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Resumen 

 

 

 
     Las microalgas constituyen una fuente de nuevos pigmentos y compuestos 

antioxidantes con potencial uso a nivel industrial. Así mismo el diseño de sistemas de 

cultivo mejora día con día para permitir la producción de nuevas especies de microalgas 

que no se han cultivado anteriormente. Se evaluó la eficiencia de un fotobiorreactor 

helicoidal tubular mediante el cultivo de Neochloris cohaerens (Chlorophyta) con el fin 

de producir carotenoides con capacidad antioxidante. El sistema fue capaz de proveer las 

condiciones necesarias para el cultivo de esta especie y rendir biomasa apta para procesos 

posteriores de estrés. Se obtuvo una concentración máxima de biomasa de 1.39±0.08 g/L, 

la productividad promedio fue de 76.52±17.13 g/m3d1 y la productividad aérea de 

1.70±0.38 g/m2d1. Se identificaron deficiencias en el sistema en cuanto a la mezcla del 

cultivo y productividad de biomasa por área iluminada, así mismo, fue evidente la 

necesidad de un control de pH frecuente y ajuste de la irradiancia dentro del cultivo para 

evitar fluctuaciones que perjudiquen su desempeño. En cuanto a la presencia de 

carotenoides, fue posible identificar la presencia de luteína y β-caroteno en la biomasa 

obtenida, sin embargo, se requiere más estudios para profundizar en el mecanismo de 

estrés y mejorar la producción de estos pigmentos. El estrés aplicado no rinde los 

resultados esperados ya que la biomasa verde no estresada mostró valores mayores en 

contenido de pigmentos y capacidad antioxidante de los extractos. Este trabajo sienta un 

punto de partida para el estudio de esta especie y muestra su potencial para su uso en la 

industria.  
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1. Introducción 

 

 
     Los microorganismos fotosintéticos representan una fuente alternativa de metabolitos de 

interés comercial debido a su rápido crecimiento y facilidad de cultivo. Entre los pigmentos 

que producen las microalgas, uno de los más relevantes son los carotenoides, esto por sus 

diversas aplicaciones para la industria. Estudios recientes también reconocen la importancia 

de los carotenoides para la salud humana debido a su actividad antioxidante por lo que la 

producción de estos de forma intensiva es importante para la industria farmacéutica. 

 

 
1.1 Antecedentes 

 
     Las microalgas son ampliamente utilizadas con fines biotecnológicos para la obtención 

de metabolitos de interés comercial. Para este fin se han desarrollado diversos sistemas de 

cultivo que intensifican la producción y permiten satisfacer la demanda por las industrias (He 

et al., 2017). Las primeras iniciativas para el cultivo de microalgas en sistemas abiertos 

inician poco tiempo después la segunda guerra mundial. Posteriormente, en 1952 centros de 

investigación en Estados Unidos como el Instituto Carnegie de Washington destacan los 

principales obstáculos tecnológicos y el potencial de estos microorganismos como fuente de 

nutrientes (Grivalský et al., 2019).  

     En los años 60´s y 70´s países como Japón, Israel y Australia incursionan en el cultivo 

comercial de las microalgas. En Japón, se experimentó con sistemas abiertos de circulación 

de 20 m de diámetro para el cultivo de Chlorella, de modo que para finales de los 80 habían 

cerca de 46 plantas industriales en toda Asia, con producciones cercanas a los 1000kg de 

biomasa al mes (Ishika et al., 2017). A principios de los años 70 México inicia los primeros 

cultivos de Spirulina, mientras que a finales de los 80´s, Australia se posiciona en tercer lugar 

entre los productores más grandes de la industria con dos plantas de producción para el 

cultivo de Dunaliella salina (Costa et al., 2019; Silva et al., 2020).  

     A finales de los 80´s ya eran evidentes las limitaciones de productividad de los sistemas 

abiertos con fines comerciales y la necesidad de tener un cultivo aislado de toda 

contaminación (Grivalský et al., 2019). La implementación de fotobiorreactores cerrados 
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permitió ampliar la gama de microorganismos cultivables y mejorar el control sobre las 

condiciones. Desde entonces múltiples investigadores han diseñado y evaluado variantes de 

fotobiorreactores tubulares (Carlozzi & Torzillo, 1996; Lee et al., 1995; Molina et al., 2001).  

     Los fotobiorreactores helicoidales empleados actualmente derivan del diseño realizado 

por Robinson y compañía en 1987 (Hall et al., 2003). Estos sistemas, también conocidos 

como Biocoil, permiten trabajar con volúmenes de cultivo más grandes en espacios 

reducidos. Así mismo, la disposición de los tubos hace posible captar con mayor eficiencia 

la luz solar y controlar la temperatura, además, su escalamiento es más sencillo en 

comparación con otros diseños (Sukačová et al., 2021).  

     Para incrementar el volumen de trabajo en un fotobiorreactor helicoidal basta con 

aumentar el número de anillos del sistema; sin embargo, al incrementar el tamaño del 

fotobiorreactor se hacen evidentes algunas de sus limitaciones. El aumento de anillos, y por 

consiguiente de altura impide que la luz natural incida en el interior del sistema, lo que hace 

necesario compensarla con iluminación artificial desde el interior (Acién et al., 2013). Del 

mismo modo, la energía necesaria para bombear el medio de cultivo a los anillos superiores 

incrementa los costos. Este bombeo a pesar de promover el intercambio de nutrientes y 

mejorar la productividad puede ocasionar daños en las células por exceso de presión en el 

sistema (Hashemi et al., 2020).  

     A pesar de sus limitaciones, los fotobiorreactores helicoidales se han empleado con éxito 

en el cultivo continuo y semi-continuo de especies como Nannochloropsis sp.,  

Phaeodactylum tricornutum y Spirulina platensis (Acién et al., 2003; Briassoulis et al., 

2010). Recientemente se reportó el cultivo de Chlorella sorokiniana en un fotobiorreactor 

tipo Biocoil. En este estudio los autores concluyeron que el tipo de sistema de cultivo puede 

influenciar algunas de las características cualitativas de la biomasa obtenida como por 

ejemplo un menor contenido de metil esteres de ácidos grasos (FAMEs)  (Concas et al., 

2016). En otro estudio realizado por el Laboratorio de Microalgas del Instituto Oceanográfico 



3 
 

 

 

 

 

de Venezuela se comparó el contenido de pigmentos del cultivo de Arthrospira maxima en 

dos tipos de fotobiorreactores en donde se demostró que el tipo de fotobiorreactor debe ser 

seleccionado de acuerdo con el microorganismo y el metabolito de interés ya que un sistema 

helicoidal puede ser más efectivo para la producción de pigmentos liposolubles. Por el 

contrario, un fotobiorreactor cilíndrico es más eficiente para la acumulación de 

ficobiliproteínas (Romero et al., 2017). 

     Los sistemas cerrados como los fotobiorreactores tubulares son los más empleados con 

fines comerciales para la obtención de metabolitos de alto valor. Este es el caso de 

Haematococcus pluvialis cultivada en plantas industriales en países como Israel, Nueva 

Zelanda y Estados Unidos, entre otros. Esta microalga posee pigmentos como la astaxantina 

el cual es de interés para el mercado de los productos farmacéuticos y de cuidado personal 

(Barsanti & Gualtieri, 2018; Morocho-Jácome et al., 2022). Otras microalgas como D. salina 

y Nannochloropsis sp. destacan por su producción de β-carotenos y ácido eicosapentanoico 

(EPA) respectivamente (Chua & Schenk, 2017; Koller et al., 2014). Por otra parte, 

representantes del género Neochloris constituyen una potencial fuente de lípidos para la 

industria bioenergética, por lo que han sido ampliamente estudiados (Norsker et al., 2021). 

     El conocimiento de que la síntesis de metabolitos secundarios responde a factores de 

estrés impulsó varias investigaciones en esta línea con Neochloris oleoabundans. Se encontró 

que la deficiencia de nitrógeno o fósforo en el medio podía promover el rendimiento de 

lípidos obtenido (Jaeger et al., 2018). Trabajos posteriores se centraron en encontrar la 

concentración óptima de nitrógeno considerando otros factores como la fuente de carbono y 

la temperatura (Gouveia et al., 2009; Safi et al., 2021). 

     El cultivo de N. oleoabundans en fotobiorreactores laminares -también conocidos como 

flat-panel- fue realizado por Pruvost et al. (2009). En este estudio se encontró que el 

rendimiento de triacilgliceroles era similar con y sin limitación de nitrógeno. Además, 

contrario a lo esperado, la mayor productividad de lípidos totales se observó en el cultivo sin 
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limitación de nitrógeno, lo cual fue atribuido al alto contenido de lípidos totales de la 

microalga. Por su parte, Santos et al (2012) mediante el cultivo de N. oleoabundans en un 

fotobiorreactor semejante al del estudio anterior, demostraron el efecto sinérgico de combinar 

la ausencia de nitrógeno con otros factores como la alcalinidad del medio.  

 

     N. oleoabundans también es valorada como fuente de pigmentos, por lo que varios 

investigadores han caracterizado su composición de carotenoides y evaluado distintas 

técnicas para el procesamiento a gran escala de forma eficiente (Banskota et al., 2019). 

Castro-Puyana et al. (2017) optimizaron la extracción de los pigmentos empleando la técnica 

de extracción líquida presurizada con distintos solventes reconocidos como seguros. Otros 

han propuesto alternativas naturales de agentes floculantes como el quitosano, siendo éste 

más efectivo que el sulfato de hierro y de aluminio (Beach et al., 2012). Algunos 

investigadores ante la necesidad de reducir los costos de producción de biocombustibles, 

estudiaron la biomasa de N. oleoabundans como posible fuente de lípidos y co-productos de 

valor. Encontraron que las condiciones de cultivo que promueven la producción de lípidos, 

al mismo tiempo perjudican la acumulación de carotenoides (Hajar et al., 2017).  

     El potencial de N. oleoabundans es evidente y varios investigadores latinoamericanos así 

lo reconocen. La gran mayoría de estudios realizados se enfocan en el cultivo de este 

microorganismo para la obtención de biocombustibles (Fernández-Linares et al., 2008; 

Garibay-Hernández et al., 2013). En menor medida se encuentran las investigaciones sobre 

otros metabolitos de interés comercial como los carotenoides (Reyes et al., 2016).  

     En Costa Rica, el Parque Marino del Pacífico dispone de varios fotobiorreactores 

helicoidales empleados para producir algas que se utilizan para la alimentación de peces 

juveniles y otros organismos acuáticos. Este sistema les ha permitido optimizar la producción 

de Nannochloropsis oculata, Tetraselmis sp. e Isochrysis galbana ya que es posible obtener 

cultivos de una alta densidad celular en un espacio reducido (Carvajal-Oses et al., 2018).  
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1.2. Justificación  

 

     Con el creciente mercado de los compuestos bioactivos, el cultivo de microorganismos 

para la obtención de metabolitos va en aumento. Entre estos, las microalgas constituyen un 

grupo polifilético de gran valor para la biotecnología debido a la variedad de metabolitos que 

producen, su eficiencia fotosintética y alta tasa de crecimiento (Moreno-Garcia et al., 2017). 

El aporte nutricional de estos organismos y su capacidad para sintetizar compuestos 

antioxidantes e inmuno-estimulantes resulta importante para las industrias alimenticia y 

farmacéutica (Vieira et al., 2020). 

     El uso de las microalgas para diversos fines como la acuacultura, la industria bioenergética 

y farmacológica, promueve la búsqueda de nuevas formas de cultivo más eficientes y 

rentables. La necesidad de obtener grandes cantidades de biomasa para estas industrias ha 

derivado en el cultivo intensivo de las microalgas. Se han desarrollado varios sistemas de 

producción y la selección del mismo es crítica ya que depende de la finalidad del cultivo y 

de la especie (Acién et al., 2013). Los sistemas abiertos como los “raceways” son los más 

utilizados para la producción a gran escala de biomasa microalgal. Son más simples de operar 

y utilizan la energía solar, sin embargo, los cultivos tienden a ser bastante diluidos 

(D’Alessandro & Antoniosi Filho, 2016; Travieso et al., 2001).  

     Por el contrario, en los sistemas cerrados y reactores de capa fina es posible alcanzar una 

concentración celular más elevada y mantener una buena productividad sin verse afectada 

por el efecto sombra (Grivalský et al., 2019). Adicionalmente, es una de las mejores 

alternativas para obtener compuestos específicos libres de contaminación (Benavente-Valdés 

et al., 2016). Por otra parte, el control de las condiciones de cultivo hace posible dirigir la 

maquinaria metabólica hacia la producción de compuestos como lípidos de alto valor 

energético, proteínas y pigmentos para su uso como aditivos alimenticios (Urreta, Ikaran, 

Janices, Ibañez, Castro-Puyana, Castañon, Suarez-Alvarez, 2014). 
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     Los fotobiorreactores son los sistemas de cultivo más utilizados para la producción de 

metabolitos específicos a partir de una sola especie de microalga. Estos sistemas permiten 

tener un control más efectivo sobre factores como la luz y la temperatura. Uno de los más 

utilizados es el fotobiorreactor tubular debido a su mayor superficie de iluminación y a su 

alto rendimiento de biomasa por área (Ugwu et al., 2008). Algunas variantes de estos sistemas 

se caracterizan por la disposición de los tubos la cual puede ser horizontal, vertical y en 

espiral. Esta última tiene la ventaja de que permite tener mayor volumen de cultivo en un 

espacio  reducido, lo que permite su uso en interiores y bajo condiciones de laboratorio 

(Legrand et al., 2021).  

