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1. Introducción  
 

Las microalgas son organismos vivos ancestrales que constituyen la base de 

las cadenas alimentarias acuáticas y han sido utilizadas como alimento por el ser 

humano durante miles de años por diferentes civilizaciones. En las últimas décadas, 

estos microorganismos han vuelto a recibir atención como fábricas microscópicas 

que pueden producir de forma sostenible diversos metabolitos con propiedades 

tecnológicas y biológicas de gran interés para diferentes sectores (Jaeschke et al., 

2021). Entre los compuestos de interés están las proteínas con aminoácidos 

esenciales, ácidos grasos poliinsaturados, polisacáridos, pigmentos (clorofilas, 

carotenoides y ficobiliproteínas), esteroles, vitaminas y minerales (Bernaerts et al., 

2019). Otras características importantes son que para su propagación no requieren 

tierras cultivables, pueden secuestrar CO2, crecer en agua dulce, aguas residuales 

o agua de mar, y son los organismos con mayor eficiencia fotosintética en la 

naturaleza (Jacob-Lopes et al., 2019).  

Sin embargo, a pesar del enorme espectro de oportunidades que puede 

ofrecer la biomasa de esos microrganismos y de los avances recientes, la 

producción de microalgas todavía tiene varios desafíos que deben abordarse 

(Maroneze et al., 2021). Desde el punto de vista de bioprocesos viables, técnica y 

económicamente, se requiere de microorganismos que presentan altas tasas de 

crecimiento, generen productos comercializables en cantidades significativas, que 

crezcan en diferentes sustratos y preferentemente en condiciones ambientales que 

disminuyan la contaminación por otros microorganismos. Además, es importante 

que los procesos sean optimizados y qué se produzcan más de un producto desde 

la misma biomasa para que la viabilidad económica sea lograda (Severo et al., 

2021). En este sentido, algunas posibles soluciones a los principales desafíos 

relacionados con los procesos y productos basados en microalgas son: (i) utilizar 

microalgas extremófilas, (ii) manejar diferentes estrategias de cultivo para mejorar 

la productividad del sistema (p. ej. cultivos mixotróficos), y (iii) inducir la producción 

de los compuestos de interés través de la modulación de las condiciones de cultivo. 
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Galdieria sulphuraria es una microalga unicelular perteneciente al grupo de 

las algas rojas de la familia Cyanidiales y se clasifica como poliextremófila del tipo 

termoacidófilo, ya que puede sobrevivir en ambientes ácidos con valores de pH 

entre 0 a 4 y a temperaturas superiores a 50 °C. Además de las propiedades 

acidófilas y termófilas, esa microalga se destaca por su capacidad para crecer de 

forma autotrófica, heterotrófica y mixotrófica en una amplia variedad de azúcares y 

alcoholes de azúcar (Gross y Schnarrenberger, 1995; Sakurai et al., 2016). 

Mediante el uso de fuentes de carbono orgánico exógeno en cultivos heterótrofos o 

mixotróficos, se pueden superar los problemas clave asociados con la dependencia 

de la luz de los cultivos autotróficos. Además, estos modos de cultivo han 

demostrado ser métodos efectivos para mejorar la productividad de los procesos y 

productos basados en microalgas (Song y Pei, 2018; Gao et al., 2019). El principal 

metabolito de interés comercial de esta especie es la ficocianina, un pigmento azul 

proteico, ampliamente utilizado como colorante natural en la industria alimentaria y 

cosmética, debido a su intensa pigmentación y su excelente estabilidad. Además, 

el interés por el uso de la ficocianina en alimentos funcionales y como nutracéutico 

ha crecido gracias a sus propiedades bioactivas, como antioxidante, 

antiinflamatorio, antiviral y anticancerígeno (Vernès et al., 2015; Maroneze et al., 

2020).  

Por otro lado, los mecanismos de adaptación y las condiciones óptimas para 

una alta producción de biomasa y metabolitos de G. sulphuraria son actualmente 

poco conocidos (Liu et al., 2021; Song y Pei, 2018; Gao et al., 2019). El crecimiento 

y la composición de microalgas se ve afectado por la combinación de varios 

parámetros operativos, tales como condiciones de iluminación, temperatura, pH, 

transferencia de gases y la disponibilidad de carbono (orgánico y/o inorgánico) y 

nutrientes en el medio de cultivo (Kitaya et al., 2008). Entre ellos, la luz es el motor 

de la reacción de la fotosíntesis y, consecuentemente afecta tanto los cultivos 

autotróficos, como mixotróficos, en términos de crecimiento y producción de 

metabolitos (Maroneze et al., 2019). La fotosíntesis en G. sulphuraria, al igual que 

otras microalgas rojas y cianobacterias, se realiza a través del complejo captador 

de luz, constituido por carotenoides, ficobilisomas y clorofila. De este modo, para 
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lograr altos rendimientos de biomasa y productos, principalmente de ficocianina, la 

intensidad de la luz es un parámetro crucial que se debe optimizar en estos 

procesos.  

2. Marco teórico  

2.1 Microalgas   

Las microalgas son microrganismos fotosintéticos ampliamente distribuidos 

en la naturaleza, siendo más abundantes en ambientes acuáticos (marinos y de 

agua dulce), pero también se encuentran en arenas desérticas, aguas termales, 

nieve y hielo (Queiroz et al., 2020). Según el algaebase.org, actualmente hay más 

de 170.000 especies catalogadas. Son preferiblemente autotróficos, o sea, pueden 

convertir la energía solar en energía química mediante la fijación de dióxido de 

carbono, pero algunas especies pueden crecer en heterotrofía y/o mixotrofía. 

Las microalgas han atraído la atención mundial debido a su importante papel 

en el equilibro ecológico y sus aplicaciones biotecnológicas. Estos microorganismos 

son fundamentales en el ciclo global del carbono, donde a través de la fotosíntesis 

asimilan aproximadamente el 50% del CO2 de la Tierra, generando O2 y materia 

orgánica (Falkowski y Raven, 2007). Todavía juegan un papel importante en el ciclo 

del nitrógeno, donde las cianobacterias, especialmente con heterocistos, se 

consideran las mayores fijadoras de N2 (Borowitzka, 2018). En la biotecnología 

industrial presentan un gran valor ya que pueden producir compuestos con potencial 

de aplicación en diversas industrias como la farmacéutica, nutracéutica y alimentos, 

también se aplican para el tratamiento de aguas residuales, mitigación de CO₂ y 

producción de biocombustibles (Acién et al., 2018; Hsieh-Lo et al., 2019; Yousuf, 

2020; Li et al., 2023). 

En cuanto a su morfología, pueden presentarse en una amplia variedad de 

formas (p.ej. ameboide, palmeloide, cocoide, filamentoso, flagelado y sarcinoide) y 

tamaño (0.5–200μm), dependiendo de su especie y etapa de crecimiento 

(Andersen, 2014). Las microalgas pueden ser unicelulares, multicelulares o 

coloniales. Las unicelulares pueden presentar de uno a más flagelos, sin embargo, 

existen microalgas que no poseen flagelos y presentan motilidad gracias al 
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deslizamiento y natación (Tomaselli, 2004). En cuanto a las colonias se encuentran 

unidas por mucílago, que ayudan a la motilidad de las células y se organizan en 

amorfos (sin distribución y no hay número fijo de células) y los cenobios (ordenadas 

y número estricto de célula) (Tomaselli, 2004). Otra forma de organización celular 

son los filamentos que se encuentra organizados en filas; existen los ramificados 

que están en una sola serie (uniseriales) o más series (multiseriales) y los no 

ramificados que se conforman por divisiones celulares continuas, pueden deslizarse 

también pueden hacer rotación y arrastre, sin embargo, son inmóviles (Queiroz et 

al., 2020). 

