

glucosa acumularon un 120% más de FC en comparación con la xilosa, se puede 

concluir que la acumulación de FC está ligada a la fuente de carbono, la cual tiene 

un impacto sobre los metabolitos de reserva que comprenden la biomasa. 

Finalmente, G. sulphuraria 2919 puede crecer utilizando los hidrolizados glucano-

enzimáticos del rastrojo de maíz como fuente de carbono, y acumular FC en 

concentración similar a las obtenidas con la glucosa como única fuente de 

carbono. 

 
 

Los resultados utilizando fotoperiodos mostraron que a medida que se aumenta 

el tiempo de exposición a la luz, tanto el crecimiento celular como la acumulación 

de FC aumentan. Por otro lado, se encontró que una intensidad de luz inferior a 

140 μmol fotones m-2 s-1 no tuvo efecto en el contenido de FC. Sin embargo, el 

efecto de sombreado generado por una alta concentración celular inicial resultó 

en un incremento del 30% en la acumulación de FC en comparación con las células 

sin limitación de luz (12 mgFC gps-1 vs 7.75 mgFC gps-1, respectivamente). Estos 

resultados indican que es posible utilizar biomasa de cultivos heterótrofos como 
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inóculo para producir FC en cultivos autótrofos, logrando una productividad (Qp) 

de 4.28 mgFC L-1 d-1.  
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ANEXO I: Producción de biomasa en biorreactores                 

de 5 y 10 L 
 

Estudio de la limitación de nutrientes en el crecimiento de G. 
sulphuraria 2919 
 

Con el objetivo de aumentar la concentración de biomasa en cultivos 

heterótrofos, se llevó a cabo una evaluación de concentraciones de glucosa en el 

rango de 10 a 60 gGlu L-1. Esta evaluación se realizó utilizando el mismo medio 

mineral basal descrito en la sección de materiales y métodos. Los resultados 

obtenidos (Fig. A1, Tabla A1), revelan que la microalga experimentó un 

crecimiento exponencial desde el inicio y hasta el quinto día de cultivo. En este 

punto, se observó que la biomasa promedio alcanzó un valor de 5.5 ± 0.32 gps L-1, 

y no se encontraron diferencias estadísticamente significativas entre las 

diferentes concentraciones de glucosa evaluadas, según se confirmó mediante 

pruebas estadísticas de ANOVA y Tukey. Estos resultados sugieren que el 

crecimiento de la microalga no está influenciado por la concentración de glucosa 

utilizada, tanto en términos de la cantidad de biomasa formada como en la 

velocidad de crecimiento. 

 

Después de los cinco días de cultivo, se observó una fase estacionaria en el 

crecimiento de la microalga, lo cual indica la presencia de un nutriente limitante 

a pesar de que aún haya glucosa en el medio de cultivo. En este sentido, es 

importante destacar que la concentración de nitrógeno utilizada (1.5 gSulf. amonio g 

L-1 de sulfato de amonio) en relación a 10Glu g L-1 de glucosa resulta en una relación 

molar de C:N de 14.4:1. Esto sugiere con base en reportes con esta microalga que 

el nitrógeno no puede ser el sustrato limitante en el crecimiento de la microalga 

[13,29]. 
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Después de los cinco días de cultivo, independientemente de la 

concentración inicial de glucosa, se observó que la microalga continuó 

consumiendo glucosa (en concentraciones de 20-50 gGlu L-1) y la biomasa 

incrementó a una velocidad lineal de 0.2-0.43 gps L-1 d-1. Al mismo tiempo, la 

glucosa fue consumida a una velocidad volumétrica de 2.7-3.6 gGlu L-1 d-1. Estos 

resultados indican que la microalga sigue utilizando la glucosa disponible en el 

medio como fuente de carbono. 