     Es posible obtener una gran variedad de pigmentos a partir de las microalgas, sin embargo, 

los que más relevancia han tomado son los carotenoides por sus diversas aplicaciones. 

Pigmentos producidos por Hematococcus pluvialis y Dunaliela salina (Chlorophyceae, 

Volvocales) como la astaxantina y el β-caroteno respectivamente, reciben especial atención 

ya que se acumulan en grandes cantidades y son fuertes antioxidantes (Solovchenko & 

Neverov, 2017). Muchos estudios han demostrado el efecto positivo de estos metabolitos 

para la salud humana; por ejemplo, son capaces de funcionar como neuroprotectores, 

previenen la aparición de problemas cardiovasculares, visuales y protegen la piel ante daños 

por luz UVA y UVB (Fernández-García, 2014). Además de los carotenoides mencionados 

anteriormente se tiene conocimiento de otros como la violaxantina y la fucoxantina que 

ayudan en la recuperación posterior a un esfuerzo físico (De Jesus Raposo et al., 2015). 

     Las microalgas pertenecientes al género Neochloris (Chlorophyceae) son ampliamente 

conocidas por su alto contenido lipídico bajo condiciones de estrés (Safi et al., 2021). Muchos 

estudios han evaluado las condiciones idóneas de cultivo para la obtención de biomasa apta 

para la producción de biocombustibles. De esa forma se ha establecido el efecto de la 

salinidad, el exceso de luz y la limitación o ausencia de nitrógeno en el medio sobre la 

composición de la biomasa obtenida (Santos et al., 2014).  
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     Debido al evidente potencial de estos microorganismos como fuente de productos de 

interés para la industria, es que la implementación de un fotobiorreactor en donde se cultive 

en forma intensiva y a gran escala las microalgas es fundamental en la actualidad. Es por esto 

por lo que el propósito de esta investigación es la evaluación del cultivo de Neochloris 

cohaerens en un fotobiorreactor helicoidal tubular para producir carotenoides antioxidantes 

para valorar su potencial uso biotecnológico.  

 

 

1.3. Planteamiento del problema 

 
El creciente mercado para los compuestos nutracéuticos deriva en la necesidad de 

cultivar microorganismos de forma intensiva para obtener metabolitos de interés comercial, 

lo cual genera la siguiente pregunta, ¿Cuál es la eficiencia de un fotobiorreactor helicoidal 

tubular para la producción de carotenoides con actividad antioxidante utilizando la microalga 

Neochloris cohaerens? 

 

  

  

 

 

 

 

 

 

 

1.4. Objetivos 

 

 
1.4.1. Objetivo general 

 
Evaluar la eficiencia de un fotobiorreactor tubular en la producción de carotenoides con 

actividad antioxidante mediante el cultivo de la microalga Neochloris cohaerens para su 

eventual uso en la industria. 
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1.4.2. Objetivos específicos 

 

1. Comparar la cinética de crecimiento de Neochloris cohaerens en un cultivo a pequeña 

escala (5 Litros) y en un fotobiorreactor helicoidal tubular (30 Litros) mediante la 

medición de algunos de sus parámetros fisiológicos. 

2. Determinar la producción de carotenoides de Neochloris cohaerens en un cultivo a 

pequeña escala y en el fotobiorreactor mediante un cromatógrafo líquido de ultra alta 

resolución (UHPLC) acoplado a un detector de arreglo de diodos. 

3. Determinar la capacidad antioxidante de los extractos obtenidos de Neochloris cohaerens 

en ambos sistemas de producción mediante la técnica de estabilidad del radical DPPH. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2. Marco Teórico 
 

2.1. Microalgas 
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     El término microalga se utiliza para referirse a aquellos microorganismos fotosintéticos, 

sean unicelulares o multicelulares. Constituyen un grupo polifilético puesto que se incluyen 

tanto procariotas como eucariotas (Alves et al., 2017). Son organismos cosmopolitas 

importantes para todos los ecosistemas en los que habitan (Hu et al., 2018) y su gran valor 

biotecnológico se debe a su rápido crecimiento, su capacidad de fijar carbono y por acumular 

una variedad de metabolitos de interés comercial (Moreno-Garcia et al., 2017).  

     Las microalgas cumplen un papel fundamental en los ambientes acuáticos y terrestres en 

donde son la base de la cadena alimenticia y los principales productores primarios, 

intervienen en el ciclo del carbono, y tienen efecto sobre el clima (Koutra et al., 2018; 

Ramanan et al., 2016). Así mismo, son las responsables de transformar grandes cantidades 

de compuestos inorgánicos en biomasa, algunos de ellos dañinos como es el caso del CO2 y 

los nitratos. A su vez, las microalgas son buenas indicadoras de la salud del ecosistema ya 

que responden a los cambios en el ambiente. Su composición química brinda información 

importante, por lo que son una buena herramienta de monitoreo in-situ (Ogburn & Vogt, 

2017).  

     A pesar de las importantes funciones que poseen las microalgas en todos los ambientes, 

también pueden ocasionar graves daños debido a su acelerado crecimiento. Las grandes 

cantidades de materia orgánica depositadas en las zonas costeras desencadenan floraciones 

algales. Estas traen consigo el deterioro del medio por anoxia, alteración de la cadenas 

alimenticia y en algunos casos, la producción de toxinas perjudiciales para la vida acuática y 

humana (Figueroa et al., 2018; Skulberg, 2000).  

     Para el sector industrial, las microalgas representan una excelente fuente de materia prima 

y metabolitos de alto valor. Su cultivo con fines comerciales inició en los años 60´s y su 

biomasa se destinaba principalmente a la obtención de pigmentos y para el sector de la 

acuacultura (Koller et al., 2014; Matos, 2017). Actualmente estos microorganismos son 
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cultivados cada vez más para consumo humano y para la formulación de suplementos 

alimenticios, siendo Chlorella una de ellas. Una de las plantas de producción más grandes se 

ubica en Taiwán, con una producción de más de 400 toneladas al año (Milledge, 2011).  

     El uso comercial de los pigmentos microalgales ha permitido el desarrollo de nuevas 

tecnologías para su producción y procesamiento. El mercado para los pigmentos naturales se 

estimaba en 1,5 billones de dólares para el 2020 y su valor está por encima de otros 

compuestos como lípidos y proteínas(Ambati et al., 2019). Microalgas como D. salina, H. 

pluvialis y la cianobacteria Spirulina platensis son las principales fuentes de β-caroteno, 

astaxantina y ficocianinas respectivamente, siendo el mercado del β-caroteno el más grande 

(D’Alessandro & Antoniosi Filho, 2016).  

     Por otro lado, las microalgas oleaginosas son muy valoradas para la producción de 

biodiesel ante la demanda de alternativas a los combustibles fósiles. Los biocombustibles a 

partir de estos microoganismos fotosintéticos tienen la ventaja de no ocupar tierras 

cultivables como es el caso de otras fuentes vegetales. Del mismo modo, su uso final permite 

aprovechar efluentes de otras industrias o aguas residuales como fuente de nutrientes (Oh et 

al., 2018). Compañías como Cellana Inc. y IHI Co. realizan el cultivo de especies como 

Nannochloropsis spp. y Botryococcus braunii para este fin (Maeda et al., 2018).  

     Otras especies como N. oleoabundans han sido ampliamente estudiadas por su alto 

contenido de lípidos, característica de gran valor para la producción de biodiesel. El género 

Neochloris fue descrito por primera vez en 1955 por Starr. En su estudio, se comparaban 

varias Chlorococcales productoras de zoosporas. Esto derivó en la caracterización de 

Neochloris aquatica la cual fue aislada de un acuario en la Universidad de Indiana 

(Archibald, 1973; Watanabe & Flod, 1989). En los siguientes tres años, Bold y sus 

estudiantes describieron seis especies más, N. gelatinosa, N. terrestris, N. fusisopora, N. 

minuta, N. pyrenoidosa y N. alevolaris. Bold, en los años posteriores continuó la 
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investigación con este género logrando identificar un total de 16 especies (Deason et al., 

1991).  

     El género Neochloris se compone tanto de especies terrestres como de agua dulce las 

cuales se encuentran ampliamente distribuidas (Archibald & Smith, 1987). Algunas especies 

se han aislado de campos de caña de azúcar y maíz en Cuba y Jamaica, como es el caso de 

N. minuta, N. pyrenoidosa, N. fusispora y N. terrestris, de dunas de arena de Arabia Saudita 

como N. oleoabundans . Otras como N. conjuncta, N. aquatica. y N. wimmeri se han aislado 

de cuerpos de agua dulce en la República Checa, Eslovaquia, India y Estados Unidos (Hiibel 

et al., 2015; Jaiswar et al., 2017).  

     El potencial de Neochloris para la industria bioenergética se debe su composición 

bioquímica. Se ha documentados la capacidad de algunas de sus especies para hacer frente a 

condiciones de estrés lumínico o de nutrientes mediante la acumulación de triacilgliceroles 

(TAG). Esto ha promovido su uso para la producción de biocombustibles. Puede alcanzar 

valores de TAG hasta de 40 % de su peso seco, los que a su vez representan un 80% de los 

lípidos totales (Santos et al., 2014). Del mismo modo, de su biomasa se obtienen pigmentos 

como los carotenoides de utilidad como colorantes, antioxidantes y suplementos alimenticios 

(Safafar et al., 2015).  

 

2.2. Sistemas de cultivo 

 

     El uso de las microalgas o sus metabolitos en los distintos sectores industriales ha 

requerido del desarrollo de sistemas de cultivo que permitan proporcionar todas las 

condiciones necesarias para el crecimiento de la forma más eficiente posible (Gupta et al., 

2015). Para el cultivo de microoganismos fotosintéticos se dispone de una gran variedad de 

sistemas abiertos y cerrados. Cada uno de estos sistemas posee una serie de ventajas y 
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desventajas que deben ser consideradas para seleccionar el más adecuado. Esto dependerá de 

las necesidades, la especie y el propósito del cultivo (Bani et al., 2021).  

     El cultivo de las microalgas tradicionalmente se ha realizado en sistemas abiertos como 

lagunas naturales o artificiales de poca profundidad. El control sobre las condiciones de 

cultivo es mínimo y su diseño simple admite su construcción con materiales de bajo costo y 

facilita su operación, lo cual es una gran ventaja a nivel industrial (Legrand et al., 2021). 

Mejoras a estos sistemas como los mecanismos de circulación que poseen los “raceways“ (o 

canales de flujo abierto), permiten tener una mejor circulación de los nutrientes y las células, 

asegurando que éstas se movilicen por toda la columna en zonas de luz y oscuridad (Rayen 

et al., 2019). 

     Entre sus ventajas se destaca los bajos costos de operación, ya que utilizan luz natural y 

en el caso de las especies marinas, el medio de cultivo consiste en agua marina enriquecida. 

Sin embargo la imposibilidad de evitar variaciones de temperatura, pH, dilución o 

evaporación excesiva limitan en gran medida su uso (Rodríguez-Torres et al., 2021). Al ser 

estos sistemas abiertos expuestos a contaminación, son pocas las especies cultivables. Hay 

microalgas que crecen rápidamente y compiten mejor que otras siendo capaces de alcanzar 

una buena densidad celular, aun cuando el cultivo presente contaminación. Sin embargo, la 

gran mayoría de especies requieren condiciones fijas y su cultivo en los sistemas abiertos se 

hace imposible o poco rentable (Lam et al., 2018).  

     En respuesta a las necesidades que dejaban los sistemas abiertos surgen los 

fotobiorreactores cerrados, en los cuales es posible tener un control estricto de las 

condiciones del cultivo. Lo anterior ha hecho posible el cultivo de las especies con una 

distribución limitada en todo el mundo al eliminar las barrearas ambientales. Actualmente 

hay una gran variedad de diseños y variantes que han sido evaluados con múltiples especies. 

Se ha documentado su escalamiento y uso con fines comerciales (Deprá et al., 2019). Los 

sistemas cerrados son los más adecuados para el cultivo de cepas delicadas que requieren de 
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un control estricto de las condiciones. Así mismo, este tipo de fotobiorreactores son 

necesarios cuando el cultivo está dirigido hacia la producción de compuestos para la industria 

alimenticia o farmacéutica que deben estar libres de toda contaminación (Mobin & Alam, 

2017).  

     Entre los principales fotobiorreactores cerrados están los tubulares, los laminares y de 

columna, siendo los primeros dos los más empleados con fines comerciales. Cada uno difiere 

en cuanto a tipo y velocidad del flujo dentro del sistema, la razón superficie- volumen, la 

transferencia de masa liquido-gas, la irradiancia, y los ciclos de luz y oscuridad que se 

empleen, entre otros. Estas características los hacen idóneos o no para el cultivo de ciertas 

especies (Gupta et al., 2015).  

     Los fotobiorreactores tubulares se pueden clasificar dependiendo de la disposición de los 

tubos en caso de ser vertical, horizontal o en espiral, sin embargo, generalmente todos poseen 

las mismas partes. Se componen de un sistema de tubos de material transparente y diámetro 

pequeño, y una bomba que mantiene el cultivo en constante movimiento. Acoplado a este 

sistema está un tubo colector y un desgasificador que permiten el escape de los gases 

generados por el cultivo y evita el exceso de presión (Acién et al., 2013). En algunos casos, 

de acuerdo con las necesidades es posible acoplar equipos de control y monitoreo que 

automatizan el proceso, como por ejemplo calentadores, sistemas de enfriamiento, sondas de 

oxígeno disuelto, CO₂, pH, y densidad óptica (Briassoulis et al., 2010).  