Según Borowitzka (2018) bajo el nombre de microalgas, se incluyen 

organismos con dos tipos de estructura celular: estructura procariota, formada 

básicamente por el grupo Cyanophyta; y estructura eucariota, con representantes 

en los grupos Glaucophyta, Rhodophyta, Ochrophyta, Haptophyta, Cryptophytes, 

Dinophyta, Euglenophyta, Chlorarachniophyta y Chlorophyta. La distinción clave 

entre ambos tipos de células es la presencia de compartimentos especializados 

llamados orgánulos en las células eucariotas que faltan en las procariotas. La 

estructura del grupo Cyanophyta solo se compone de un citoplasma en donde se 

almacena el ADN, mientras que los tilacoides se localizan de manera paralela a la 

membrana celular, posee cloroplasto y pared celular (Queiroz et al., 2020). La 

ultraestructura de las células eucariotas es más compleja debido al desarrollo de los 

orgánulos, que son resultado de pequeños cambios a lo largo de su historia 

evolutiva. Estos orgánulos comprenden el núcleo, las mitocondrias, los cloroplastos, 

el retículo endoplásmico, el aparato de Golgi y los lisosomas (López-García et al., 

2017). 

Las microalgas rojas (Rodophyta) (Figura 1) son un grupo todavía poco 

explorado industrialmente, pero con un enorme potencial biotecnológico. Dentro de 

este filo se encuentra la clase Cyanidiophyceae, se incluyen dos familias 

Cyanidiaceae y Galdieriaceae, que corresponden a los géneros Cyaniduim, 

Cyanidioschyzon y Galdieria (Montenegro et al., 2022). La microalga Galdieria 

sulphuraria se clasifica como extremófila del tipo termoacidófilo, ya que puede 
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sobrevivir en ambientes ácidos con valores de pH entre 0 a 4 y a temperaturas arriba 

de los 50 °C (Sidney et al., 2019). Tiene forma esférica, no cuenta con pared celular 

sino con una membrana de exopolisacáridos, se reproduce mediante esporas y solo 

cuenta con un cloroplasto (López et al., 2021). Se caracterizan por presentar 

clorofila a, carotenoides y ficobiliproteínas como pigmentos accesorios. Además, 

contiene el almidón florídeo (polisacárido similar al glucógeno), que funciona como 

carbohidrato de reserva (Borowitzka, 2018). 

 

Figura 1. Ultraestructura de una microalga roja. Fuente: Gaignard et al. (2019). 

 Este microrganismo tiene la capacidad de crecer tanto autotróficamente, 

como heterotróficamente y mixotróficamente, en una amplia variedad de 

compuestos orgánicos, incluyendo disacáridos (sacarosa), monosacáridos (ej. 

glucosa, fructosa, manosa, galactosa, xilosa, y arabinosa), alcoholes (ej. glicerol), 

aparte de diferentes aguas residuales (Gross y Schnarrenberger, 1995; Du et al., 

2018). La versatilidad metabólica de G. sulphuraria combinada con su capacidad de 

crecer en ambientes extremos y su producción de metabolitos, hacen con que este 

organismo sea un recurso futuro prometedor para la explotación en biorrefinerías 

(Massa et al., 2019). 
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2.2 Modos de cultivo: autotrófico, heterotrófico y mixotrófico  

La flexibilidad metabólica de G. sulphuraria es especialmente importante, 

porque permite el manejo de diferentes tipos de cultivo, los cuales se clasifican 

principalmente en: autotrofía, heterotrofia y mixotrofía (Maroneze et al., 2021).  

Las microalgas se han producido a gran escala desde la década de 1960, 

dada su gran variedad de aplicaciones. En todo ese tiempo, el proceso fotosintético 

es la condición de cultivo más utilizada para el crecimiento de microalgas a larga 

escala (Maroneze et al., 2021). Los cultivos autotróficos a través de la fotosíntesis 

convierten energía solar y CO₂ en energía química. En general los procesos 

autotróficos se consideran más económicos ya que pueden utilizar el CO2 

atmosférico y la luz solar como fuente de energía (Masojídek et al., 2013; Maroneze 

et al., 2021). Por otro lado, el escalamiento de cultivos autótrofos es difícil y ocupa 

un área significativa de las fábricas de producción industrial, además, estos cultivos 

generalmente presentan una baja productividad, que en las mejores condiciones es 

de 1.0 a 1.5 g/L.d, lo que también incrementa los costos de cosecha (Zhang et al., 

2016). 

El modo heterótrofo se basa en la respiración de células de microalgas sin 

luz, utilizando materia orgánica como fuentes de energía y carbono. Este tipo de 

cultivo puede superar las principales limitaciones de los cultivos autótrofos y puede 

realizarse en fermentadores convencionales, en dónde no se requiere de una fuente 

de energía lumínica y se utiliza una fuente exógena de carbono orgánico. Esas 

moléculas complejas se metabolizan a través de la vía Embden-Mayerhoff-Parnas 

(glucólisis) o vía de las pentosas fosfato (PP). El fácil escalamiento y la relativa 

simplicidad de las operaciones y el mantenimiento diario son los principales 

atractivos del crecimiento heterótrofo (Pérez-García et al., 2011). Sin embargo, el 

número de especies capaces de realizarlo son limitados y en general hay una baja 

producción de compuestos foto-dependientes, como los pigmentos (clorofila, 

carotenoides y ficocianina) (Maroneze et al., 2019). 

Otra estrategia de cultivo son las condiciones mixotróficas, en donde las 

microalgas pueden metabolizar simultáneamente carbono orgánico e inorgánico, 



13 
 

mediante la respiración celular y la fotosíntesis, respectivamente (Zhan et al., 2017). 

La mixotrofía es una estrategia evolutiva adaptada por algunos microorganismos, 

especialmente protozoos y microalgas para superar las limitaciones de luz en aguas 

profundas mediante la utilización simultanea de fuentes de carbono inorgánicas y 

orgánicas para su crecimiento (Marchello et al., 2018; Arora y Philippidis, 2021). La 

mixotrofía supera el inconveniente del efecto de sombreado, el cual es el principal 

factor que limita el escalamiento de los sistemas exclusivamente fotosintéticos. Al 

mismo tiempo, muchos autores reportan que este tipo de cultivo presenta mejores 

tasas de crecimiento comparadas con lo reportado para autotrofía y heterotrofía, y 

son más eficientes que los heterotróficos en sintetizar metabolitos.  

Por ejemplo, Li y colaboradores (2014) investigaron el crecimiento de C. 

sorokiniana y la producción de lípidos en las tres condiciones de cultivo y reportaron 

qué los mejores rendimientos fueron obtenidos en los cultivos mixotróficos, con tasa 

específica de crecimiento de 3.4 d-1 y contenido de lípidos de 35%, 1.8 y 1.2 veces 

superior a los cultivos heterótrofos y 5.4 y 3.8 veces superior a los cultivos 

fotoautotróficos. De igual forma, López et al. (2019), utilizando G. sulphuraria 

reportaron que el uso de glucosa como fuente de carbono favoreció el crecimiento 

heterótrofo y mixotrófico de hasta 12 veces más biomasa que el crecimiento en 

condiciones autotróficas. 