 

 

  
Figura A 1. Efecto de la concentración de glucosa en el crecimiento heterotrófico de la microalga 
G. sulphuraria 2919. A) crecimiento celular, B) glucosa residual. Condiciones de cultivo: pH inicial 

2, 42 °C, 200 rpm, volumen de trabajo 300 mL en matraces con mamparas con un volumen 
nominal de 500 mL. 
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Tabla A 1. Parámetros cinéticos y estequiométricos de cultivos heterótrofos obtenidos en la fase 
exponencial evaluando diferentes concentraciones iniciales de glucosa 

Glucosa (g L-1)  µ (d-1)  YX/S (gps gGlc-1)  qGlc (gGlu gbio-1 d-1)  QGlc (gGlc d-1)  
10 1.46 ± 0.03a 0.71 ± 0.02a 2.25 ± 0.23a 1.05 ± 0.06 

21 1.41 ± 0.13ab 0.71 ± 0.17a 2.10 ± 0.59a 0.40 ± 0.09 

39 1.43 ± 0.03ab 0.67 ± 0.09a 2.26 ± 0.42a 0.43 ± 0.11 

47 1.45 ± 0.04a 0.65 ± 0.19a 2.28 ± 0.56a 0.36 ± 0.02 

60 1.36 ± 0.04b 0.71 ± 0.07a 1.93 ± 0.24a 0.35 ± 0.04 

 

 

Aunque se observó una limitación en la velocidad de crecimiento debido a 

la posible presencia de un nutriente limitante, los resultados sugieren que la 

microalga pudo utilizar la glucosa para mantener su viabilidad a través de la 

generación de ATP y CO2, o posiblemente para acumular metabolitos de reserva 

como lípidos o carbohidratos. Sin embargo, en esta parte del estudio no se 

realizaron análisis específicos para determinar la acumulación de estos 

metabolitos ya que el enfoque principal de estas evaluaciones fue incrementar la 

concentración de biomasa de la microalga con un rendimiento similar al obtenido 

cuando se utilizan 10 gGlu L-1 de glucosa en condiciones heterotróficas (YX/S ~ 0.6 

gps gglucosa-1). 

 

 

En el estudio realizado por Wan et al. en 2016, se logró producir 18 gps L-1 

de biomasa utilizando la cepa 074G de G. sulphuraria y una concentración de 35 g 

L-1 de glucosa, con condiciones de cultivo similares a las utilizadas en la presente 

tesis, como matraces de 500 mL con un volumen de trabajo de 300 mL y el mismo 

medio mineral. Sin embargo, en ese estudio se empleó una concentración de 

(NH4)2SO4 de 2.25 gSulf. amonio L-1, mayor a los 1.5 gSulf. amonio L-1 utilizados en esta 

tesis. 
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Además, la relación molar N:P en el medio de cultivo basal utilizado en esta 

tesis era de 11.4:2.2 mM para (NH4)SO4 y KH2PO4, respectivamente, lo que 

equivale a un valor de 10.33:1. Estudios previos indican que la relación molar N:P 

necesaria en cultivos heterotróficos varía entre 8:1 para Chlorella vulgaris [79] y 

de 5:1 a 8:1 para Scenedesmus sp [80]. 

 

Con el objetivo de determinar si el fósforo era el nutriente limitante para 

el crecimiento, se incrementó la concentración de fosfatos de 2.2 mM a 6.6 mM, lo 

que generó una relación molar N:P de 3.44:1. Sin embargo, los resultados 

obtenidos en las cinéticas con diferentes concentraciones de glucosa (20, 30, 35, 

40 y 50 g L-1) y las relaciones C:N (10:1) y N:P (3.44:1) fueron similares a los 

mostrados en la Figura A1 (datos no mostrados). De tal manera que se puede 

concluir que los fosfatos, a una concentración inicial de 2.2 mM a 6.6 mM, no 

limitan el crecimiento de G. sulphuraria 2919. 