     La constante optimización de los fotobiorreactores condujo a un diseño que permitiera 

mejorar el rendimiento por área de los sistemas. La disposición en espiral de los tubos hace 

de los fotobiorreactores helicoidales una excelente alternativa que permiten su uso tanto en 

interiores como exteriores (Singh & Sharma, 2012). Este diseño, también llamado Biocoil, 

fue propuesto por Robinson y compañía en 1987, y se ha utilizado con diversas especies a 

pequeña y gran escala (Hall et al., 2003).  
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     Los fotobiorreactores helicoidales poseen múltiples ventajas como una mayor 

productividad aérea. Esto debido a que al ocupar un menor espacio, el aprovechamiento de 

la luz por unidad de área que ocupa es sistema es mayor en comparación con los 

fotobiorreactores horizontales (De Vree et al., 2015). La disposición de los tubos permite que 

la captación de la luz solar sea más eficiente durante todo el año e incrementa la relación 

superficie/volumen. Además, de ser necesario es posible compensar con luz artificial desde 

el interior de la espiral (Carvalho et al., 2006; Raes et al., 2014).  

     La necesidad de obtener la mayor cantidad de biomasa de la forma más rápida y 

económica posible promueve el escalamiento de los sistemas de cultivo. En este sentido, los 

fotobiorreactores permiten incrementar la capacidad de producción al tiempo que se reducen 

los costos (Grobbelaar, 2012). El principal objetivo del cultivo a gran escala responde a la 

creciente demanda de biomasa como materia prima para la industria. Tal es el caso de los 

combustibles puesto que ante el inminente agotamiento de los combustibles fósiles la 

seguridad energética es primordial. A pesar de que aún no es comercialmente sostenible su 

producción, muchas empresas han incursionado en esta línea (Khan et al., 2018). 

     De hecho, muchos países han apostado por el desarrollo de plantas de cultivo de 

microalgas para la producción de biocombustibles. Hawaii ha destinado fondos federales y 

estatales en investigación, y se ha construido varias plantas de cultivo a gran escala como 

General Atomics, Phycal y Cyanotech, esto con el objetivo de reducir su dependencia de 

combustibles fósiles, ya que más del 90% de su energía proviene de esta fuente (Quinn et al., 

2012). En Brasil y México también se ubican empresas como TerraVia Holdings y Sapphire 

Energy que se dedican al cultivo de especies como Chlorella spp., Prototheca spp., 

Scenedesmus dimorphus y Nannochloropsis spp. Su producción se destina a la obtención de 

ácidos grasos poli-insaturados y lípidos en general para cosméticos y alimentos (Maeda et 

al., 2018).  
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2.3. Compuestos de las microalgas 

 

     Las microalgas además de ser atractivas como fuente de biocombustibles y nutrientes para 

la industria alimenticia producen compuestos bioactivos de gran potencial para la industria 

farmacéutica. Poseen ácidos grasos esenciales, pigmentos, proteínas y enzimas que 

representan beneficios para la salud (Villarruel-López, Ascencio, & Nuño, 2017). Algunos 

de estos metabolitos poseen actividad antioxidante lo cual es de gran valor para diversos 

sectores industriales. Por esta razón es importante conocer el metabolismo de las microalgas 

ya que este conocimiento permite su manipulación para la producción de compuestos 

específicos (Cirulis et al., 2013). 

     En un ambiente rico en oxígeno, el principal inconveniente con el que deben lidiar los 

sistemas biológicos es el estrés oxidativo; para ello, las microalgas poseen una serie de 

mecanismos que les permite afrontarlo (Cirulis et al., 2013). Este estrés oxidativo se debe a 

un desbalance entre las especies prooxidantes y antioxidantes, lo cual tiene efectos dañinos 

para otras moléculas importantes. Este proceso puede ser causado por procesos exógenos 

como la exposición a toxinas o radiación ionizante, y por procesos endógenos como la 

respiración celular (Sies, 2018). 

     Los antioxidantes son compuestos que al interactuar con otras especies reactivas inhiben 

o retardan la oxidación de sustratos evitando de este modo daños a moléculas vitales (Cirulis 

et al., 2013). Los antioxidantes se dividen en dos grupos, los enzimáticos como la catalasa, 

superoxido dismutasa, la glutatión reductasa y peroxidasa; y los no enzimáticos como las 

vitaminas, minerales, carotenoides, amino ácidos tipo micosporina y polifenoles. Así mismo, 

dependiendo de su origen se clasifican en endógenos, si son sintetizados por el organismo o 

exógenos si proviene de la dieta (Carocho & Ferreira, 2013). 

     Entre los metabolitos antioxidantes más relevantes extraídos de las microalgas se 

encuentran los pigmentos. Estos compuestos poseen una función fotoprotectora ante el 
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exceso de radiación y son muy utilizados en la formulación de alimentos funcionales y 

productos nutracéuticos. Los pigmentos se clasifican en tres grandes grupos, los 

carotenoides, las clorofilas y las ficobilinas (Koyande et al., 2019). Los que más relevancia 

han tomado por sus diversas aplicaciones son los carotenoides. Estos son compuestos 

lipofílicos que se encargan de absorber luz y proteger el aparato fotosintético de daños 

causados por exceso de energía (Gong & Bassi, 2016). Por su composición se clasifican en 

xantofilas y carotenos. Las primeras poseen oxígeno en su estructura, como la astaxantina y 

la zeaxantina extraídas de Haematococcus pluvialis y Porphyridium cruentum. Por el 

contrario, los carotenos no poseen oxígeno como los β carotenos y el licopeno extraídos de 

Dunaliella salina (De Jesus Raposo, De Morais, & De Morais, 2015). 

     Así mismo, se pueden diferenciar por las condiciones bajo las cuales se producen como 

carotenoides primarios o secundarios. Los primeros son sintetizados en condiciones óptimas 

o poseen funciones estructurales. Por el contrario, los carotenoides secundarios se generan 

como respuesta a un estímulo y su función es proteger al organismo en condiciones adversas 

(Guedes et al., 2011). Además de proteger los fotosistemas y complejos antena ante un exceso 

de luz UV, mantienen la integridad de las membranas en ambientes de baja temperatura y 

exceso de salinidad, factores que afectan la fluidez de las mismas (Varela et al., 2015). 

     La luteína es un pigmento amarillo perteneciente a las xantofilas, sintetizada por 

organismos fotoautotróficos en donde está asociado al fotosistema II y funciona como 

pigmento accesorio para la absorción de luz cercana a los 450nm. Su síntesis es regulada por 

las condiciones de cultivo como lo es la luz y la concentración de nitrógeno en el medio 

(Kijlstra et al., 2012). Muriellopsis sp., Desmodesmus sp. y Chlorella sorokiniana son las 

microalgas más aptas para la producción industrial debido a su alto contenido del luteína, 

facilidad de cultivo y requerimientos nutricionales simples (Safafar et al., 2015). 

     Por otro lado, otras xantofilas como la astaxantina y la cantaxantina reciben especial 

atención ya que se acumula en grandes cantidades en vesículas lipídicas fuera del cloroplasto 
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y es un fuerte antioxidante. La presencia de grupos hidroxilo que aumenta su polaridad y la 

capacidad de encontrarse en su forma esterificada le confiere características únicas. H. 

pluvialis es capaz de acumular astaxantina en concentraciones hasta de 8% por peso seco 

(D’Alessandro & Antoniosi Filho, 2016; Guerin et al., 2003). Por su parte, Phaeodactylum 

tricornutum, Nannochlorospsis sp, Chlorella zofingiensis y Dactylococcus dissociatus son 

reconocidas como buenas fuentes de cantaxantina fucoxantina y violaxantina., cuyo consumo 

está aprobado en Australia, Nueva Zelanda, la Unión Europea y Estados Unidos (Esatbeyoglu 

& Rimbach, 2017; Matos, 2017)  

     De las microalgas también es posible obtener otros compuestos de valor como los 

polifenoles, los cuales también se asocian al control del estrés oxidativo. A pesar de que 

generalmente se obtiene de plantas, se ha demostrado que hay microalgas capaces de 

producirlo en cantidades comparables (Safafar et al., 2015). Hasta el momento se conocen 

más de 8000 compuestos polifenólicos que van desde los más simples y de bajo peso 

molecular hasta los más complejos como los taninos. El creciente interés por estos 

compuestos radica en su capacidad antioxidante, de aquí la importancia de la búsqueda de 

nuevas fuentes. Las plantas constituyen la fuente tradicional y más estudiada de polifenoles, 

sin embargo hay estudios que han demostrado que las microalgas podrían ser una fuente 

alternativa (Oroian & Escriche, 2015).  

     La capacidad antioxidante de los polifenoles se debe en gran medida a que poseen varios 

anillos aromáticos con grupos hidroxilo que actúan como donadores de electrones 

neutralizando de esta forma las especies reactivas (Zhang & Tsao, 2016). Dentro de los 

polifenoles se encuentran los ácidos fenólicos, los flavonoides y no flavonoides; algunos 

forman parte de las paredes celulares, mientras que otros se les asocia con funciones 

fotoprotectoras y reproductivas (Machu et al., 2015). Son pocos los estudios en los que se 

reporta la presencia de estos compuestos en microalgas, sin embargo se ha demostrado que 
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son capaces de sintetizar flavonoides e incluso que su producción incrementa con la 

exposición a factores de estrés (Goiris et al., 2012).  

     Múltiples estudios han confirmado la presencia de enzimas como la fenilalalnina amonio 

liasa en cianobacterias como Anabaena y Nostoc. Esta enzima está involucrada en la ruta 

biosintética del ácido p-cumárico. La presencia de esta enzima supone la posibilidad de que 

estas microalgas sinteticen este y otros compuestos antioxidantes. Del mismo modo, se 

determinó la presencia compuestos fenólicos como el galato y el cinamato en Spirulina sp., 

así como la quecertina y el kampferol en Scenedesmus quadricauda (Goiris et al., 2014; 

Kováčik et al., 2010). Por otra parte se encontró que Chaetoceros calcitrans e I. galbana 

poseen elevado contenido de ácido gálico, y que su contenido fenólico se correlaciona con la 

capacidad antioxidante de sus extractos (Foo et al., 2017). 

     Entre los principales usos comerciales de los pigmentos se destaca el β caroteno por su 

uso terapéutico. Sus propiedades anti-inflamatorias son atribuidas a su capacidad 

antioxidante. Este pigmento se comercializa en cápsulas como suplemento alimenticio para 

consumo humano ya que en cuanto a su actividad antioxidante, es 100 veces más potente que 

el α tocoferol, mejor conocido como vitamina E (Sathasivam et al., 2017). La industria 

cosmética también ha incorporado la astaxantina en la formulación de filtros solares, debido 

a que estudios previos han demostrado una mayor eficiencia en comparación con el licopeno 

y el β caroteno, en la reducción de la concentración de especies reactivas producto de la 

exposición a luz UVB (Fernández-García, 2014). 

 

2.4. Producción intensiva de metabolitos antioxidantes en microalgas 

 

     Los pigmentos son los metabolitos antioxidantes más producidos comercialmente. Este 

es el caso del β caroteno el cual es obtenido de D. salina. Esta microalga es capaz de acumular 

hasta 100g de β caroteno por kg de peso seco. Este carotenoide es producido industrialmente 
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desde los 80´s y algunos de los más grandes productores se encuentran en Australia, China e 

Israel (Gong & Bassi, 2016). El cultivo intensivo de esta microalga se realiza en dos fases, 

la primera se centra en la producción de “biomasa verde” bajo condiciones idóneas de 

crecimiento, y una segunda fase en donde se somete el cultivo a una alta salinidad (Hu et al., 

2018). 

     La compañía más grande en producción de β caroteno es BASF® (Nutrition & Health 

Division) en Australia con cerca de 740 hectáreas, que cultiva D. salina en sistemas abiertos 

(Maeda et al., 2018). Por otro lado, el productor más grande de Spirulina se encuentra en 

China, con una producción anual de más de 200 toneladas, y suple de materia prima a 

empresas en todo el mundo. Algunas de las más grandes se ubican en Estados Unidos, Israel, 

Japón, Taiwán, Tailandia, entre otras (Sathasivam et al., 2017).  

     Finalmente, hasta el momento se han publicado muchos estudios que evalúan el 

crecimiento de N. oleoabundans bajo diversas condiciones ambientales, de laboratorio, en 

sistemas cerrados y abiertos. Se ha determinado su composición bioquímica, factores que 

afectan su crecimiento y desencadenan la producción de metabolitos secundarios (Hajar et 

al., 2017). El potencial de esta especie para la producción de biocombustibles y otros 

compuestos de valor es ampliamente reconocido. 

     En Costa Rica son escasas las iniciativas en esta línea, con esta u otras microalgas. Se 

cuenta con cultivos unialgaes de Neochloris aislados en el país, sin embargo, aún no se ha 

estudiado sus capacidades. Sumado a esto, no se ha reportado un estudio de este género en 

fotobiorreactores helicoidales tubulares para la producción de algún metabolito de interés.  