2.3 Efecto de la luz en cultivos microalgales 

La fotosíntesis implica la conversión de la energía luminosa en energía 

química, una función comúnmente llevada a cabo por organismos fotosintéticos 

como las microalgas (Xie et al., 2022).  

Las microalgas se cultivan en entornos iluminados, naturales o artificiales, a 

través de fotobiorreactores. Estos son cruciales para proporcionar la luz necesaria 

para el crecimiento celular, convirtiendo la intensidad lumínica en un factor clave en 

el cultivo y producción de biomasa. La composición y cantidad de biomasa están 

directamente ligadas a la intensidad de la luz. La fotosíntesis de las microalgas, la 

cual es vital para su crecimiento, se ve afectada por la intensidad lumínica, 
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necesaria para la producción de ATP, NADPH y moléculas esenciales (Castillo et 

al., 2021;Gao et al., 2022; Metsoviti et al., 2019). 

El sistema fotosintético de las microalgas utiliza la porción del espectro de luz 

solar entre 400 y 700 nm. Al analizar la respuesta de la tasa de fotosíntesis versus 

irradiancia, se observa el comportamiento típico como se muestra en la Figura 2. 

La irradiancia de compensación (Ic) representa el umbral mínimo para iniciar 

la fotosíntesis, aumentando la tasa hasta la irradiancia de saturación (Is). Sin 

embargo, irradiaciones superiores causan fotoinhibición (Ii), disminuyendo la 

fotosíntesis. 

La irradiancia de compensación (Ic) representa el umbral mínimo para iniciar 

la fotosíntesis. En condiciones de baja intensidad lumínica (debajo de la Ic), las 

microalgas experimentan fotolimitación, predominando la respiración. En 

intensidades mayores a la irradiancia de saturación la tasa fotosintética incrementa 

con el aumento de la intensidad de luz hasta alcanzar un máximo en la irradiancia 

de saturación de luz (Is). Sin embargo, a irradiancias superiores a la irradiancia de 

inhibición (Ii), la tasa de fotosíntesis se reduce por fotoinhibición, en donde los 

fotosistemas pueden ser dañados reversiblemente, o incluso permanentemente, 

debido a daños fotooxidativos (Acien, et al., 2020; Maroneze et al., 2021; Rossi et 

al., 2020). 
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Figura 2. Curva de fotosíntesis versus irradiancia. Fuente: Acien et al. (2020). 

2.4 Composición bioquímica de G. sulphuraria 

Las microalgas han atraído una atención considerable tanto de la industria 

como de los investigadores debido a su amplia variedad de aplicaciones, por 

ejemplo, como ingredientes alimentarios, suplementos nutricionales, alimentos para 

animales, fármacos, cosméticos, combustibles y otros productos de valor agregado. 

(Jacob-Lopes et al., 2019). 

Las proteínas son uno de los grupos de alimentos más estudiados debido a 

su importancia como fuente de aminoácidos esenciales. En G. sulphuraria según 

reporta Modeste y colaboradores (2019), puede producir más de 45% de proteína 

total en peso seco en condiciones óptimas de crecimiento. Montenegro-Herrera et 

al. (2022) obtuvieron contenidos de proteínas entre 39.31% y 46.86%, dependiendo 

de la cepa de G. sulphuraria. Esos mismos autores reportan que esa microalga 

presenta todos los aminoácidos esenciales, o sea aquellos que el cuerpo humano 

no es capaz de sintetizar. 

Los lípidos de origen microalgal, también conocidos como aceites 

unicelulares, pueden utilizarse como materia prima para biocombustibles, como 

ingrediente o suplemento alimentario. Actualmente, el principal interés en los 
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aceites unicelulares es por su composición de ácidos grasos, ya que muchas veces 

presentan ácidos grasos esenciales, como son el ácido docosahexaenoico (DHA), 

ácido eicosapentaenoico (EPA), ácido gamma-linolénico (GLA), y ácido 

araquidónico (ARA). Esos compuestos son conocidos por sus actividades 

bioactivas, ya que ayudan a disminuir problemas cardiovasculares, inflamatorios, 

artritis e hipertensión (Chew et al., 2017; Bhattacharya y Goswami, 2020; Mimouni 

et al.,2018). De acuerdo con Banihashemi et al. (2023), G. sulphuraria es una 

microalga que produce lípidos en bajas cantidades, por lo general debajo de 10%, 

siendo su cantidad dependente de factores nutricionales como los niveles de 

nitrógeno, hierro y fósforo o factores ambientales tales como temperatura, 

intensidad de la luz y salinidad.  

El contenido de carbohidratos puede representar una fracción importante en 

la biomasa de microalgas, variando del 15 al 75% de la biomasa seca, dependiendo 

de las especies y condiciones de cultivo (Ravindran y Rajauria, 2021). En las 

células, se pueden encontrar en la pared celular externa, en la pared celular interna 

y dentro de la célula, como productos de almacenamiento. En las algas rojas el 

principal carbohidrato de reserva es el almidón florídeo, un alfa poliglucano (con 

enlaces glucosídicos lineales α (1-4) y ramificaciones α (1-6)) que carece de amilosa 

y se acumula como gránulos en el citoplasma. El potencial de esos compuestos ha 

sido ampliamente estudiado como materia prima en la industria energética para la 

producción de biocombustibles (Debnath et al., 2021) y como ingrediente o aditivo 

en la industria alimentaria (Moreira et al., 2022).          

Las microalgas rojas tienen la capacidad de producir tres clases de 

pigmentos naturales que son clorofila, carotenoides y ficobiliproteínas (Bhattacharya 

y Goswami, 2020). La clorofila es el pigmento natural más abundante que da a las 

microalgas su color verde y son esenciales para el proceso fotosintético, mediante 

el cual las microalgas obtienen su energía para el metabolismo y la reproducción. 

Existen diferentes tipos de clorofilas (a, b, c y d) pero en microalgas rojas, así como 

cianobacterias solo se encuentra la clorofila a (Morançais et al., 2018; Srivastava et 

al., 2022). Los carotenoides son pigmentos accesorios liposolubles de 40 carbonos 
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por molécula, que aportan coloración a las plantas y se utilizan como colorantes 

debido a que poseen diversos colores como el amarillo, naranja y rojo, además 

tienen actividades antioxidantes y antiinflamatorias, se clasifican en carotenos y 

xantofilas (Morançais et al., 2018; Srivastava et al., 2022). Las ficobiliproteínas son 

proteínas que sirven como pigmentos accesorios en algas rojas y cianobacterias, 

siendo la ficoeritrina (PE), ficocianina (PC) y aloficocianina (APC) las principales 

(Coates et. al, 2013). La unidad básica de las ficobiliproteínas es un heterodímero 

de subunidades α y β; cada uno está constituido por uno, dos o tres cromóforos, 

llamados bilinas, según el tipo de ficobiliproteína (Morançais et al., 2018). 