 

 

Otros autores han reportado la glucosa como un inhibidor del 

crecimiento en G. sulphuraria [29]; no obstante, al determinar las velocidades 

de crecimiento y el rendimiento de biomasa con respecto al inicio de la fase 

estacionaria (Tabla A1), se observó que no existe una diferencia significativa 

entre estos valores, ya que con 60 gGlu L-1 de glucosa se tuvo una reducción del 

5.6% en la velocidad de crecimiento comparado con el promedio de los 

valores de µ cuando se utilizó glucosa de 10 a 47 gGlu L-1, lo cual indica que en 

el intervalo de 10 a 60 gGlu L-1 de glucosa no existe un efecto de inhibición y 

tampoco se percibe un efecto de osmolaridad causado por el incremento en la 

concentración de este monosacárido. Estos resultados permiten sugerir que 

la limitación observada en la formación de biomasa, después del quinto día de 

cultivo heterotrófico, es causada por alguna limitación o agotamiento de 

alguno de los nutrientes del medio de cultivo (diferente a los fosfatos). Por 

esta razón se decidió realizar cinéticas de crecimiento (Fig. 2A) 
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incrementando los valores de todos los nutrientes del medio de cultivo dos 

(2X) y tres veces (3X). 

  Las concentraciones del medio mineral utilizadas fueron: 1X, 2X y 3X, 

cabe mencionar que se respetó la relación de C:N de 10:1 para todas las 

concentraciones evaluadas, utilizando 40 gGlu L-1 de glucosa (8.8 g de sulfato 

de amonio). 
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Figura A 2. Efecto del incremento las sales del medio de cultivo en cultivo heterotrófico: A) 1X; 
B) 2X; y C) 3X; utilizando 40 gGlu L-1 de glucosa y 8.8 gSulf. amonio L-1 de sulfato de amonio (relación 

C:N 10:1). Condiciones de cultivo: pH inicial 2, 42°C, 200 rpm, volumen de trabajo 300 mL en 
matraces “bafleados” con un volumen nominal de 500 mL. 

 

 

 Al comparar las cinéticas de crecimiento y consumo de glucosa en las 

diferentes condiciones de cultivo (Tabla A2), se puede observar que las 

concentraciones de biomasa alcanzadas al agotarse la glucosa (o a los 13 días 
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en el caso del cultivo 1x) fueron diferentes obteniendo, respectivamente 7, 14 

y 16 g L-1, para las condiciones con 1X, 2X y 3X de sales. Esta diferencia en la 

biomasa obtenida, y en combinación con el análisis de la Figura A1, permite 

concluir que las sales basales del medio del cultivo limitan en parte el 

crecimiento cuando se usan concentraciones de glucosa mayores a 10 g L-1, y 

que la composición de sales 1X permite alcanzar una concentración máxima 

de 7 g L-1 de biomasa. No obstante que en los cultivos 2X y 3X se generó un 

mayor crecimiento, el incremento de biomasa observado en estas condiciones 

mostró un crecimiento diaúxico, ya que se observaron dos etapas de 

crecimiento; la primera del día 0 al 6 y la segundo del día 6 al término del 

cultivo. Dado que estas etapas presentan un crecimiento diferente entre ellas, 

en la Tabla A3 se presentan los parámetros cinéticos de ambas etapas.  

 

 

 

Tabla A 2. Parámetros cinéticos obtenidas en los cultivos 1, 2 y 3X, considerando las dos fases de 
crecimiento observado 

Concentración 
de sales 

  μ (días-1) Yx/s (gps  gGlc-1) qs (gGlc d-1 g ps-1) 

1x 
Primera etapa 1.59 ± 0.05 0.65 ± 0.08 2.46 ± 0.26 

Segunda etapa  0.2  ± 0.09 0.1 ± 0.06 0.24 ± 0.03 

2x 
Primera etapa 1.82 ± 0.37 0.53 ± 0.06 3.43 ± 0.27 

Segunda etapa  0.17 ± 0.03 0.62 ± 0.09 0.27 ± 0.03 

3x 
Primera etapa 1.83 ± 0.60 0.55 ± 0.06 3.32 ± 0.36 

Segunda eta 0.14 ± 0.04 0.66 0.11 0.22 ±0.11 

 

 

  

El crecimiento celular utilizando la concentración de sales 1X (Fig. A2) 

(40 gGlu L-1 de glucosa y 8.8 gSulf. amonio L-1 de sulfato de amonio) presentó una 

fase de crecimiento exponencial con una μ de 1.59 días-1, un rendimiento de 0.65 
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gps gglucosa-1 y una velocidad específica de consumo de glucosa de 2.46 gGlu d-1 gps-1. 