Por este motivo son necesarias las investigaciones con especies aisladas en el país con el fin 

de estudiar tanto el crecimiento de las microalgas como sistemas de cultivo que permitan 

obtener pigmentos que puedan ser comercializables. 
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3. Marco Metodológico 
 

     Esta investigación se encuentra enmarcada dentro del proyecto de la Escuela de Ciencias 

Biológicas denominado “Producción de pigmentos a partir de microalgas en cultivo intensivo 

en un fotobiorreator tubular helicoidal para la generación de productos de valor agregado 

para la industria” código SIA 0213-17. En dicho proyecto se tenía establecida la construcción 

de un biorreactor helicoidal tubular con el fin de cultivar varias microalgas y producir 

metabolitos de interés. Este sistema fue construido específicamente en el Parque Marino en 

el año 2018 y se trasladó al Laboratorio de Biotecnología de Microalgas (LABMA) en donde 

se realizó el escalamiento de la cepa y los cultivos, mientras que procesamiento de la biomasa 

y extracciones se realizó en el Laboratorio de Docencia en Biotecnología (LABID). Por su 

parte, el análisis de los pigmentos por UHPLC y la capacidad antioxidante fue realizado en 

el Laboratorio de Fitoquímica (LAFIT).  

 

Diseño de investigación y descripción de las variables: 

Construcción de los sistemas de cultivo: 

 

     El fotobiorreactor helicoidal tubular estaba conformado por una malla de metal cilíndrica 

de 0.73 m de diámetro y 1.90 m de altura sobre la cual se enrollaron dos mangueras 

semitransparentes reforzadas de 48.4 m de largo (96.8 m en total), 2.54 cm de diámetro 

interno y con una inclinación de 2 grados. Un tubo de 10 cm de diámetro y 1.40 m de alto, 

acoplado al sistema de mangueras, sirvió como colector. En la parte superior del tubo colector 

se colocó un desgasificador para permitir el escape de la presión. En la parte inferior del 

sistema de mangueras se conectaron las entradas de aire que movilizaban el medio de cultivo 

de forma ascendente mientras que la inyección de CO2 se realizó en el tubo colector. La 

inyección de aire se hizo mediante un soplador Hailea modelo ACO 9720 con una potencia 

de 20 W y un flujo de aire de 30 L/min. La fuente de luz artificial fue de 8 tubos LEDs de 15 
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W, una temperatura de 6500 K (Green Electric Light) y se ubicó en la parte interna de la 

estructura cilíndrica. Este sistema fue construido en Junio del 2018 y un esquema del mismo 

se muestra en la Figura 1.  

 

Figura 1. Esquema del fotobiorreactor  

helicoidal tubular de 30 L de capacidad. 

 

     Por otro lado, el sistema de cultivo de 5 L de capacidad fue construido en agosto del 2018 

con una columna de acrílico transparente de 9.5 cm de diámetro y 90 cm de alto. A la base 

del tubo se adaptó un disco de acrílico para sellar el fondo. En la parte lateral inferior del 

tubo se colocó una llave de bronce para la toma de muestras, mientras que en la parte superior 

se adaptó una tapa de acrílico con previstas para la entrada de aire, CO2 y la colocación de 
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las sondas de pH y temperatura. En la parte superior se ubicó una sonda de vidrio para la 

inyección de aire y CO2 que llegó hasta el fondo del tubo terminando con un difusor flexible 

para pecera de 60 cm de largo colocado en forma de espiral. La agitación en el sistema la 

proporcionó la misma inyección de aire en el fondo de la columna por burbujeo constante. 

La fuente de luz artificial se colocó a un lado de la columna y constó 4 luces LEDs de 9 W 

(Green Electric Light) y una temperatura de 6500 K. En este sistema la inyección de aire se 

realizó con una bomba de aire Active Aqua AAPA con una potencia de 12 W y un flujo de 

aire de 15 L/min. Se muestra una imagen del sistema en la Figura 2. 
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Figura 2. Esquema de la columna de  

5 L de capacidad 

 

Obtención de la cepa y preparación de los inóculos: 

 

     N. cohaerens (GC-24) fue obtenida de la Algoteca de la Escuela de Ciencias Biológicas 

(ECB) de la Universidad Nacional (UNA) la cual fue aislada de un suelo cafetalero en Barreal 

de Heredia, Costa Rica, el 23 de diciembre de 1981 e identificada en ese mismo año mediante 

características fenotípicas y claves dicotómicas. Esta especie fue descrita por R. D. Groover 

y H. C. Bold en 1969 y estudiada por Patricia A. Archibald (1973) mediante su cultivo en 

medio BBM con el tripe (3N) y con la décima parte (0.1N) de la concentración de  nitrógeno 

normal. De esta forma, N. cohaerens se diferencia de otras especies del género por ser 

uninucleada y mantenerse las células adheridas unas con otras. En fase logarítmica las células 

vegetativas miden de 3 a 15 µm y mantienen su diámetro máximo en fase estacionaria. En 

un cultivo de 4 semanas en medio BBM con 3N, la biomasa se observa brillante, lisa, granular 

y de color verde oliva oscuro. Un cultivo de 4 semanas en BBM 0.1N la biomasa toma una 

coloración verde-amarillenta (Archibald, 1973; Komárek, 1989). 

     En le presente estudio N. cohaerens se cultivó en medio Bristol modificado compuesto 

por NaNO3 (0.75 g/L), K2HPO4 (0.22 g/L), KH2PO4 (0.52 g/L), MgSO4 (0.11 g/L), FeCl3 

(0.01 g/L), CaCl2 ·2H2O (0.75 g/L) NaCl (0.75 g/L) y 3 mL de la solución A5 compuesta por 

EDTA-Fe (1.62 mg/L), H3BO3 (2.86 mg/L), MnCl2·4H2O (1.81 mg/L), ZnSO4·7H2O (220 

mg/L), CuSO4·5H2O (79 mg/L), (NH4)6MO7O24·4H2O (39 mg/L) (Wang & Lan, 2011). Para 

obtener los inóculos se realizaron cultivos en erlenmeyers de 250 mL y se incrementó 

gradualmente el volumen hasta alcanzar la biomasa necesaria para cada sistema. A partir de 

un cultivo inicial de 250 mL se incrementó el volumen a 0.5 L luego a 1 L, 3.5 L y 7 L hasta 

llegar a 14 L en intervalos de 7 a 10 días. Para volúmenes mayores a 3.5 L se utilizó bidones 
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de agua de 18.9 L de capacidad. Los cultivos se mantuvieron a una temperatura de (24±2) °C 

con fotoperiodo 16:8 horas luz:oscuridad con una intensidad de luz promedio de 80 µmol de 

fotones/ m2s (medidor PAR ULM 500 y sensor plano con corrección de coseno MQS-B 

Walz). El pH se mantuvo entre 6 a 7 (Oakton pH 700) mediante la inyección de CO2.  Al 

menos dos veces por semana se realizó observaciones al microscopio de los cultivos de N. 

cohaerens con el fin de monitorear su estado en cuanto a contaminación. Además, se 

monitoreaba las fases que presentaban los cultivos debido a que esta especie presenta una 

fase pequeña, ovalada y otra fase grande y esférica que sedimenta fácilmente. Todas estas 

características permitían cuidar hasta cierto punto que se trabajó N. cohaerens y no con otra 

especie desde el escalamiento del inóculo hasta el día final de la cosecha de ambos sistemas.  

Condiciones de operación y características hidrodinámicas:  

 

     Los sistemas de cultivo fueron desinfectados con cloro y lavados con abundante agua 

destilada al menos 3 días antes del inicio de la curva de crecimiento. Para el sistema de 5 L 

el medio de cultivo fue preparado y autoclavado un día antes del inicio de la curva y se 

estableció un inóculo inicial de 0.15 g/L de biomasa. Para el fotobiorreactor helicoidal se 

estableció un inóculo inicial de 0.19 g/L de biomasa, el medio de cultivo fue preparado 

minutos antes de iniciar el ensayo y no fue autoclavado. Todos los materiales utilizados para 

la preparación fueron desinfectados con alcohol al 70%. El pH fue monitoreado diariamente 

al momento de la toma de muestra y se ajustó entre 7 a 7.5 mediante la inyección de CO2.  

     Los cultivos se mantuvieron a una temperatura de (24±2) °C sin fotoperiodo con una 

intensidad de luz promedio de 80±2.65 µmol de fotones/m2s. Este último fue medido previo 

al inicio del cultivo con un sensor de luz plano (sensor cuántico con coseno corregido MQS-

B acoplado a un ULM-500 data logger, Walz). Se colocó el sensor en el centro de la columna 

o maguera, en caso del sistema helicoidal, sin cultivo ya que el sensor no era sumergible.  
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     El tiempo de mezcla (Tm) el tiempo de circulación (Tc) fueron medidos utilizando como 

trazador una solución coloreada y una solución ácida respectivamente. El Tm fue medido por 

triplicado en ambos sistemas de cultivo mediante el método de dilución de colorante (Aubin 

et al., 2010). Se inyectó un pulso de solución colorante y se determinó el tiempo que le tomó 

al sistema homogeneizar el colorante en la totalidad del volumen de trabajo. Así mismo, se 

midió el Tc como el tiempo en que le tomó a un pulso de ácido, dar una vuelta completa en 

el sistema y ser detectada a la salida de la fotocelda. Para el fotobiorreactor helicoidal, con 

ayuda de una sonda, se inyectó 25 mL solución de ácido clorhídrico 3 M a la salida del tubo 

colector, mientras que en la columna de 5 L se inyectó cerca de la base. Con esta información 

se calculó la velocidad de flujo (UL). 

𝑈𝐿 (
𝑚

𝑠
) =

𝑑 

𝑡
 

     Los cultivos en ambos sistemas fueron realizados entre noviembre del 2019 y octubre del 

2020. 

Cinética de crecimiento:  

 

     Se tomó una muestra de 40 mL de los cultivos diariamente a la misma hora para conocer 

la cinética de crecimiento mediante la determinación del peso seco y la fluorescencia de la 

clorofila por triplicado, mientras que el contenido de clorofila se realizó por duplicado. Para 

determinar el peso seco de la biomasa (g/L) se utilizaron filtros de fibra de vidrio pre-pesados 

(Whatman grado GF/F) con un tamaño de poro de 0.2 µm. Se filtró 5 mL de muestra y los 

filtros se secaron en la estufa a 120 °C durante 2 horas para luego registrar su peso final (Kern 

ABJ 230-4NM). El cálculo de la concentración de la biomasa (Cb) por peso seco se obtuvo 

por diferencia entre el peso del filtro final (Pf) y el peso inicial (Pi) del filtro sin biomasa, 

divido entre el volumen de muestra (V), como se muestra en la siguiente ecuación: 
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𝐶𝑏 (
𝑔

𝐿
) =  

𝑃𝑓 − 𝑃𝑖

𝑉
 

     Para determinar el contenido de clorofila (mg/L de cultivo) se utilizó la biomasa húmeda 

y la extracción se realizó con metanol al 100%, para esto 10 mL de cultivo fueron 

centrifugados a 2910 g (Hermle z206A Labortechnik GmbH) durante 10 minutos para luego 

eliminar el sobrenadante. Se cubrió el tubo con papel aluminio para proteger la pastilla celular 

contra la fotooxidación. Se adicionó de 3 ml a 5 mL de metanol dependiendo de la 

concentración del cultivo y de los valores de absorbancia. La mezcla fue homogeneizada con 

ayuda de un vortex y esferas de vidrio para facilitar la disrupción celular. Posteriormente se 

sometió a un baño ultrasónico (Branson B-52) en hielo durante 10 min y se mantuvieron en 

refrigeración a 4 °C durante 24 h. Luego de este periodo se sometió la mezcla a un segundo 

baño ultrasónico en hielo durante 10 min y fue centrifugada a 2910 g por 10 min para 

recuperar el extracto de pigmentos. Finalmente se determinó la absorbancia del extracto a 

450, 630, 645, 663, 750 nm en un espectrofotómetro Jasco V-730. El cálculo de la 

concentración de clorofila a (Chla), clorofila b (Chlb) y carotenoides (Cx+c) se realizó según 

Lichtenthaler (1987).  

     El tercer parámetro para la determinación de la cinética de crecimiento fue la 

fluorescencia in vivo de la clorofila a por pulsos de amplitud modulada (PAM). Esta técnica 

fue desarrollada ante la necesidad de estudiar procesos fotosintéticos de una forma no 

invasiva (Figueroa et al., 2003). Permite conocer el estado fisiológico de los organismos 

fotosintéticos así como otros procesos relacionados como la producción de oxígeno y la 

fijación de carbono (Figueroa et al., 2013). Parte de la energía proveniente de la luz es 

utilizada en procesos fotoquímicos, mientras que el excedente es disipado en forma de calor 

y reemitida como fluorescencia. La variación en alguna de estas rutas permite conocer el 

efecto de variables como nutrientes, temperatura, luz, entre otros, sobre la eficiencia 

fotosintética (Maxwell & Johnson, 2000; Moreno et al., 2008). 



28 
 

 

 

 

 

     Al exponer un organismo fotosintético a un pulso de luz saturante, los centros de reacción 

se reducen y se inicia la cascada de reacciones redox que ocurren en la membrana tilacoidal. 

El exceso de energía se libera en forma de fluorescencia para así evitar el daño a los centros 

de reacción. Un fluorímetro de amplitud modulada (MINI PAM II Walz GmbH, Effeltrich, 

Germany) fue utilizado para medir la fluorescencia basal de la clorofila antes del pulso de 

luz saturante (F) y la fluorescencia máxima después del pulso (Fm). La medición se realizó 

a las muestras en condiciones de luz, para ello se colocó la fibra del fluorímetro sobre la 

muestra sin introducirla en el cultivo y se dio un pulso de luz saturante. Con estos valores fue 

posible determinar el rendimiento cuántico efectivo Y(II) mediante la siguiente ecuación: 

𝑌(𝐼𝐼) =
∆𝐹

𝐹𝑚´
 

En donde ∆F representa la diferencia entre la fluorescencia basal y la fluorescencia máxima 

y Fmʹ es la fluorescencia máxima en condiciones de luz.  