En el caso de G. sulphuraria, desde un punto de vista comercial, el metabolito 

de mayor interés es la ficocianina, un pigmento azul ampliamente utilizado como 

colorante natural para diversos fines. La principal aplicación es en la industria 

alimentaria que se utiliza en la elaboración de dulces, bebidas, cereales, entre otros 

productos (García, 2020). Aparte también se utiliza en la industria farmacéutica 

gracias a sus propiedades fluorescentes se pueden hacer investigaciones clínicas 

e inmunológicas (Cervantes et al., 2018). Además, el interés por el uso de la 

ficocianina en alimentos funcionales y como nutracéutico ha crecido gracias a sus 

propiedades bioactivas, como antioxidante, antiinflamatorio, antiviral y 

anticancerígeno (Vernès et al., 2015; Maroneze et al., 2020). Actualmente la 

ficocianina más comercializada proviene de la cianobacteria Artrospira platensis, sin 

embargo, la productividad de esa cianobacteria es baja en los cultivos autotróficos 

abiertos utilizados en larga escala y aparte el pigmento presenta una baja 

estabilidad bajo altas temperaturas y pHs ácidos. En el caso de G. sulphuraria, 

elevados rendimientos de células y de ficocianina pueden ser obtenidos a través de 

la modulación de las condiciones de cultivo, especialmente de iluminación (Wan et 

al., 2016; Wan et al., 2021). 

2.5 Antecedentes  

El contenido de la ficocianina en microalgas puede ser manipulado tanto por 

las intensidades de luz suministradas al cultivo como por la modulación del espectro 

de luz. En general, la limitación de luz aumenta los contenidos de clorofila y 
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ficocianina porqué en esas condiciones hay una menor disponibilidad de energía 

para ser capturada y, para superar eso, las células pasan a sintetizar más pigmentos 

fotosintéticos, para mantener los niveles de energía (Rebolledo et al., 2021; Portillo 

y Martínez, 2021; Portillo et al., 2021).  

En este sentido, Sloth y colaboradores (2005) evaluaron el efecto de 

diferentes intensidades de luz, con diferentes concentraciones de nitrógeno (NH4)2 

SO4 y carbono orgánico (glucosa, fructosa y glicerol) (5 g/L) en condiciones 

heterótrofas y mixotróficas en el crecimiento de G. sulphuraria cepa 074 G y en la 

acumulación de ficocianina. Los autores concluyeron que la relación 

carbono:nitrógeno, fuente de carbono e intensidad de luz generan cambios 

significativos.  En cuanto a una limitación de carbono y un exceso de nitrógeno la 

producción de ficocianina tuvo un contenido alto, mientras que en una baja cantidad 

de nitrógeno la ficocianina que se obtuvo fue menor, también la obtención de 

ficocianina más baja (en relación carbono: nitrógeno alto) se obtuvo en cultivos 

mixotróficos. La disminución del contenido de PC en condiciones bajas de nitrógeno 

en G. sulphuraria es debido a que la ficocianina sirve como compuesto de 

almacenamiento de nitrógeno, pero la reducción del contenido de esta 

ficobiliproteína en G. sulphuraria fue menor que la observada en otras microalgas. 

En cultivos mixotróficos hubo una reducción de ficocianina en comparación con los 

heterótrofos, debido a que existía menor cantidad de nitrógeno generando una 

limitación de este mismo por lo cual se cree que se redujo esta ficobiliproteína para 

evitar un daño por fotoinhibición. Un comportamiento similar se presenta con las 

intensidades de luz. Los cambios en la intensidad de la luz provocaron cambios en 

la concentración de biomasa, así como en el contenido específico de ficocianina. La 

concentración de biomasa aumentó con el incremento de la intensidad de luz 

promedio para alcanzar un valor máximo a una intensidad de luz promedio de 

alrededor de 100 µmol/m2/s. El contenido de PC específico más alto (~21 mg/g) se 

encontró a 65 µmol/m2/s. A la intensidad de luz más alta probada (395 mol 

µmol/m2/s en la superficie del cultivo), tanto el crecimiento como la producción de 

ficocianina de G. sulphuraria se redujeron severamente en comparación con las 

intensidades de luz más bajas (Sloth et al., 2005). 
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Liu y colaboradores (2021), evaluaron la intensidad de luz en G. sulphuraria 

con la cepa UTEX 2919 bajo condiciones autotróficas y mixotróficas, con cuatro 

diferentes tratamientos de intensidad, siendo L: autotrófico (15-25 µmol/m2/s); L+G: 

mixotrófico con glucosa (10 g/L) (15-25 µmol/m2/s); H: autotrófico (65-85 µmol/m2/s); 

H+G: mixotróficos con glucosa (10 g/L) (65-85 µmol/m2/s). Los autores observaron 

que la alta intensidad de luz condujo a un aumento del crecimiento de los cultivos 

mixotróficos y autótrofos en comparación con las condiciones de baja intensidad de 

luz. Los pigmentos fotosintéticos (clorofila y ficocianina) fueron significativamente 

más altos en los cultivos autótrofos en comparación con las células cultivadas en 

condiciones mixotróficas y siempre fueron más bajos en condiciones de alta 

intensidad de luz en comparación con las condiciones de baja intensidad de luz. 

3. Justificación  

Si bien se ha descrito que en el uso de cultivos mixotróficos en G. sulphuraria 

se obtiene una mejor producción de biomasa en comparación con los cultivos auto 

y heterótrofos, además de que existe evidencia sobre los efectos de la intensidad 

de luz  en esta especie de microalga para la mejora de los pigmentos fotosintéticos, 

no conocemos el impacto de la intensidad de luz en la cepa CCMEE5587.1, por lo 

tanto, es pertinente evaluar diferentes condiciones de luz en cultivos mixotróficos 

para así observar alguna relevancia significativa en la producción de compuestos 

microalgales.   

4. Hipótesis 

La modulación de la intensidad de luz permitirá generar elevadas 

concentraciones de biomasa y ficocianina, lo que incrementará la productividad del 

dicho compuesto. 
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 5. Objetivos 

5.1. Objetivo general 

Evaluar el efecto de diferentes intensidades de luz en el crecimiento 

mixotrófico de Galdieria sulphuraria CCMEE5587.1 y en la composición química de 

la biomasa microalgal.  

5.1 Objetivos específicos 

• Evaluar el efecto de diferentes intensidades de luz (0, 50, 100, 200, 300 y 

400 µmol/m2/s en el crecimiento de la microalga G. sulphuraria 

CCMEE5587.1; 

• Determinar el efecto de las diferentes condiciones de luz en la cinética de 

consumo de sustratos (glucosa y nitrógeno);  

• Evaluar la acumulación de proteínas, lípidos, carbohidratos, cenizas, 

ficobiliproteínas, clorofila y carotenoides en los diferentes regímenes de luz; 

• Determinar la condición de luz en donde se obtendrá la máxima productividad 

de ficocianina; 

• Analizar la estabilidad del extracto de ficocianina obtenido de la mejor 

condición en diferentes tipos de iluminación.  

6. Métodos experimentales 

6.1 Cepa 

Se utilizó la cepa CCME5587.1 de la microalga G. sulphuraria. El cultivo base 

se mantuvo bajo condiciones de iluminación constante a 40 µmol/m2/s, a una 

velocidad de agitación de 150 rpm, pH inicial de 2 y temperatura de 42 °C, en medio 

de cultivo definido (Sloth et al., 2005).  