En la fase estacionaria de los triplicados de estos cultivos no se observó un 

aumento de la densidad óptica lo que indica que no hay producción de biomasa 

y/o acumulación de lípidos o carbohidratos; no obstante, existe un consumo 

específico de glucosa (0.24 gGlu d-1 g ps-1) un orden de magnitud menor que en la 

primera fase (Tabla A2). Por lo que la glucosa consumida en la fase ya no está 

contribuyendo a la formación de biomasa, sino a un aporte energético el cual 

mantiene a las células vivas, ya que al encontrase en ausencia de luz su única 

fuente de energía es la glucosa. 

Por otro lado, en los cultivos en los que se duplicó (2X) y triplicó (3X) 

la concentración de sales se obtuvo un mayor crecimiento de biomasa en 

comparación con el cultivo base (1X). Sin embargo, se observaron dos etapas 

de crecimiento distintas en estos cultivos (Fig. A2). Este patrón de 

crecimiento en dos fases podría atribuirse a la producción de metabolitos de 

reserva, como lípidos, carbohidratos y pigmentos, o posiblemente a la 

limitación de un sustrato.  

Otra posible explicación es el efecto del pH en el crecimiento celular 

(Fig. 3A). La disminución del pH a medida que aumenta la biomasa podría 

indicar una acidificación del medio de cultivo debido a la acumulación de 

productos de desecho o metabolitos ácidos. Un pH más bajo puede ser 

perjudicial para el crecimiento celular y contribuir a la observación de dos 

etapas de crecimiento. 
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Figura A 3. Valores de pH para los cultivos heterotróficos con diferentes concentraciones de 
sales del medio de cultivo:1X, 2X y 3X; utilizando 40 g L-1 de glucosa y 8.8 g L-1 de sulfato de 
amonio. Condiciones de cultivo: pH inicial 2, 42°C, 200 rpm, volumen de trabajo 300 mL en 

matraces “bafleados” con un volumen nominal de 500 mL. 

 

 

 

 Los resultados muestran que existe una correlación proporcional 

entre el crecimiento de esta microalga (Fig. A2) y la disminución del pH en el 

medio de cultivo (Fig. A3). La microalga al consumir sulfato de amonio 

((NH4)2SO4) como fuente de nitrógeno libera protones al medio de cultivo, 

provocando un incremento en la concentración de protones, lo cual se observa 

como un decaimiento en el pH [33]. Esta disminución del pH podría afectar la 

viabilidad de la célula; sin embargo, actualmente no existen suficientes reportes 

que muestren el efecto de pH en G. sulphuraria.  

 

Por lo tanto, se llevó a cabo una investigación para determinar si el pH era 

el factor responsable del crecimiento en dos etapas. Sin embargo, los resultados 

obtenidos en este estudio demostraron que el pH no es el factor limitante en este 

patrón de crecimiento. Estos resultados se presentarán más adelante en el 

trabajo. 
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El bajo oxígeno disuelto limita el crecimiento de la microalga G. 
sulphuraria bajo condiciones heterotróficas y altas concentraciones de 

glucosa (>10 gGlu L-1) 
 
 

Para evaluar el efecto del oxígeno disuelto y pH, se llevaron a cabo cultivos 

heterotróficos en fermentadores de 5 L. Se establecieron dos condiciones: cultivos 

sin control de oxígeno disuelto y cultivos con control de oxígeno disuelto 

mediante la variación en la velocidad de agitación para mantenerlo por encima 

del 20% de la saturación en oxígeno. Ambos experimentos comenzaron con una 

velocidad de agitación de 200 rpm. Los cultivos se iniciaron con una 

concentración de glucosa de 40 gGlu L-1, una concentración de sales 3X 

previamente evaluada, y 8.8 g L-1 de sulfato de amonio. La aireación se estableció 

a 1 vvm (volumen de aire por volumen de medio por minuto). Además, el pH se 

mantuvo constante en pH 2 utilizando KOH (4N) con el propósito de eliminar el 

efecto del pH en los cultivos y poder observar únicamente el efecto del oxígeno 

disuelto. En la figura A4 se presentan las curvas de crecimiento, el consumo de 

glucosa y el porcentaje de oxígeno disuelto. 