     Una vez que el cultivo alcanzó la fase estacionaria, lo cual se verificó mediante análisis 

de las curvas de crecimiento diariamente, se cosechó toda la biomasa en recipientes para 

permitir la sedimentación y se almacenó en refrigeración. Al cabo de 24 h se colectó la 

biomasa sedimentada, se retiró el agua remanente mediante centrifugación a 2254 g 

(Eppendorf 5929R) por 5 min y se reservó parte de esta para realizar los ensayos de estrés. 

La biomasa verde restante se congeló -20 °C para luego ser liofilizada (Operon FDU-7012).  

     A partir de los resultados obtenidos de contenido de clorofila a+b se obtuvo la velocidad 

de crecimiento µ (d-1) como la pendiente de la ecuación de la recta que relaciona el logaritmo 

natural de la clorofila a+b (µg/mL) y el tiempo (días). La productividad de biomasa (Pb) se 

calculó como la diferencia entre la concentración de biomasa máxima (Cm) y la biomasa 

inicial (Ci) dividido entre la diferencia de tiempo (t). La productividad por unidad de área 

ocupada (Pa) (Molina et al., 2001) se obtuvo como el producto de Pb y el volumen del 

bioreactor (V) entre el área ocupada por el mismo (A). La productividad por unidad de área 
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iluminada (Pi) se obtuvo de forma similar a Pa (Jorquera et al., 2010). A continuación, se 

muestran las fórmulas: 

𝑃𝑏 (
𝑔

𝑚2 ∙ 𝑑
) =

𝐶𝑚 − 𝐶𝑖 

∆𝑡 
 

𝑃𝑎 (
𝑔

𝑚2 ∙ 𝑑
) = 𝑃𝑏

𝑉

𝐴 (𝑜𝑐𝑢𝑝𝑎𝑑𝑎)
 

𝑃𝑖 (
𝑔

𝑚2 ∙ 𝑑
) = 𝑃𝑏

𝑉

𝐴 (𝑖𝑙𝑢𝑚𝑖𝑛𝑎𝑑𝑎)
 

 

Cuantificación de carotenoides:  

 

     Parte de la biomasa cosechada fue resuspendida en medio de cultivo fresco para ser 

estresada por agotamiento de nutrientes y promover la producción de carotenoides. La 

concentración de biomasa con la que se inició el estrés fue la misma concentración máxima 

alcanzada al final de la curva de crecimiento y el medio utilizado fue Bristol 1/3 de 

concentración sin nitrógeno. El pH fue monitoreado una vez por semana y no fue ajustado 

para acelerar el proceso de estrés. Los cultivos se mantuvieron con aireación a una 

temperatura de (24±2) °C y una intensidad lumínica promedio de 80 µmol de fotones/ m2s 

sin fotoperiodo. Una vez por semana se tomó una muestra de los cultivos para monitorear la 

coloración de las células bajo el microscopio. Luego de 2 meses se cosechó la biomasa 

estresada mediante centrifugación a 2910 g (Hermle z206A Labortechnik GmbH), fue 

liofilizada y almacenada a -20 °C hasta su análisis.  

     La extracción de los pigmentos de la biomasa se realizó mediante disrupción mecánica 

(Retsch MM400) con balines de 15 mm y el disolvente empleado fue una mezcla de 

hexano:etanol 95% en partes iguales. Se pesó 150 mg de biomasa liofilizada y se distribuyó 
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en 3 tubos de microcentrífuga de 1.5 mL. Se les adicionó 250 µL de disolvente y se aplicó 2 

ciclos de disrupción de 5 min (30 hertz) alternando con intervalos de enfriamiento en un 

bloque frio a -20 °C por 2 minutos. Luego, los extractos fueron centrifugados para recuperar 

el sobrenadante. Se agregó otros 250 uL de disolvente a cada tubo para repetir el proceso de 

extracción, el volumen final aproximado de extracto recuperado fue de 1700 uL. 

Posteriormente se filtró el extracto (Millipore Millex-HN 0.45 µm) y se concentró hasta 

sequedad (Thermo Savant Speedvac SPD1010). El extracto fue resuspendido en un volumen 

de 2 mL de hexano:etanol 95% (1:1) para continuar con el análisis cromatográfico.  

     La cuantificación de los carotenoides se realizó en un cromatógrafo líquido de ultra alta 

resolución (UHPLC) Dionex Ultimate 3000 acoplado a un detector de arreglo de diodos 

(DAD) Ultimate 3000. La separación se llevó a cabo en una columna Thermo C18 (4.6 x 250 

mm de diámetro interno, 5µm de tamaño de partícula, Acclaim Polar Advantage II). Se 

utilizó disolventes grado HPLC tanto para la fase móvil como para las extracciones. Las fases 

móviles fueron agua acidificada 0.1% (A), metanol (B) y acetona (C) en el siguiente 

gradiente: a 9 min 9 % A, 76 % B y 15 % C, 15 min 5 % A, 45 % B y 50 % C, de 15 a 17 

min 4 % A, 38 % B y 58 % C, de 17 a 25 min 3 % A, 27 % B y 70 % C, de 25 % a 26 % 100 

% C, de 26 a 28 min 9 % A, 76 % B y 15 % C. La temperatura de la columna se mantuvo en 

20 °C y la lectura se realizó a 440 nm y 480 nm. La velocidad de flujo fue de 1 mL/min y el 

volumen de inyección fue de 5 µL.  

     Las curvas de calibración fueron preparadas con estándares de luteína (PHR 1699 Sigma), 

β-caroteno (PHR 1239 Sigma) diluidos en etanol 95% y hexano respectivamente. Para la 

luteína se prepararon 6 disoluciones con concentraciones que iban desde 450 ppm hasta 75 

ppm mg/mL. Para el β-caroteno se preparó una curva desde 20 ppm a 120 ppm. Las 

ecuaciones de la curva de calibración para cada uno de los pigmentos permitieron el cálculo 

de la concentración en los extractos.  

Determinación de la actividad antioxidante:  
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     La actividad antioxidante se determinó mediante la técnica de estabilidad del radical 

DPPH desarrollada por (Brand-Williams et al., 1995). Este método consiste en la 

neutralización del radical 2,2-difenil-1-picrilhidrazilo por parte de los compuestos 

antioxidantes presentes en las muestras observándose un cambio de color de morado a 

amarillo. Para ello se preparó una solución de DPPH de 0.04 mg/mL en buffer de metanol: 

agua MilliQ 80:20 (v/v).  

     Se aplicó el mismo procedimiento de extracción descrito previamente modificando el 

disolvente de hexano:etanol por metanol. Una vez filtrados los extractos se llevaron a 

sequedad y posteriormente fueron resuspendidos en metanol. Se prepararon 6 diluciones 

seriadas desde 1/2 hasta 1/32 utilizando como disolvente el buffer. En una microplaca se 

colocó 30µL de cada dilución en metanol y el blanco, ambos por triplicado, para luego 

agregar a cada pozo 270 µL de la solución DPPH. El blanco consistió únicamente en metanol: 

agua MilliQ 80:20 (v/v).  

     Adicionalmente se preparó un blanco de la muestra para contrarrestar el efecto del color 

del extracto el cual impide observar el cambio de color de la reacción. El blanco de la muestra 

consistía únicamente en 30 µL de cada extracto diluido y 270 µL de buffer, sin adicionar el 

DPPH. El valor absorbancia corregida de la muestra fue obtenido de la resta de la lectura de 

la muestra con DPPH y la muestra sin DPPH. Se realizó una lectura inicial de absorbancia a 

(517nm), incubó por 30 minutos a temperatura ambiente en oscuridad para luego tomar una 

lectura final en un lector de microplacas (Biotek Synergy HT). La actividad antioxidante fue 

calculada mediante la siguiente ecuación:  

𝐼𝑛ℎ𝑖𝑏𝑖𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒𝑙 𝐷𝑃𝑃𝐻% =  
𝐴𝑏𝑠 𝑏𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜 − 𝐴𝑏𝑠 𝑐𝑜𝑟𝑟𝑒𝑔𝑖𝑑𝑎 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎

𝐴𝑏𝑠 𝑏𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜
× 100 
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Descripción del análisis a realizar:  

 

     Los resultados presentados son el promedio de tres experimentos independientes y su 

desviación estándar. Se comparó los resultados de ambos sistemas de cultivo en términos de 

productividad de biomasa, concentración de carotenoides y actividad antioxidante de los 

extractos para encontrar diferencias significativas aplicando pruebas de T de Student y 

Wilcoxon.  

 

 

 

 

 

4. Resultados 

     Se obtuvo curvas de crecimiento de N. cohaerens en los dos sistemas de cultivo utilizados 

de una duración de 15 días. En la Figura 3 se observa las curvas por biomasa seca en donde 

la concentración máxima de biomasa en la columna fue de 0.77±0.04 g/L (3.A) mientras que 

en el fotobiorreactor helicoidal fue de 1.39±0.08 g/L (3.B), ambas alcanzadas el día 14. Se 

observa una mayor desviación entre las réplicas en el fotobiorreactor helicoidal en 

comparación con la columna, a partir del día 8. 
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Figura 3. Curvas de crecimiento de N. cohaerens por peso seco en la columna (A) y en el 

fotobiorreactor helicoidal tubular (B).  

     En la Figura 4 se muestra las curvas de crecimiento por contenido de pigmentos, en donde 

se obtuvo una concentración máxima de clorofila a de 9.81±0.72 mg/L en la columna de 5L, 

el día 14 (4.A). El comportamiento de la clorofila b y carotenoides es muy similar entre sí, 

con un valor máximo de 3.67±0.20 mg/L y 3.95±0.18 mg/L respectivamente. En el 

fotobiorreactor helicoidal la concentración máxima de clorofila a fue de 19.89±0.58 mg/L, 

alcanzada el día 9. La concentración máxima de clorofila b fue de 7.48±0.31 mg/L registrado 

el día 10, mientras que el día 9 se registró el valor máximo de carotenoides que fue de 

6.83±0.76 mg/L (4.B).  

     Adicionalmente se obtuvo el contenido de clorofilas totales por gramo de biomasa seca 

(mg/g) (Figura 4.C). Se observa un comportamiento similar en ambos sistemas de 

producción, alcanzando valores máximos cerca de los días 9 y 10 de cultivo. La 

concentración máxima fue de 32.14±0.47 mg/g en el fotobiorreactor helicoidal y de 

23.56±0.68 mg/g en la columna de 5 L.   
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Figura 4. Curvas de crecimiento de N. cohaerens por contenido de pigmentos en la 

columna (A), en el fotobiorreactor helicoidal tubular (B) y contenido de clorofilas totales 

por gramo de biomasa seca (C). 

     En la Figura 5A se presenta la curva de rendimiento cuántico efectivo de N. cohaerens 

en ambos sistemas de cultivo. En la columna se obtuvo valores menores a 0.6 al inicio del 

cultivo y después del día 8, en donde se registra una disminución desde 0.64±0.03 a 
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0.33±0.07. En el fotobioreactor helicoidal el rendimiento YII osciló entre 0.57±0.05 y 

0.68±0.01, se obtuvo valores mayores a 0.6 únicamente entre los días 7 y 11.  

     El comportamiento del pH de cultivo se presenta en la Figura 5B, en donde se observa 

los valores registrados previo a la inyección diaria de CO2. Ambos cultivos iniciaron con 

valores de pH cercanos a 6.6±0.01 en la columna y 6.4±0.04 en el fotobioreactor helicoidal. 

Gradualmente estos valores fueron incrementando hasta alcanzar máximos de 10.14±0.05 y 

9.67±0.15, respectivamente. Los valores diarios registrados en la columna fueron menores a 

los del cultivo en el sistema helicoidal hasta el día 14.  

 

Figura 5. Curva de rendimiento cuántico efectivo YII (A) y pH (B) en ambos sistemas de 

cultivo.  

     En el Cuadro 1 se muestran algunas características de diseño e hidrodinámicas de los 

sistemas de cultivo empleados. Se determinó el área ocupada como la superficie que ocupa 

la fotocelda y todos los equipos asociados a él como la bomba de aire, soportes y sistema de 

luces, que permite la correcta operación. Se observa que el área ocupada por el fotobioreactor 

helicoidal es cerca de 10 veces mayor al área ocupada por la columna. Por su parte, el área 
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iluminada definida como toda la superficie de la fotocelda que recibe luz directa artificial, 

difusa y reflejada del ambiente fue de 7.72 m2 en el sistema helicoidal y 0.20 m2 en la 

columna.  

     La razón So/V y Si/V, parámetros que describen la eficiencia de uso de espacio y la 

captación de luz, fue de 45 m-1 y 257 m-1para el fotobiorreactor helicoidal y de 28 m-1 y 40 

m-1para la columna. Por otro lado, la razón V/S que indica el volumen de cultivo que permite 

el fotobiorreactor por unidad de superficie ocupada, fue mayor para la columna, siendo esta 

de 35.71 L/ m2 y de 22.22 L/ m2 para el sistema helicoidal.  