6.2 Medio de cultivo 

El medio que se utilizó para el cultivo de G. sulphuraria fue el descrito por 

Ford (1979) y Gross & Schnarrenberger (1995) (Tabla 1). Para la preparación de 

este medio de cultivo se requirió de cinco macronutrientes (1 a 5) y de dos 
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soluciones de elementos traza (6 y 7). Una vez preparado el medio de cultivo, se 

ajustó a un pH de 2.0 mediante la adición de ácido sulfúrico (96%) y fue esterilizado 

en autoclave a 121 °C y 15 Lb/in2 de presión por 20 minutos. 

Tabla 1. Composición del medio de cultivo. 

N° Componente 
Adición para 1 L de medio de 

cultivo 

1 (NH4)2SO4 1.5 g 

2 K2HPO4
. 3H2O 300 mg 

3 MgSO4
. 7H2O 300 mg 

4 CaCl2. 2H2O 20 mg 

5 NaCl 20 mg 

6 Fe-EDTA 1.5 mL 

7 Metales traza 2.0 mL 

N° Componente 
Adición para 100 mL de solución 

patrón de  Fe-EDTA 

1 FeSO4 690 mg 

2 EDTA 930 mg 

N° Componente 
Adición para 1 L de solución 

patrón de metales traza 

1 H3BO3 2.86 g 

2 MnCl2·4H2O 1.82 g 

3 ZnSO4·7H2O 220mg 

4 (NH4)6Mo7O24·4H2O 30 mg 

5 CuSO4·5H2O 80 mg 

6 NaVO3·4H2O 40 mg 

7 CoCl2·6H2O 40 mg 

 

6.3 Inóculo 

Los inóculos se realizaron en matraces Erlenmeyer de 500 mL con 300 mL 

de medio de cultivo, suplementados con 10 g/L de glucosa, dejándolo en 
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crecimiento mixotrófico por 5 días y bajo las mismas condiciones de cultivo de cepa 

(42 °C, pH 2.0, 150 rpm y 40 µmol/m2/s). 

6.4 Fotobiorreactor y condiciones de cultivo   

Los cultivos se realizaron en fotobiorreactores de columna de burbujas 

construido en vidrio de borosilicato transparente de 3.3 mm con diámetro interno de 

9.4 cm, altura de 22.5 cm y volumen nominal de trabajo de 800 mL. El sistema de 

dispersión del reactor consistió en un difusor de aire de 1.5 cm de diámetro ubicado 

en el centro de la columna. El flujo de aire fue monitoreado por rotámetros y la 

entrada de aire y salida de gases se filtraron a través de unidades filtrantes 

compuestas por membrana de polipropileno con diámetro de poro de 0.22 μm y 

diámetro total de 50 mm (Millex FG, Billerica, MA, USA). Los fotobiorreactores se 

colocaron en una incubadora con control de temperatura y luz. Todo el sistema de 

reactores fue esterilizado previamente en autoclave a 121 °C durante 20 min. 

El medio de cultivo se suplementó con 1% de glucosa, inoculados al 10% 

(v/v) a partir del cultivo de propagación. Los cultivos crecieron a una temperatura de 

42 °C mediante agitación mecánica de 200 rpm con un magneto plano de 3 

pulgadas de teflón y aireación de 1vvm (conteniendo CO2 atmosférico: ~ 0.04%). 

Se evaluaron diferentes intensidades de luz (0, 50, 100, 200, 300 y 400 µmol/m²/s).  

Todos los cultivos se realizaron por triplicado. Las muestras se tomaron cada 

24 h durante todo el tiempo de cultivo, las cuales se analizaron en cuanto a 

concentración de biomasa, concentración de amonio y glucosa. La biomasa 

obtenida en los cultivos se liofilizó para determinar su composición bioquímica. En 

los gráficos y tablas se muestran los resultados promedio con su respectiva 

desviación estándar. 

6.5 Parámetros cinéticos 

La velocidad máxima específica de crecimiento (μ, d-1) se calculó según la 

ecuación 1: 

𝜇 = 𝑙𝑛(𝑋𝑡/𝑋0)/(𝑡 − 𝑡0)          (1) 
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donde Xt es la concentración de biomasa (g/L) en el tiempo t (d) y X0 es la 

concentración de biomasa en el momento t0 (d). 

El tiempo de duplicación (dt, d) se calculó utilizando la ecuación 2: 

𝑑𝑡 = 𝑙𝑛2/𝜇           (2) 

La productividad de la biomasa (PX, g/L.d) se evaluó de acuerdo con la 

ecuación 3: 

𝑃𝑋 = (𝑋𝑡 − 𝑋0)/(𝑡 − 𝑡0)         (3) 

El rendimiento de biomasa sobre sustrato se determinó a partir de la ecuación 

4: 

𝑌𝑥/𝑠 = (𝑋𝑡 − 𝑋0)/(𝑆𝑡 − 𝑆0)         (4) 

donde St es la concentración de sustrato (g/L) en el tiempo t (d) y S0 es la 

concentración de sustrato en el tiempo inicial (d). 

Considerando la fórmula básica para la biomasa de microalgas propuesta por 

(Chisti, 2007): CO0.48H1.83N0.11P0.01, la tasa de fijación de CO2 (rCO2) en cultivos 

mixotróficos fue determinada de acuerdo con la ecuación 5 descrita por 

(Chakravarty y Mallick, 2022): 

𝑟𝑐𝑜2 = (𝑃𝑥 𝑚𝑖𝑥𝑜𝑡𝑟𝑜𝑓𝑖𝑐𝑜 −  𝑃𝑥 ℎ𝑒𝑡𝑒𝑟𝑜𝑡𝑟𝑜𝑓𝑖𝑐𝑜 ) × 1.88      (5) 

6.6 Métodos analíticos 

La concentración celular fue determinada usando la densidad óptica del 

cultivo obtenida a 800 nm en espectrofotómetro (GENESYSTM 10S UV-Vis, Thermo 

Scientific™, Waltham, Massachusetts, USA) y convertida a peso seco de células 

mediante una curva de calibración. Las lecturas se realizaron por triplicado y se 

interpolaron en una curva tipo de peso seco, usando agua destilada como blanco. 

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

de membranas de nylon de 0.45 µm de diámetro de poro. Posteriormente, las 

membranas se secaron en una estufa a 75 °C, hasta peso constante. 
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La concentración de glucosa de los medios de crecimiento se cuantificó 

mediante HPLC (Waters, Millipore, Milford, MA). El HPLC fue equipado con una 

columna de exclusión iónica HPX-87H (Bio-Rad, Hércules, CA). Se empleó una fase 

móvil de H2SO4 5 mM a 0.5 mL/min, y las muestras se examinaron a 60 °C.  

La concentración de amonio (Hernández-López y Vargas-Albores, 2003) se 

efectuó con 750 µL de la muestra convenientemente diluida (1/1000) sin células se 

mezcló 60 µL de fenol 10% (en etanol al 95%), 60 µL de nitroprusiato de sodio 0.5% 

y 90 µL de solución oxidante (citrato de sodio 20% p/v, hidróxido de sodio 1% p/v, 

hipoclorito de sodio v/v). Una vez adicionados todos los reactivos se mezclaron por 

inversión. La mezcla fue incubada durante 60 min a temperatura ambiente y se 

determinó la densidad óptica en el espectrofotómetro (GENESYSTM 10S UV-Vis, 

Thermo Scientific™, Waltham, Massachusetts, USA) a una longitud de onda de 655 

nm. Se hizo un triplicado de cada muestra. Se obtuvo una curva de calibración que 

se realizó con sulfato de amonio ((NH₄)₂SO₄). 