 

El crecimiento observado en el cultivo donde no se controló el nivel de 

oxígeno disuelto muestra un comportamiento diaúxico (Fig. A 4A) (igual al que 

se presentó en los matraces) Este efecto se correlaciona con la disponibilidad de 

oxígeno, ya que la fase exponencial del cultivo se termina en el día 4 que es cuando 

el oxígeno disuelto presente en el cultivo alcanzó un valor de 0% (Fig. A 4B), este 

valor se mantuvo hasta el día 8, que es cuando se termina la fuente de carbono y 

por lo tanto las células detienen el catabolismo de la glucosa y los requerimientos 

de oxígeno disminuyen. Durante esta segunda fase se observó un crecimiento 

lineal con una menor velocidad de crecimiento (0.37 días-1) en comparación con 

la obtenida en condiciones donde el oxígeno disuelto fue mayor al 0% (1.1 días-1; 
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día 0 al 4). Esto indica que existe un cambio en el metabolismo de la microalga 

derivada de las condiciones deficientes de oxígeno. Este comportamiento no se ha 

reportado anteriormente para microalgas, por lo que será necesario realizar 

estudios que permitan evaluar cuales son los cambios metabólico que se 

presentan. Por otro lado, el cultivo que mantuvo en valores superiores al 20%  de 

oxígeno disuelto presentó un crecimiento exponencial (Fig. A 4C) con una μ y 

rendimiento de 1.17 ± 0.04 d-1 y 0.56 ± 0.02 gps gGlu-1, respectivamente; estos 

valores son equiparables a los obtenidos en los matraces (10 gGlu L-1 de glucosa 

inicial), lo cual expone nuevamente que la limitación observada en los cultivos en 

matraces es debida a la baja disponibilidad de oxígeno (Fig. A 4D). 

 

 

 
Figura A 4. Cinética de crecimiento, consumo de glucosa y oxígeno disuelto utilizando 

fermentadores. Con una velocidad agitación contante de 200 rpm (A, B), y con velocidad de 
agitación variable (una vez que el oxígeno disuelto bajo al 20% de la saturación en aire, la 

velocidad de agitación se incrementó de manera manual para mantener el porcentaje de oxígeno 
disuelto alrededor del 20%) (C, D). Condiciones de cultivo: pH controlado a 2, 42°C, 1 vvm, volumen 
de trabajo 3.5 en jarras de vidrio con un volumen nominal de 5 L. Nota: los cultivos reportados en 
los paneles C y D se iniciaron con una velocidad de agitación de 200 rpm y después de la etapa de 

control manual al 20% de oxígeno disuelto, cuando se terminó la glucosa la velocidad de agitación 
se reestableció en 200 rpm. 
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Los resultados obtenidos en este estudio difieren de los descritos por Wan 

et al. (2016), quienes informaron que utilizando el mismo medio de cultivo 

mencionado en este trabajo (1X) y una concentración de glucosa de 35 g L-1, 

observaron una única fase de crecimiento exponencial con una biomasa 

alcanzando los 18 g L-1 en matraces de 500 mL y 300 mL de volumen de trabajo 

[30]. Según los resultados obtenidos en este estudio, podemos concluir que el 

resultado reportado por Wan et al. (2016) no es alcanzable, ya que, como se ha 

demostrado en los párrafos anteriores, existen al menos dos limitaciones en el 

crecimiento. La primera se debe a las bajas concentraciones de sales y la segunda 

se debe a la limitación causada por el nivel de oxígeno disuelto en el medio.  

 

 

 

Como parte de la caracterización del cultivo una vez terminada la fuente 

de carbono se realizaron muestreos cada 24 horas durante 13 días con el 

propósito de medir la acumulación de FC. Las células provenientes de los cultivos 

donde no se mantuvo el oxígeno disuelto por arriba del 20% no produjeron FC 

(datos no mostrados). Probablemente este efecto es debido a que dentro de la 

síntesis de la FC y clorofila hay un intermediario denominado coproporfirinógeno 

III el cual debe ser oxidado por la enzima coproporfirinógeno III oxidasa; esta 

enzima necesita oxígeno para realizar su función; y debido a que el oxígeno se 

encuentra limitado, no le es posible realizar esta reacción, lo que podría detener 

la biosíntesis de la porfirina derivando en la ausencia de FC [32]. No obstante, los 

cultivos con nivel de oxígeno disuelto mayor al 20% acumularon una 

concentración de FC equiparable a la obtenida en matraces (0.4 mgFC gps -1; Fig. 