     En cuanto al tiempo de mezcla (Tm) y de circulación (Tc) fue de 1023±10.41 s y 139±12.17 

s respectivamente para el sistema helicoidal y de 22±2.08 s y de 12±2.08 s en la columna. 

Por último, la velocidad de flujo (UL) fue de 0.06±0.01 m/s para la columna y de 0.36±0.03 

m/s en el fotobiorreactor helicoidal.  

Cuadro 1. Características hidrodinámicas y de diseño 

Parámetros Unidad Columna  Helicoidal 

Superficie ocupada (So) m2 0.14 1.35 

Superficie iluminada (Si) m2 0.20 7.72 

Razón superficie iluminada/volumen (Si/V) m-1 40 257 

Razón superficie ocupada/volumen (So/V) m-1 28 45 

Razón volumen/ superficie (V/S) L/ m2 35.71 22.22 

Tiempo de mezcla (Tm)  s 22±2.08 1023±10.41 

Tiempo de circulación (Tc) s 12±2.08 139±12.17 

Velocidad de flujo (UL) m/s 0.06±0.01 0.36±0.03 
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     En cuanto a los parámetros de cinética de crecimiento (Cuadro 2) se observa que la 

velocidad de crecimiento y el tiempo de generación en ambos sistemas de cultivo fue similar. 

En el fotobiorreactor helicoidal se obtuvo una velocidad de crecimiento de 0.23±0.02 d-1 con 

un tiempo de duplicación de 3.02±0.30 días, mientras que en la columna de 5L fue de 

0.22±0.05 d-1 y 3.20±0.45 días, respectivamente.  

     De igual manera, no se encontró diferencias significativas en cuanto a la productividad de 

biomasa (t = 3.51, p-value>0.05) y la productividad por área ocupada (t = 0.97, p-

value>0.05). En el fotobiorrector helicoidal se obtuvo un promedio de productividad de 

biomasa de 76.52±17.13 g/m3d y de 1.70±0.38 g/m2d de productividad aérea, mientras que 

en la columna de 5 L fue de 41.29±2.71 g/m3d y de 1.47±0.09 g/m2d, respectivamente. 

     Por el contrario, se encontró diferencias significativas en la productividad de biomasa por 

área iluminada (t = -13.439, p-value<0.05), siendo esta de 0.59±0.13 g/m2d en el helicoidal 

y de 2.06±0.13 g/m2d en la columna.  

Cuadro2. Cinética de crecimiento  

Parámetro Unidad Columna  Helicoidal 

µ d-1 0.22±0.05 0.23±0.02 

Td d 3.20±0.45 3.02±0.30 

Pb g/m3d 41.29±2.71 76.52±17.13 

Pa g/m2d 1.47±0.09 1.70±0.38 

Pi g/m2d 2.06±0.13 0.59±0.13 

Nota: µ: Velocidad de crecimiento, Td: tiempo de generación, Pb: productividad de biomasa, Pa: Productividad 

por unidad de área, Pi: productividad por área iluminada. 

     En relación con los resultados del análisis por UHPLC se obtuvo las curvas de calibración 

de los pigmentos para su cuantificación en los extractos (Cuadro 3). El tiempo de retención 

para la luteína fue de 10.335 min, mientras que para el β-caroteno fue de 19.480 min.  
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Cuadro 3. Ecuaciones de regresión lineal 

Pigmento Luteína -Caroteno 

Rango de concentración (mg/mL) 0.075 - 0.450 0.020 – 0.120 

Tiempo de retención (min) 10.335 ± 0.081  19.480 ± 0.030 

Ecuación Y=0.7915X+0.3190 Y=0.4674X+2.1161 

R2 0.995 0.998 

 

     Se logró identificar luteína en extractos tanto de la biomasa estresada como de la biomasa 

verde. Por el contrario, el betacaroteno fue identificado únicamente en la biomasa verde 

(Figura 6). Se observa que el contenido luteína obtenido fue mayor en la columna en 

comparación con el fotobioreactor helicoidal (t = 3.33, p<0.05). El contenido de luteína en 

la biomasa verde del sistema tubular fue de 1.187 ± 0.214 (mg/g biomasa) mientras que en 

el helicoidal fue de 0.754 ± 0.017 (mg/g biomasa). Por su parte, en los extractos de la biomasa 

estresada no hubo diferencias significativas en la concentración de luteína (W = 8, p-

value>0.05), siendo esta de 0.434 ± 0.237 (mg/g biomasa) en el sistema helicoidal mientras 

y de 0.119 ± 0.066 (mg/g biomasa) en el tubular. 

     En cuanto al contenido de β-Caroteno, este fue mayor en los extractos de la biomasa verde 

obtenida del sistema tubular en comparación con el helicoidal (t = 3.65, p-value<0.05). Se 

obtuvo una concentración de 0.195±0.019 (mg/g biomasa) en el tubular y de 0.149 ± 0.023 

(mg/g biomasa) en el helicoidal.  
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Figura 6. Contenido de pigmentos en extractos de biomasa verde y estresada obtenida de 

ambos sistemas de cultivo 

En la Figura 7 se observan los cromatogramas correspondientes a los extractos verdes y 

estresados obtenidos a partir de la columna (7A y 7C) y del fotobiorreactor helicoidal (7B y 

7D), respectivamente. En todos los extractos analizados se observan picos que no fueron 

identificados. El pigmento más abundante en la biomasa verde fue la luteína, seguido por un 

compuesto no identificado a los 14.767 min (Figura 7A) y a los 13.903 min (Figura 7C). 

En la biomasa estresada el compuesto más abundante tuvo un tiempo de retención de 17.620 

en el biorreactor helicoidal y de 18.243 en la columna, seguido por la luteína.  
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Figura 7. Cromatogramas de extractos de la biomasa verde y estresada obtenida de la 

columna de 5L (A) y (B) y de la biomasa verde y estresada obtenida del fotobiorreactor 

helicoidal (C) y (D). (Luteína (1) y β-Caroteno (2)) 

     En relación con la capacidad antioxidante de los extractos (Figura 8), se no observó 

diferencias en el porcentaje de inhibición de los extractos obtenidos comparando los dos 

sistemas de cultivo, sin embargo, si hubo diferencias significativas cuando se comparó los 

extractos de la biomasa verde y estresada en el mismo fotobioreactor. El porcentaje de 

inhibición de los extractos obtenidos del fotobioreactor helicoidal fue de 25.26 % para la 

biomasa estresada y de 54.67 % para los extractos verdes (t = -9.54, p-value<0.05). Por otro 

lado, el porcentaje de inhibición de los extractos obtenidos de la columna fue de 52.23 % y 

de 25.24 % para la biomasa verde y estresada, respectivamente (t = 4.04, p-value <0.05).  
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Figura 8. Porcentaje de inhibición de los extractos de biomasa verde y estresada obtenidos 

de ambos sistemas de cultivo 
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5. Discusión  

     Del género Neochloris, la especie N. oleoabundans es la más estudiada debido a sus 

características bioquímicas como potencial fuente para la producción biocombustibles 

(Hegel et al., 2017). Así mismo, se tiene reporte del cultivo de otras especies como N. 

conjuncta, N. terrestris y N. texensis (Krzemińska et al., 2014), sin embargo, hasta el 

momento se cuenta con poca información sobre N. cohaerens. De aquí la importancia de la 

presente investigación, para describir el comportamiento de esta alga bajo las condiciones 

establecidas, así como evaluar la eficiencia de un fotobiorreactor helicoidal para su cultivo. 

     La evaluación de la eficiencia de un fotobiorreactor involucra una serie aspectos de 

construcción, diseño y operación que en conjunto, permiten conocer si el sistema es capaz de 

mantener las condiciones óptimas para el microorganismo seleccionado (Morillas-España et 

al., 2020). En este estudio, se cultivó N. cohaerens en otro sistema de menor capacidad, con 

el fin de obtener más información sobre la eficiencia del fotobiorreactor helicoidal. Esta 

información, sirvió de base para conocer el comportamiento de la especie en volúmenes 

menores y así poder compararlo, ya que se esperaba obtener resultados iguales o mejores en 

el fotobiorreactor helicoidal. 

     Durante el cultivo de N. cohaerens se realizaron observaciones al microscopio desde que 

se obtuvo de la algoteca hasta que se inició el cultivo en los fotobiorreactores. Se observaron 

dos fases, una pequeña, ovalada y otra esférica y grande que sedimenta con facilidad (Anexo 

1). Los cultivos se realizaron con inóculos compuestos por ambas fases presentes, pero con 

predominancia de la fase esférica. Durante el estrés también se examinaron los cultivos y se 

observó que únicamente la fase esférica tomaba una coloración naranja. (Anexo 2).  

Cinética de crecimiento 
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     Se encontró que la tasa de crecimiento de N. cohaerens en el fotobiorreactor helicoidal 

tubular fue de 0.23±0.02 d-1, valor que es inferior a lo reportado por Popovich et al. (2012) 

de 0.73±0.21 d-1 y por Santos et al. (2012) de 0.51 d-1 para N. oleoabundans. De forma 

similar, (Krzemińska et al., 2014) reporta para otras especies de  Neochloris como N. texensis 

y N. conjuncta valores de 0.52 d-1 y 0.44 d-1. Así mismo, la productividad (Pb) y la 

concentración máxima de biomasa obtenida en el sistema helicoidal fue de 76.52±17.13 

g/m3d y 1.39±0.08 gL-1, respectivamente, valores que fueron mucho menores a los reportados 

por estudios previos con N. oleoabundans.Es posible que factores como la intensidad de luz 

aplicada o la mezcla no fuera la adecuada para mantener el cultivo en condiciones óptimas. 

No fue posible medir la irradiancia real dentro de los cultivos, únicamente se conoce la 

cantidad de luz que llegaba al centro del sistema sin cultivo. 

     Urreta et al. (2014) reportó una concentración máxima de 5.05 g/L alcanzada el día 11 de 

cultivo y una productividad de 0.46±0.07 g/Ld, utilizando Bold’s Basal Medium (BBM) 

suplementado con 9 mM de KNO3, misma concentración de NaNO3 utilizada en este estudio. 

Wang y Lan. (2011), por su parte, reportan una concentración máxima de 2.54 g/L y una 

productividad de 0.71 g/Ld utilizando medio Bristol optimizado.  

     En cuanto a la producción de clorofila, se alcanzó valores máximos de 32.14±0.47 mg/g 

de biomasa seca al noveno día de cultivo, lo cual fue cercano a lo reportado para otras 

Neochloris a pesar de que la intensidad de luz utilizada fue bastante baja comparado con 

otros estudios (80 µmol de fotones/ m2s). Sousa et al. (2013) obtuvieron concentraciones 

entre 23.8 y 28.2 mg/g de biomasa seca utilizando medio F/2 y 200 µmol de fotones/ m2s, 

mientras que Peng et al. (2016) reportan hasta 57 mg/g utilizando el mismo medio de cultivo 

(Bristol modificado) y una intensidad de luz de 920 µmol de fotones/ m2s. 

     Varios factores influyen en la producción de clorofila en las microalgas, entre ellas la 

intensidad de luz ya que a menor intensidad de luz, mayor es la acumulación de clorofila 

(Silva Ferreira & Sant’Anna, 2017). En el presente estudio se utilizó una intensidad de luz 
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semejante a la que tiene N. cohaerens en el algoteca de donde fue tomada (80 µmol de 

fotones/ m2s), con el fin de evitar el estrés del cultivo. Lo anterior debido a que el estrés fue 

una respuesta observada en ensayos preliminares en donde se elevó la intensidad a 100 µmol 

de fotones/ m2s.  

     Al ser este el primer reporte del cultivo de N. cohaerens no es posible asegurar que 

intensidades de luz superiores a los 80 µmol de fotones/ m2s provocan el estrés en la especie, 

en este sentido se sabe que las algas tienen la capacidad de aclimatarse a las condiciones 

cambiantes de intensidad lumínica (Grobbelaar & Kurano, 2003). Cuando se desea escalar 

cultivos de condiciones de laboratorio a fotobioreactores en el exterior, se debe de hacer de 

forma gradual (Scoma et al., 2012). De este modo, el microrganismo pasa por una serie de 

cambios fisiológicos en el contenido de clorofilas, pigmentos accesorios, la eficiencia 

fotosintética, entre otros (Grobbelaar, 2010). Se evidencia la necesidad de estudios en donde 

se evalúe el crecimiento de N. cohaerens bajo diferentes intensidades lumínicas, como es el 

caso del trabajo realizado por Sun et al. (2014), quienes encontraron que para N. 

oleoabundans es posible obtener concentraciones de biomasa máxima cuando se eleva la 

intensidad de luz desde 50 a 200 µmol de fotones/ m2s. En este mismo estudio se reporta una 

productividad de 113.25 mg/L cuando se mantuvo cultivos a una intensidad de luz de 100 

µmol de fotones/ m2s.  

     Fluorescencia in vivo de la clorofila a 

     El estudio de la fluorescencia in vivo de la clorofila a permite conocer el efecto de los 

diferentes factores que influyen en el metabolismo de los organismos fotosintéticos (Maxwell 

& Johnson, 2000). En esta investigación el comportamiento del YII fue más estable en el 

fotobiorreactor helicoidal en comparación con la columna de 5 L, este valor osciló entre 

0.57±0.05 y 0.68±0.01 en el primero. En contraste, el YII descendió hasta valores de 

0.33±0.07 en la columna de 5 L, lo cual indica que el cultivo se vio estresado a partir del día 

8. Lo anterior indica que a pesar de que el fotobiorreactor es un sistema abierto en donde el 
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control de las condiciones es menor, es capaz de mantener condiciones que permiten el 

crecimiento del alga sin generar estrés en los primeros días. A pesar de que el YII refleja el 

efecto de ciertos factores de estrés en el cultivo, el rendimiento cuántico máximo (Fv/Fm) es 

más adecuado para determinar el estrés nutritivo. El YII es un buen indicador de 

fotoinhibición principalmente por aumento de la irradiancia además de otros factores de 

como la limitación de nutrientes, elevadas temperaturas o concentración de oxígeno disuelto 

(Malapascua et al., 2014).  