La concentración total de lípidos de la biomasa se determinó 

gravimétricamente por el método modificado de Bligh y Dyer (1959) descrito en 

Vendruscolo et al. (2018).  

Los carotenoides y la clorofila se extrajeron de la biomasa liofilizada (5mg) y 

se resuspendieron en 1 mL de Acetona al 90%, se adicionaron 500 mg de perlas de 

vidrio de 450-500 μm (Sigma Aldrich), se mezclaron por agitación durante 2 minutos 

y se incubaron por 3 horas (37°, 300 rpm) (Montenegro-Herrera, 2022).  

La ficocianina de la biomasa de G. sulphuraria se extrajo según el método 

propuesto por Moraes et al. (2011), en donde la microalga es sometida a varios 

ciclos de congelamiento y descongelamiento utilizando tampón de fosfato salino 

como solvente. La concentración de ficocianina fue determinada mediante un 

espectrofotómetro de matriz de diodos UV-Vis (Thermo Fisher Scientific, EE. UU.), 

midiendo la Absorbancia (A) a 618 y 652 nm, y se calculó utilizando la ecuación 6 

(Bennet y Bogorad 1973):    

Ficocianina (mg/mL) = (A618-(0.474×A652)) /5.34     (6) 
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La composición de carbohidratos totales se realizó por el método ácido fenol-

sulfúrico (Quero-Jiménez et al., 2019), en dónde se usó 10 mg de biomasa de 

microalgas liofilizadas en 10 mL de agua destilada, después se tomaron 2 mL de la 

solución y se mezcló con 1mL de una solución acuosa de fenol al 5%, agregando 

rápidamente a la mezcla 5 mL de ácido sulfúrico concentrado, las muestras 

reposaron durante 10 minutos y después fueron agitadas durante un minuto. 

Posteriormente, las muestras se colocaron en baño de agua durante 20 min a 

temperatura ambiente y las muestras. Se cuantificaron mediante a 490 nm en 

espectrofotómetro (GENESYSTM 10S UV-Vis, Thermo Scientific™, Waltham, 

Massachusetts, USA). Se hizo un cuádruplo de cada muestra. Para estimar los 

carbohidratos totales se obtuvo una curva de calibración utilizando glucosa como 

estándar.  

La cuantificación de proteínas se llevó a cabo por el método de Lowry et al. 

(1951), en donde, 5 mg de biomasa seca se hidrolizaron termoquímicamente con 

ácido 17 tricloroacético (TCA; 24% p/v) a 90 °C y 15 minutos (Slocombe et al., 2013). 

Después de la hidrólisis, la cuantificación de proteínas se llevó a cabo utilizando el 

método colorimétrico de Folin y utilizando una curva de referencia de albúmina de 

suero bovino. 

Para evaluar la estabilidad de la ficocianina, se siguió el método propuesto 

por Moraes et al. (2011). La extracción se realizó por triplicado y se distribuyó en 

tubos Eppendorf de 1.6 mL. Posteriormente, se sometió a los tratamientos 

específicos, que incluyeron exposición de intensidad de luz controlada (incubadora 

25 µmol/m2/s), intensidad de luz ambiental (dentro del laboratorio) y oscuridad, 

durante un periodo de 192 horas. Se procedió a cuantificar el pigmento cada 24 

horas. 

La degradación de la ficocianina, dependiente de la intensidad de luz, se 

determinó de acuerdo con la ecuación exponencial de primer orden (7) (Kannaujiya 

y Sinha, 2016), para generar una tasa de degradación (h-1): 

𝐶 =  𝐶0𝑒−𝑘𝑡           (7) 
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Esta ecuación puede simplificarse como:  

𝐾 =
−In(

𝐶

𝐶0
)

𝑡
           (8) 

donde C es la concentración después de cualquier tiempo t, C0 es la concentración 

inicial y k es la tasa de degradación (h-1). 

La estabilidad de la ficocianina también se evaluó utilizando la ecuación de 

vida media (9), donde la concentración inicial de la muestra se reduce a la mitad 

después de cierto tiempo de exposición: 

𝑡1

2
=

0.693

𝑘
           (9) 

7. Resultados 

El crecimiento de microalgas depende de varios factores abióticos, como la 

temperatura, el nivel de nutrientes y la luz disponible. Entre estos factores, la luz 

influye directamente en el mecanismo de la fotosíntesis siendo un factor esencial 

para alcanzar las condiciones óptimas de crecimiento de los cultivos mixotróficos 

(Maroneze et al., 2019; Gao et al., 2022). En este sentido, la Figura 2 muestra el 

crecimiento y consumo de los principales sustratos (glucosa y nitrógeno) en las 6 

condiciones evaluadas durante 7 días. La Tabla 2 presenta los parámetros cinéticos 

de crecimiento en los tratamientos evaluados. 
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Figura 2. Efectos de la intensidad de luz sobre el crecimiento de G. sulphuraria (A), 

y sobre el consumo de glucosa (B) y sulfato de amonio (C). Las barras de error 

representan la desviación estándar de la media de tres repeticiones. 
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Independiente de la condición de luz probada, es posible notar una fase 

adaptación celular en las primeras 48 h de cultivo, que es seguida de la fase 

exponencial de crecimiento (Figura 2A). Los mayores crecimientos fueron obtenidos 

en las intensidades de luz más altas (200, 300 y 400 µmol/m2/s), en donde las 

máximas densidades celulares fueron de aproximadamente 10.6, 9.18, y 10.5 g/L, 

respectivamente, sin diferencia significativa en las tres condiciones. Los 

crecimientos más bajos fueron observados en 50 µmol/m2/s (3.02 g/L) y en 0 

µmol/m2/s (en heterotrofía: 2.9 g/L), sin diferencia significativa entre las condiciones 

de 50 µmol/m2/s de luz y sin iluminación. 

Como consecuencia la intensidad de luz también afectó el consumo de 

sustratos, observando que mayores consumos fueron observados en las 

condiciones de mayores crecimientos. Con relación a la glucosa (Figura 2B), es 

posible verificar un agotamiento de ese sustrato en los cultivos con intensidades de 

300 y 400 µmol/m2/s. Por otro lado, en ninguna condición hubo un agotamiento de 

la fuente de nitrógeno (Figura 2C) a los 5 días de cultivo, lo que es una consecuencia 

de la relación carbono/nitrógeno elegido (C/N=5), con base en estudios realizado 

previamente en el laboratorio (datos aún no publicados). 

Al comparar los resultados obtenidos en este estudio con los reportados de 

Sloth et al (2005), donde utilizaron G. sulphuraria 074G se obtuvo la mayor 

concentración de biomasa (0.9 g/L) en los cultivos bajo la intensidad de luz entre 

65-128 µmol/m2/s, mientras que en este trabajo se observa que la mayor 

concentración de biomasa, utilizando G. sulphuraria CCMEE5587.1 fue en los 200 

µmol/m2/s (10.65 g/L). Cabe mencionar que en el estudio de Sloth (2005) se 

utilizaron matraces cónicos de 500 ml que contenían 100 mL de cultivo, 5 g/L de 

glucosa, fructuosa o glicerol, pH 2 y 42 °C; mientras que en el presente trabajo las 

condiciones usadas fueron un poco diferentes: matraces cónicos de 500 ml, con 

300 mL de cultivo, 10 g/L de glucosa, pH 2 y 42 °C. 