A5). Es importante resaltar que esta concentración se mantuvo aproximadamente 

constante 13 días después de que se agotó la glucosa. Este resultado sugiere que 

la FC presente intracelularmente en G. sulphuraria es estable, ya que 

aparentemente no fue utilizada como fuente de carbono (en condiciones donde la 
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glucosa ya se había agotado) y que el nivel de oxígeno disuelto es importante para 

generar FC en condiciones heterotróficas. 

Acumulación de la FC en cultivo aireado posterior al término de la glucosa. 

 
Figura A 5. Acumulación de la FC en cultivo aireado posterior al término de la glucosa. 

 

Finalmente, se llevaron a cabo cultivos en fermentadores de 10 L utilizando 

una concentración de 40 gGlu L-1 de glucosa, una aireación con un flujo de 1 vvm, 

una concentración de sales 3X y 8.8 gSul. amonio L-1 de sulfato de amonio. Además, el 

pH se mantuvo constante en un valor de 2 mediante el uso de KOH (4N) como 

regulador, y se utilizó una solución de silicona como antiespumante. Los 

resultados de las cinéticas (Fig. A6) indican que la velocidad de crecimiento (1.14 

d-1) es comparable a la obtenida en experimentos previos (Fig. A4C). Sin embargo, 

el rendimiento obtenido fue de 0.51 g de biomasa por gramo de glucosa 

consumida, lo cual es menor que el obtenido en los reactores de menor volumen 

analizados en este estudio. 

 

El cultivo se inició con una velocidad de agitación de 160 rpm, pero debido 

al descenso en el porcentaje de oxígeno disuelto, se incrementó la agitación a 250 

rpm, lo que provocó la generación de espuma en el cultivo, posiblemente debido 

a la ruptura de células y liberación de proteínas al medio de cultivo. Para 

contrarrestar la formación de espuma, se agregó un antiespumante, que tiene un 
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efecto negativo ya que al cambiar la tensión superficial del medio, disminuye la 

transferencia de oxígeno [81], dificultando el control del oxígeno disuelto a 

valores superiores al 20%. 

 

Sin embargo, los resultados demuestran que es posible producir biomasa 

con una productividad de 3.25 gps L-1d-1 utilizando la cepa 2919 de G. sulphuraria 

en fermentadores de 10 L, obteniendo concentraciones de biomasa comparables 

a las obtenidas en matraces. 
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Figura A 6. Producción de biomasa en reactores. A) Cinética de crecimiento, consumo de glucosa 
y b) oxígeno disuelto utilizando C) fermentadores de 10L. Condiciones de cultivo: pH 2, 42°C, 

160 rpm iniciales con incremento manual para mantener el valor por arriba del 0%, volumen de 
trabajo 8 L en jarras de vidrio con un volumen nominal de 10 L. 
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Conclusiones de la producción de biomasa en biorreactores de 3 y 5L 
 

 

- A pesar de elevar la presión osmótica, la alta concentración de glucosa no 

afecta el crecimiento de la microalga G. sulphuraria 2919. Sin embargo, se 

observó que la baja concentración de sales en el medio de cultivo limita 

parcialmente su crecimiento a concentraciones de glucosa superiores a 10 

gGlu L-1.  

 

 

- Se observó que la insuficiencia de oxígeno disuelto a altas concentraciones 

de sales afecta el crecimiento microalgal. Este problema fue resuelto al 

implementar aireación al sistema. 

 

- La acumulación de FC está regulada por la presencia de oxígeno en el 

medio. La cual además presenta una alta estabilidad en un ambiente de 

inanición de carbono orgánico. 

 

- Estos descubrimientos sobre el comportamiento de G. sulphuraria a mayor 

escala pueden tener implicaciones significativas para su implementación a 

nivel industrial. 
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ANEXO II: Producción académica  
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