     La fluorescencia de la clorofila se ha utilizado en el estudio de varias especies que se 

someten a un estrés ambiental como por ejemplo la irradiancia y la temperatura. Hindersin 

et al., 2013 demostraron que cultivos de Scenedesmus obliquus en fotobiorreactores planos 

al exterior se ven afectados por un exceso de luz a ciertas horas del día, lo cual se evidencia 

con valores bajos de eficiencia quántica efectiva de 0.2. Además, encontraron que este 

parámetro se relaciona con la densidad celular ya que conforme incrementa la densidad 

celular, incrementa el YII, aunque la radiación sea alta (Hindersin et al., 2013). 

     Así mismo se conoce que variaciones de temperatura durante el día tiene un efecto en el 

rendimiento cuántico efectivo del cultivo. La exposición de cultivos de Monodus 

subterraneus en fotobiorreactores tubulares de 40 L en a bajas temperaturas durante la 

mañana se tradujo en un descenso del rendimiento cuántico efectivo y una reducción del 60% 

de la productividad (Vonshak et al., 2001). En el presente estudio el YII de los cultivos fue 

monitoreado una vez al día. Los mismos se mantuvieron sin fotoperiodo en condiciones de 

laboratorio en donde se controlaba la temperatura, por lo que se descarta algún efecto de 

alguno de estos dos parámetros.  

Características hidrodinámicas y de diseño 

     Cuando se evalúan sistemas de cultivo, se consideran una serie de variables ambientales, 

de diseño y operación que determinan su desempeño (Jeremy Pruvost et al., 2016). Variables 
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como la luz, la mezcla, el pH, la temperatura, el consumo energético, entre otros, además de 

influir sobre la productividad general del sistema, se relacionan entre sí (Huang et al., 2017; 

Tredici, 2004). Por ejemplo, se puede mejorar la disponibilidad de luz dentro del sistema al 

modificar el mecanismo de mezcla e incrementar la turbulencia. Sin embargo, esto implica 

un aumento en el consumo energético lo cual afecta la eficiencia (Acién et al., 2013).  

     Uno de los aspectos más importante a tener en cuenta en el diseño de un fotobiorreactor, 

es la disponibilidad de luz en el cultivo (Díaz et al., 2019). Esta depende de la irradiancia 

sobre el cultivo, la distancia de la trayectoria de la luz y la atenuación producto de las células 

(Acién Fernández et al., 1998). Se sabe que la irradiancia promedio desciende 

exponencialmente hacia el centro del cultivo con forme aumenta la concentración celular, 

por un efecto de ensombrecimiento (Richmond, 2004). Durante el cultivo de N. cohaerens 

no se determinó la irradiancia promedio, sin embargo, es posible que este parámetro pudo no 

ser el óptimo a medida que la concentración celular fue aumentando.   

     El régimen de luz dentro de los fotobioreactores permite diferenciar una zona de luz y una 

zona oscura (Molina et al., 2001). Por lo anterior es posible que las células experimenten de 

forma simultánea condiciones óptimas de luz, así como de fotolimitación en la zonas más 

oscuras y de fotoinhibición en las zonas con mayor iluminación (Acién Fernández et al., 

1998).  

     Antes de iniciar el cultivo se midió la luz que llegaba al centro de los tubos tanto del 

sistema helicoidal como el tubular y en promedio fue de 80 ± 2.65 µmol de fotones/ m2s. Es 

posible que hacia el final de la curva de crecimiento el cultivo se viera fotolimitado por un 

incremento en la concentración de células dentro de los tubos (Molina Grima et al., 2000). 

Lo anterior se puede contrarrestar aplicando modelos que permitan estimar el 

comportamiento de la luz dentro del sistema (Acién Fernández et al., 1998). De este modo 

se podría incrementar la irradiancia conforme incrementa la concentración de biomasa.   
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     Además de conocer el perfil de la luz dentro del sistema, es necesario identificar las partes 

del fotobioreactor que captan la luz y su volumen (Kazbar et al., 2020). Lo anterior debido a 

que se recomienda mantener al mínimo la fracción oscura, con el fin de incrementar la 

productividad del sistema. La fracción oscura corresponde a las áreas que no reciben 

iluminación alguna y en donde el cultivo puede verse fotolimitado o realizar respiración, sin 

embargo, esta fracción también es importante para evitar la saturación del cultivo (Jeremy 

Pruvost et al., 2016).  

     En el fotobiorreactor helicoidal utilizado, la fracción oscura se encuentra en el tubo 

colector el cual es de PVC oscuro con una capacidad de 10 L. Este tubo colector podría 

sustituirse por un material transparente ya que representa un tercio de la capacidad total del 

sistema. De igual forma, el material de las mangueras del sistema helicoidal era 

semitransparente lo que podría sustituirse por un material que incremente la cantidad de luz 

que llega al cultivo. 

     Otro parámetro que puede ser ajustado es el fotoperiodo, sobre todo según la especie que 

se esté trabajando para modificar las características de la biomasa y la productividad general 

del sistema (De Winter et al., 2013). Se ha comprobado que la ausencia de fotoperiodo puede 

incrementar la productividad en N. oleoabundans de 0.9 g/Ld a 1.3 g/Ld (De Winter et al., 

2017). Por el contrario, también se tiene evidencia de que el fotoperiodo en algunas 

Neochloris puede tener el efecto opuesto. Tal es el caso de N. conjuncta, de la cual sin 

fotoperiodo se obtuvo 0.098 g/Ld, mientras que con un fotoperiodo de 12h se obtuvo 0.125 

g/Ld (Krzemińska et al., 2014). Por lo anterior, es necesario conocer las condiciones óptimas 

para N. cohaerens ya que en el presente estudio únicamente se realizó cultivos sin 

fotoperiodo, obteniéndose resultados semejantes a los de Krzemińska et al, 2014, con una 

productividad de biomasa de 0.08 g/Ld.  

     La capacidad de un fotobiorreactor para captar la luz es una característica importante, la 

cual está relacionada con la superficie iluminada (Si), la razón área iluminada por unidad de 
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volumen (Si/V) y la productividad (Pi) (Jeremy Pruvost et al., 2016; Ugwu et al., 2008). La 

razón Si/V determina la cantidad de luz que ingresa al sistema por unidad de volumen, con 

forme incrementa este valor, incrementa la productividad volumétrica. Lo anterior debido a 

que el aprovechamiento de la luz es mayor cuando se disminuye la profundidad del cultivo 

(Tredici, 2004). Del mismo modo, el uso del espacio es un aspecto a tener en cuenta cuando 

se selecciona un fotobioreactor que incide sobre la productividad por área ocupada (Pa). La 

ventaja de los sistemas helicoidales sobre otros diseños es que permiten un mejor 

aprovechamiento de la luz y el espacio (Briassoulis et al., 2010). La disposición de los tubos 

en forma de hélice, además de reducir el espacio ocupado, permite que se pueda adaptar tanto 

a condiciones de laboratorio con luz artificial, como en el exterior con luz natural (Hall et al., 

2003). 

     El fotobiorreactor helicoidal utilizado tenía una Si de 7.72 m2 y una razón Si/V de 257 m-

1, parámetros que fueron mayores en este sistema en comparación con la columna de 5L, con 

excepción de la productividad por área iluminada (Pi). Esta última fue de 0.59±0.13 g/m2d 

en el fotobioreactor helicoidal y de 2.06±0.13 g/m2d en la columna. Así mismo, no se 

encontró diferencias significativas en la productividad por área ocupada (Pa) de ambos 

sistemas, en el fotobioreactor helicoidal de 1.70±0.38 g/m2d y de 1.47±0.09 g/m2d en la 

columna de 5 L. Esta baja productividad por área iluminada y área ocupada se explica por la 

forma de operar del sistema. El movimiento del cultivo se realiza por la inyección de aire el 

cual reduce el volumen de líquido en la fotocelda. De este modo, a pesar de que el 

fotobiorreactor helicoidal posee una mayor superficie iluminada y hace un mejor uso del 

espacio aéreo, solo una fracción de este es ocupada por el cultivo (Anexo 3 y 4).  

     La mezcla es el segundo aspecto de mayor importancia en un fotobiorreactor debido a su 

gran impacto sobre la eficiencia. Su relación con otras características como la disponibilidad 

de luz, la transferencia de masa, la formación de gradientes, la eliminación del oxígeno 

disuelto, entre otros, determina la especie a cultivar (Huang et al., 2017; Richmond, 2004). 
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Para el cultivo de microalgas frágiles, filamentosas o flageladas no se recomienda el uso de 

agitadores mecánicos que dañen sus estructuras o velocidades de flujo muy altas que les 

genere estrés. Por otro lado, una buena mezcla asegura que las células se mantengan 

suspendidas y evita que se adhieran a las superficies (Burns, 2012).  

     Al inyectar un pulso de colorante para determinar la velocidad de flujo se observó 

diferencias en cuanto al recorrido el líquido dentro de los sistemas. En el fotobiorreactor 

helicoidal el pulso de colorante dio varias vueltas como un bloque antes de homogeneizarse 

en todo el volumen (Anexo 5). Los puntos de mejor mezcla se encuentran a la salida de la 

fotocelda y entrada al tubo colector y dentro de la fotocelda en los puntos donde el líquido 

retrocede en forma de oleaje. Por el contrario, en la columna de 5L el movimiento es lento, 

el pulso de colorante asciende y desciende en espiral de forma desordenada. 

     Bajo las condiciones evaluadas, en ambos sistemas se observó deficiencias en relación 

con la mezcla. En ambos sistemas se requirió homogenizar de forma manual el cultivo 

diariamente, debido a que la mezcla no fue suficiente para mantener las células en 

suspensión. En el fotobiorreactor helicoidal la velocidad de flujo (UL) fue de 0.36±0.03 m/s, 

lo cual está entre los valores que se acostumbra mantener en sistemas tubulares (0.2 m/s a 

0.3 m/s) (Tredici, 2004). Es posible elevar la velocidad hasta 0.4 m/s o 0.5 m/s con el fin de 

mantener una mejor mezcla e incrementar la productividad del sistema, sin embargo, esto 

disminuiría la eficiencia en cuanto al consumo energético (Molina Grima et al., 2000).  

     En la columna la UL fue de 0.06±0.01 m/s, sin embargo, se debe considerar que el 

mecanismo de mezcla es distinto, ya que lo realiza el mismo burbujeo. Tanto la velocidad de 

flujo como el diámetro de la columna permite identificar dos tipos de regímenes, homogéneo 

y heterogéneo (Manjrekar & Dudukovic, 2019). En la columna utilizada se observó un flujo 

que se encuentra en una zona de transición, por lo que toma características de ambas regiones. 

A una velocidad de flujo de 0.05 m/s y diámetro de 0.1 m por lo general en estos sistemas 

las burbujas son de tamaño relativamente homogéneo y pequeño. También se caracterizan 
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por la formación de una pluma central en donde la mayoría de las burbujas ascienden, 

mientras que hacia las paredes del cilindro se encuentra la zona de descenso y recirculación 

(Joshi et al., 2002).  

     Otro régimen de flujo que se presenta en sistemas bifásicos (liquido-gaseoso) es el slug 

flow. Este se caracteriza por tener una fase gaseosa amplia o del diámetro del tubo seguida 

de bloques de líquido. Este régimen es más frecuente en sistemas de diámetro pequeño 

mostrando fluctuaciones en la presión y el flujo (Vianna & Nichele, 2010). Este tipo de flujo 

se observó en el fotobiorreactor helicoidal en donde bloques de cultivo eran impulsados por 

bloques de aire desde la parte inferior del sistema. Además, se observó un efecto de oleaje 

en donde el líquido avanzaba y retrocedía producto de la fluctuación de presión y la 

inclinación del tubo.  

     El control estricto del pH en cultivos de alta densidad es necesario para evitar cambios 

bruscos que puedan comprometer la productividad del sistema (Huang et al., 2017; Moraes 

et al., 2020). Estos cambios de pH son producto de la fotosíntesis, respiración y excreción de 

compuestos que pueden limitar la disponibilidad de nutrientes y la eficiencia fotosintética 

(Granum & Myklestad, 2002). La forma más conveniente de ajustar este parámetro es 

mediante la inyección de CO2, ya que simultáneamente se suministra la fuente de carbono 

(Grobbelaar, 2013).  

     Durante los cultivos de N. cohaerens en el fotobiorreactor helicoidal, el monitoreo y 

control del pH se realizó una vez al día mediante la inyección de CO2 de forma manual. Lo 

anterior fue insuficiente después del cuarto día, en donde hubo un incremento brusco 

llegando a valores de 9.67±0.15. Debido a que no se monitoreaba este parámetro de forma 

continua, no es posible saber cuántas horas diarias permanecía el cultivo bajo condiciones de 

pH no adecuadas o cuál era su comportamiento a lo largo del día.  
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     Así mismo, no fue posible monitorear el oxígeno disuelto, el cual se sabe, se puede 

acumular en altas concentraciones en fotobiorreactores causando estrés foto-oxidativo e 

inhibición de la fotosíntesis (Sousa et al., 2013). A pesar de que se conoce que cultivos de N. 

oleoabundans no se ven afectados por valores de oxígeno disuelto de 185% de saturación de 

aire en cuanto a concentración de biomasa y productividad (Peng et al., 2016), se requieren 

más estudios para determinar que efecto tiene tanto el pH como el oxígeno disuelto en N. 

cohaerens.  