En los cultivos mixotróficos de microalgas, al igual que en los cultivos 

fotoautótrofos, la luz desempeña un papel fundamental en el proceso de 
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fotosíntesis, sin embargo, los requisitos de luz (intensidad y duración) diferirán entre 

especie e incluso cepas (Castillo et al., 2021).  

Tabla 2. Parámetros cinéticos de crecimiento de G. sulphuraria bajo las diferentes 

condiciones de cultivo. Diferentes letras dentro de una misma columna expresan 

diferencias significativas entre las medias (P < 0,05). 

Condición 

0μmol/m²/s 
Xmáx (g/L) µmáx (d-1) PX (g/L.d) tg (d) Y(g/g) rCO2 

0 2.99±0.65c 0.384±0.000e 0.43±0.022b 1.80±0.000a 0.573±0.022b 0±0.000d 

50 3.02±0.57c 0.408±0.0033e 0.44±0.020b 1.70±0.141a 0.470±0.016b 0.018±0.003c 

100 4.94±1.30b 0.507±0.047d 0.75±0.036b 1.37±0.0.125b 0.553±0.018b 0.601±0.001b 

200 10.65±0.31a 0.76±0.0038c 1.715±0.055a 0.90±0.072c 1.121±0.077a 2.410±0.012a 

300 9.18±1.22 a 0.72±0.0036b 1.47±0.047 a 0.98±0.078d 0.974±0.043a 2.055±0.008a 

400 10.49±1.08a 0.80±0.0042a 1.68±0.035 a 0.86±0.069c 1.128±0.026a 2.349±0.020a 

 

A partir de la Tabla 2 se puede observar que la microalga G. sulphuraria 

presenta una respuesta a diferentes intensidades de luz similar a lo discutido en la 

sección 2.3, particularmente en la Figura 2. Se observa que entre 0 y 50 μmol/m²/s 

no hubo una diferencia significativa en los parámetros cinéticos de crecimiento, lo 

que puede estar asociado con la condición de fotolimitación que ocurre cuando no 

hay suficiente luz para mantener el metabolismo, por lo cual estos cultivos se ven 

afectados (Maroneze et al., 2019). Entre 50 y 200 μmol/m²/s el aumento en el 

crecimiento es proporcional al aumento en la intensidad de luz, y en intensidades 

entre 200 y 400 μmol/m²/s no hay un aumento en las velocidades de crecimientos y 

no presenta diferencia estadística entre dichas condiciones. Eso indica que la 

irradiancia de compensación de ese microrganismo, en esas condiciones es 

alrededor de 50 μmol/m²/s y el punto de saturación es alrededor de 200 μmol/m²/s 

(Lehmuskero et al., 2018). Aunque no verificamos un aumento en el comportamiento 

de los cultivos a intensidades más altas, no fue observada una fotoinhibición o 

fotooxidación, ya que en este rango se obtuvieron los mayores valores de velocidad 

específica de crecimiento, productividad, rendimiento de biomasa con respecto a 
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glucosa y tasa de fijación de carbono y menores tiempos de duplicación (Metsoviti 

et al., 2019).  

En la Tabla 2 también es posible observar que los valores de rendimiento de 

biomasa con respecto a glucosa y tasa de fijación de carbono aumentan con el 

incremento en la intensidad de luz, lo cual indica que tiene un efecto positivo en la 

sinergia la fotosíntesis y la respiración en mixotrofía. 

Los cambios en la cantidad de luz pueden inducir cambios en el metabolismo 

y en la morfología de microalgas y en consecuencia en su composición bioquímica 

(Maroneze et al., 2016). La Figura 3 presenta los resultados del efecto de las 

diferentes intensidades de luz evaluadas sobre la composición bioquímica de la 

biomasa microalgal. 

Figura 3. Composición bioquímica de G. sulphuraria CCMEE5587.1 bajo diferentes 

intensidades de luz. Diferentes letras, expresan diferencias significativas entre las 

medias (P < 0,05). 

Los resultados mostraron que intensidades de luz mayores favorecieron la 

acumulación de proteínas y el mayor contenido de proteínas (40.44%) fue obtenido 

a 200 µmol/m2/s, pero sin diferencia estadística (p < 0.05) entre 300 y 400 
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µmol/m2/s, con valores de 36.78% y 36.51%, respectivamente. Por otro lado, el 

contenido más bajo fue obtenido en el cultivo heterotrófico, que presentó un 30.73%, 

de igual forma, sin diferencia estadística entre 50 µmol/m2/s (31.80%) y 100 

µmol/m2/s (31.37%). Metsoviti reporta que las proteínas son elementos 

fundamentales en las células de las microalgas, cumpliendo funciones esenciales 

tanto a nivel estructural como metabólico. Esto hace que el contenido proteico de 

las algas pueda ser más resistente a las variaciones en la intensidad de la luz. Así 

mismo en este estudio podemos observar que el contenido de proteínas se 

favoreció con el aumento de la luz.  

Con relación al contenido de lípidos, se encontraron valores entre 6.25 y 

8.68% en todas las condiciones evaluadas. Aunque no exista una diferencia 

significativa entre los seis tratamientos, se puede observar un ligero aumento en el 

contenido de lípidos conforme aumenta la intensidad de luz. En el estudio de 

Maltsev et al., 2021, se informa que si existe un aumento en la intensidad de luz 

provocará cambios en los procesos metabólicos, además se muestra que la luz 

intensa conduce a una mayor síntesis de lípidos, esto puede ser un medio para 

transformar el exceso de luz en energía química para evitar el daño fotooxidativo. 

El porcentaje obtenido en este trabajo corrobora con lo reportado Banihashemi et 

al. (2023) que encontró un 5,88% de los lípidos con cultivos autótrofos de G. 

sulphuraria (CCMEE 5587.1) y la clasifica como una microalga baja en lípidos. Otros 

autores encontraron valores aún más bajos en condiciones mixotróficas (3.8%) y 

heterótrofas (1.14-3.6%) (Graziani et al., 2013; López et al., 2019). 

La acumulación de carbohidratos fue indirectamente proporcional a la 

acumulación de proteínas y lípidos. Los mayores valores fueron encontrados bajo 

la condición de heterotrofía (16.06%), con diferencia significativa a las demás 

condiciones, mientras que los menores se encontraron en 200 µmol/m2/s (7.89%), 

donde existe una diferencia significativa respecto a 50, 100, 300 y 400 µmol/m2/s.  

En el estudio de Nzayisenga et al., 2020 reporta que, si el contenido de lípidos 

aumenta, debería haber reducciones correspondientes en el contenido de 

carbohidratos, proteínas o ambos. En este trabajo existe un comportamiento similar, 
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pues el contenido de carbohidratos, aunque disminuyó de manera indirectamente 

proporcional, se observa que en el cultivo heterotrófico tenemos el mayor contenido 

de carbohidratos, aunque no existe diferencia significativa en 0, 50 y 100 µmol/m2/s 

respecto a proteínas existe un contenido menor en heterotrofía. Así mismo en los 

lípidos no existiendo diferencia entre los 6 grupos, y se observa una disminución en 

heterotrofía. Por otro lado, a 200 µmol/m2/s se obtiene la menor cantidad obtenida 

de carbohidratos, pero se tiene el mayor contenido de proteínas y un ligero aumento 

de lípidos. Las cenizas no se vieron afectadas por las condiciones usadas, 

manteniendo su concentración alrededor de 5%, sin diferencia significativa entre los 

tratamientos.  

La Figura 4 muestra los efectos de las condiciones de cultivo evaluadas sobre 

la producción de ficocianina por G. sulphuraria. Ese pigmento es un metabolito 

intracelular de las microalgas, por lo que su productividad es producto del contenido 

de ficocianina y la productividad de la biomasa. En este sentido, para una 

comparación justa, también se evaluó la productividad de ficocianina (Figura 4). 
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Figura 4. Contenido y productividad de ficocianina (PPC) de G. sulphuraria CCMEE 

5587.1 biomasa liofilizada cultivada bajo diferentes intensidades de luz. Diferentes 

letras, expresan diferencias significativas entre las medias (P < 0,05). 

La mejor condición para producción de ficocianina fue a intensidad de 

iluminación de 200 µmol/m2/s, tanto en contenido (4.47%), como en productividad 

(76.60 mg/L.d). En intensidades de luz más altas hubo una ligera disminución en el 

contenido (3.65-3.19%) y productividad (49.32-53.52 mg/L.d) de ficocianina, 

encontrando que no existe diferencia significativa entre 300 y 400 µmol/m2/s. En las 

intensidades más bajas (0, 50, 100 µmol/m2/s) fueron encontrados los menores 

valores de producción de ficocianina. 

En el trabajo de Sloth (2005), se reporta que el mayor contenido de 

ficocianina se encontró a 65 µmol/m2/s, obteniendo una cantidad de 28 mg/g, lo que 

corresponde a un 2.8% de contenido especifico, mientras que en este estudio el 

mayor contenido obtenido fue de 4.46% en 200 µmol/m2/s. La cantidad obtenida de 

este pigmento varía entre diferentes cepas. 
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Como se describió en la introducción, los complejos captadores de luz están 

compuestos por pigmentos fotosensibles, como las clorofilas que son pigmentos 

esenciales que desempeñan un papel central en la fotosíntesis oxigénica, mientras 

que las ficobilinas y los carotenoides actúan como pigmentos accesorios (Ramanna 

et al., 2017). Entonces cuando la intensidad lumínica supera al límite superior en las 

células de algas, se produce daño en el complejo PS II, lo que resulta en un 

fenómeno de fotoinhibición y una reducción en los bioproductos, al igual que niveles 

de luz demasiado bajos limitarán el crecimiento y la acumulación de bioproductos 

en las microalgas (González et al.,2019; Wang et al., 2014). Este fenómeno se 

observa en las intensidades superiores a 200 µmol/m2/s podemos observar una 

reducción de la ficocianina, además de que en las intensidades por debajo de 200 

µmol/m2/s observamos poca acumulación de pigmento.  

En la Figura 5 se observan los efectos de las condiciones de cultivo evaluadas 

sobre el contenido de clorofila a y carotenoides. A partir de esos datos se puede 

observar que el contenido de clorofila varío entre 2.16 a 3.81 mg/g, y los menores 

valores fueron encontrados en las condiciones 0, 50 y 100 µmol/m2/s, sin diferencia 

significativa. Mientras que se obtuvo mayor cantidad de clorofila en la biomasa 

cultivada en intensidad de luz alta, sin diferencia significativa en las condiciones 

para 200, 300 y 400 µmol/m2/s.  
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En cuanto a los carotenoides totales, el contenido fue alrededor de 1.8 veces 

mayor bajo 400 µmol/m2/s, que en intensidades de luz más bajas (0-100 µmol/m2/s) 

(Figura 6). Los carotenoides en los organismos fotosintéticos están asociados con 

el complejo de captación de luz de la fotosíntesis y son conocidos por sus 

características fotoprotectoras (Castillo et al, 2021), desempeñan un papel 

importante al ofrecer una protección efectiva contra la luz al disipar el exceso de 

energía lumínica (Romanna et al., 2017), por lo cual los carotenoides aumentan 

conforme aumenta la intensidad.  

 Figura 5. Contenido de clorofila a y carotenoides en G. sulphuraria CCMEE 5587.1 

bajo diferentes intensidades de luz. Diferentes letras expresan diferencias 

significativas entre las medias (P < 0,05). 

Se sabe que la ficocianina es inestable en presencia de luz y la tasa de 

degradación depende de la cantidad de luz emitida (Yuan et al., 2022). Por tal 

motivo, se evaluó la estabilidad de la ficocianina producida bajo tres diferentes 

condiciones de luz: oscuridad, en incubadora a intensidad controlada de 25 

µmol/m2/s y bajo iluminación ambiental en el laboratorio de estudio 

(aproximadamente 200 lux y fotoperíodo de 12 h). El comportamiento de la 

ficocianina relativa bajo las diferentes condiciones fue evaluado por 192 h y los 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/carotenoid
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resultados son mostrados en la Figura 5. Los valores para la ecuación del modelo 

de degradación se presentan en la Tabla 3. 

 

Figura 6. Estabilidad de la ficocianina bajo iluminación ambiental, a 25 

µmol/m2/s y en oscuridad.  

Tabla 3. Valores de los parámetros del modelo de degradación de ficocianina bajo 

diferentes condiciones de iluminación. 

Condición k (h-1) R2 t1/2 (h) 

25 μmol/m²/s 0.0171 0.991 40.5 

Oscuridad 0.0005 0.721 1386.3 

Ambiental 0.001 0.603 693.1 

 

Es posible observar que la concentración relativa de ficocianina expuesta a 25 

µmol/m2/s fue decayendo durante los días de exposición a la luz, llegando a un valor 

próximo a cero a las 144 h (Figura 5). Que, de forma relevante, la concentración de 

ficocianina relativa se mantuvo estable bajo oscuridad y a luz ambiental. En términos 

cinéticos, en oscuridad a temperatura ambiente se puede verificar que la velocidad 

de degradación (k) es la más baja (0.0005 h-1), resultando en una vida media de 

1386 h (una vida media de aproximadamente de 60 días). La exposición a la luz 
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ambiental resultó en un incremento en la velocidad de degradación de la proteína y, 

consecuentemente una disminución en la vida media (693 h; ~ 29 días). Finalmente, 

a una intensidad de 25 μmol/m²/s la velocidad de degradación fue de 0.0171 h-1, 

presentando una vida media de 40.5 h (1.7 días). 

8. Conclusiones  

 

La intensidad de luz demostró ser un factor crucial para el crecimiento y 

metabolismo de la microalga extremófila G. sulphuraria CCMEE 5587.1. En este 

estudio pudimos determinar los puntos de compensación y saturación de la luz en 

los cultivos mixotróficos de esta microalga. Nuestros resultados mostraron que, para 

la cepa y condiciones evaluadas, la mejor intensidad de luz fue de 200 µmol/m2/s, 

condición en donde se obtuvieron los mejores parámetros cinéticos y también 

mayores contenidos de proteínas, especialmente ficocianina. En esa condición se 

logró incrementar la productividad de ficocianina en más de 8 veces con relación a 

heterotrofia y en 8 veces con relación a condiciones previamente optimizadas en 

nuestro laboratorio. 
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