     Por otro lado, se evaluó si había una correlación entre el incremento del pH y la caída del 

YII. Se encontró una leve correlación negativa entre ambos parámetros en el sistema tubular, 

sin embargo, esta fue no significativa (rho=-0.483, p-value=0.111). Por el contrario, existe 

una correlación positiva entre el pH y el YII en el fotobiorreactor helicoidal la cual si fue 

significativa (cor=0.692, p-value=0.012). Es posible que las condiciones en el sistema tubular 

no fueran las adecuadas a partir del día 8 y 9 de cultivo que se vería reflejado en el descenso 

del YII, mientras que el sistema helicoidal fuera capaz de mantener condiciones óptimas 

durante todo el cultivo, manteniendo valores de YII altos a pesar del incremento del pH. 

     Del mismo modo, en el fotobiorreactor helicoidal se encontró una moderada correlación 

positiva entre el YII y el peso seco (cor=0,586, p-value=0,045) y una fuerte correlación 

positiva entre el pH y el peso seco (cor=0,970, p-value=1,7x10-7), ambas significativas. 

Nuevamente, los resultados sugieren que las condiciones para el cultivo son mas estables o 

favorables en el sistema helicoidal y que valores altos de pH no representan un estrés para la 

especie.  

     No es posible correlacionar los resultados obtenidos de las variables fisiológicas (YII y 

pH), con las bioquímicas como el contenido de pigmentos o la capacidad antioxidante debido 

a que no se tienen datos diarios de estas últimas. La cuantificación de los pigmentos se realizó 

a la biomasa obtenida al final de la curva. Se hace evidente la necesidad de evaluar la biomasa 

obtenida diariamente del fotobiorreactor helicoidal para observar alguna tendencia.  
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     Otro reto al que se enfrenta los investigadores en el escalamiento de cultivos es el 

requerimiento de agua. Al incrementar el volumen de cultivo en sistemas abiertos se aumenta 

la perdida de agua por evaporación, por lo que se convierte en un parámetro más a monitorear 

para mantener el funcionamiento óptimo (Poddar et al., 2022). En pruebas de funcionamiento 

realizadas en el fotobiorreactor helicoidal previo al cultivo de N. cohaerens, se observó que 

mantener el nivel de agua en el tubo colector es necesario para estabilizar la velocidad de 

flujo del sistema. Cuando el nivel de agua estaba por debajo de lo óptimo, la velocidad a la 

que se desplazaba el agua era menor o no lograba hacer todo el recorrido hasta la salida de la 

fotocelda. Durante los cultivos se registró una pérdida de agua diaria de 1 L que fue repuesto 

para mantener el sistema operando a un nivel óptimo.  

     Una forma de optimizar el funcionamiento y la productividad de estos sistemas de cultivo 

es automatizar el monitoreo y control de parámetros como la temperatura, oxígeno disuelto, 

pH, entre otros (Acién et al., 2013). Actualmente se han evaluado dos estrategias para realizar 

este control, mediante el ajuste por demanda (Moraes et al., 2020) o utilizando modelos 

predictivos. El primero utiliza un sistema sencillo de encendido-apagado cuando el pH 

sobrepasa un límite establecido (Berenguel et al., 2004). Por el contrario, los modelos 

permiten anticiparse según el comportamiento esperado del cultivo a cierta hora del día. 

(Fernández et al., 2010).  

     Otro factor a tener en cuenta son las características de construcción de los 

fotobioreactores, ya que se conoce que se pueden crear gradientes de pH en las diferentes 

secciones de estos sistemas (Acién et al., 2013). Por ejemplo, en fotobiorreactores tubulares, 

con forme se incrementa la longitud de los tubos, se incrementa la diferencia de pH y oxígeno 

disuelto a la entrada y a la salida de los mismos (Huang et al., 2017). El fotobiorreactor 

utilizado tiene dos tubos de 48.4 m de largo lo cual da espacio al escalamiento del sistema 

sin crear gradientes de pH que puedan comprometer la productividad, ya que lo máximo 

recomendable en sistemas tubulares es de 80 m (Burns, 2012). 
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Contenido de carotenoides 

     En relación con el contenido de pigmentos se observó que la biomasa obtenida de ambos 

sistemas de cultivo fue distinta en cuanto al perfil de carotenoides. Opuesto a lo esperado, de 

la biomasa verde fue posible recuperar una mayor cantidad de luteína y betacaroteno en 

comparación con la biomasa estresada. Así mismo, la presencia de β-caroteno fue confirmada 

únicamente en la biomasa verde. Considerando únicamente el perfil de la biomasa verde, los 

resultados obtenidos se corresponden con lo reportado en N. oleoabundans siendo la luteína 

el principal pigmento acumulado (María Castro-Puyana et al., 2013). No se tiene registro del 

perfil de pigmentos de N. cohaerens por lo que no se descarta la presencia de algún otro 

carotenoide en ambos tipos de biomasa. Esto debido a que en los cromatogramas se observan 

otros compuestos que no fue posible identificar.  

El mayor contenido de β-caroteno fue obtenido de la biomasa verde de la columna de 5L 

siendo de 0.195±0.019 (mg/g biomasa). Este valor es menor al que se ha reportado en otras 

especies dedicadas a la producción industrial de este pigmento. D. salina, es capaz de 

producir hasta 4.85 mg/g de biomasa seca (Hashemi et al., 2020). De forma similar, el 

máximo contenido de luteína de 1.187±0.214 (mg/g biomasa) fue obtenido de la biomasa 

verde del fotobiorreactor helicoidal, lo cual fue menor a lo reportado anteriormente en otras 

especies. Del cultivo de C. protothecoides y Desmodesmus sp. se ha obtenido valores como 

7.27 mg/g y 2.2 mg/g, respectivamente. McClure et al. cultivando Chlorella vulgaris en un 

biorreactor tubular de 5 L lograron obtener hasta 7.4 ± 2.1 mg de luteína/g biomasa (2019).  

      La producción de estos pigmentos responde a condiciones distintas de cultivo, la luteína 

al ser un pigmento primario, se produce en fase de crecimiento con óptimas condiciones de 

luz y nitrógeno (Zheng et al., 2022). El β-caroteno por el contrario, está asociado a 

mecanismos de protección por lo que se produce bajo estrés (Gong & Bassi, 2016). Este 

comportamiento coincide con los resultados obtenidos para la luteína, el contenido de este 
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pigmento fue mayor en la biomasa verde antes de ser sometida a estrés, y disminuyó en la 

biomasa posterior al estrés. 

     En caso del β-caroteno no se observó el comportamiento esperado y la concentración de 

este pigmento fue menor al finalizar el estrés. Debido a que son varios los factores que 

intervienen en la síntesis del β-caroteno es posible que el estrés aplicado no fuera el adecuado 

para N. cohaerens. Las microalgas requieren de al menos 30 elementos distintos para 

sobrevivir (Gauthier et al., 2020). Al ser esta una especie poco estudiada no es posible saber 

cuál es el consumo de los nutrientes o como afecta la deficiencia de uno o varios de forma 

simultánea.  

     En estudios previos se encontró que si bien, la presencia de nitrógeno en una 

concentración óptima para el cultivo supone un incremento en la luteína, también es posible 

que la deficiencia de nitrógeno provoque el mismo efecto (Rio-Chanona et al., 2017). La 

deficiencia de nitrógeno resultó en una reducción de compuestos antioxidantes y 

carotenoides en C. vulgaris, P. tricornutum y T. suecica (Goiris et al., 2015). Por el contrario, 

en H. pluvialis la limitación de nitrógeno estimula la acumulación de astaxantina 

(Solovchenko & Neverov, 2017). Durante el cultivo de N. cohaerens el nitrógeno fue 

suministrado al triple de la concentración en la que se mantenía en la algoteca, sin embargo, 

no se conoce como fue el consumo de los nutrientes hacia el final del cultivo o durante la 

fase de estrés aplicado. Es necesario estudios con más detalle sobre los requerimientos 

nutricionales de la especie y como la deficiencia de los principales macroelementos afecta la 

composición de la biomasa.  

    La síntesis de los carotenoides es un proceso complejo que aún no se conoce 

completamente en las algas y varía entre especies, sin embargo, comparte similitudes con el 

metabolismo de las plantas (Varela et al., 2015). El proceso se lleva a cabo en el cloroplasto 

en donde el isopentil pirofosfato (IPP) es el principal precursor. Posteriormente una serie de 

pasos de elongación y condensación de dos moléculas de geranil-geranil pirofosfato (GGPP) 
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da origen al primer carotenoide, el fitoeno (Gong & Bassi, 2016). Finalmente, la biosíntesis 

de la luteína, β-caroteno, zeaxantina, entre otros, parte del fitoeno (Solovchenko & Neverov, 

2017). 

     Capacidad antioxidante 

     La capacidad antioxidante de los extractos tuvo un comportamiento similar al contenido 

de pigmentos, la mayor actividad se observó en los extractos de la biomasa verde. Estos 

resultados no concuerdan con lo esperado, sin embargo, son consistentes con los resultados 

discutidos en la sección anterior. La biomasa verde rendió extractos con una mayor capacidad 

antioxidante, el porcentaje de inhibición fue de 54.67 % y 52.23 %, lo cual fue el doble del 

porcentaje de inhibición observado en la biomasa estresada. Comparando la biomasa de 

ambos sistemas, nuevamente los resultados no fueron los esperados, ya que no hubo 

diferencias entre la capacidad antioxidante de los extractos obtenidos de cada sistema de 

cultivo.  

     Se sabe que son los pigmentos uno de los mayores contribuyentes a la capacidad 

antioxidante en las algas (Goiris et al., 2012), sin embargo, en el presente estudio no es 

posible asegurar esto. A pesar de que los extractos de la biomasa verde tuvieron una mayor 

capacidad antioxidante se requiere conocer su composición en cuanto a otros compuestos 

con esta misma propiedad. La capacidad antioxidante de la biomasa y sus extractos depende 

de una mezcla de compuestos como compuestos fenólicos y aminoácidos, entre otros, además 

de los pigmentos (Almendinger et al., 2021). 

     Ante la limitación de nutrientes, N. cohaerens modifica su metabolismo de modo que 

provoca una disminución de los pigmentos presentes, así como la capacidad antioxidante. 

Nuevamente se hace evidente la necesidad de valorar otros factores para generar estrés y 

determinar si efectivamente ante este estímulo, la respuesta de la especie es la acumulación 

de pigmentos y otros compuestos con capacidad antioxidante.  
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     La clase de antioxidantes presentes depende no solo de la especie, sino también de las 

condiciones a las que esté expuesto el cultivo (Gauthier et al., 2020). En este estudio se 

analizó la biomasa obtenida hacia el final de la fase estacionaria, por este motivo, se requiere 

estudiar la composición de N. cohaerens en condiciones óptimas de cultivo ya que hasta el 

momento se desconoce su perfil bajo estas condiciones. Con esta información se podría 

comparar su composición bajo diferentes estados fisiológicos y así determinar las 

condiciones idóneas que permitan obtener compuestos de mayor valor. 

     Almendinger et al (2021) comparando 13 especies diferentes encontraron que N. 

oleoabundans rindió extractos con una alta actividad antioxidante gracias a su contenido de 

compuestos fenólicos. Así mismo, Goiris et al (2012) observaron que varias clorofitas, entre 

ellas N. oleoabundans obtuvieron altos porcentajes de inhibición por métodos como el 

potencial reductor férrico (FRAP) y la actividad antioxidante en equivalentes de trolox 

(TEAC).  

     Finalmente, en cuanto a la microalga utilizada en este estudio es necesario realizar 

identificación molecular para confirmar la identificación realizada mediante claves 

dicotómicas y características morfológicas. La forma, la posición de cloroplastos, pirenoides 

y la presencia de flagelos son características que se han empleado para la clasificación de 

clorofitas mientras que el ancho de los tricomas, polaridad o la presencia de vacuolas de gas 

generalmente permiten clasificar cianobacterias (Ballesteros et al., 2021). Entre las 

limitantes, la necesidad de equipo de alta resolución y la plasticidad fenotípica hacen que los 

métodos moleculares sean un complemento necesario (Rimet et al., 2021). El uso de 

marcadores moleculares o códigos de barras de ADN han permitido la clasificación de una 

gran diversidad de nuevos microorganismos (Abed et al., 2018; Franco-Duarte et al., 2019).  

     El presente trabajo permitió conocer los requerimientos básicos para el cultivo de N. 

cohaerens, además de brindar información sobre el desempeño de un fotobiorreactor 

helicoidal para este microorganismo. Se hace evidente la necesidad de valorar condiciones 
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de cultivo diferentes con el fin de encontrar las condiciones óptimas para la especie. Lo 

anterior debido a que según las necesidades metabólicas de la microalga se escoge el sistema 

de cultivo que mejor se adapte y le proporcione las condiciones necesarias para su 

crecimiento. A pesar de que mediante los cultivos en la columna se pudo conocer más de esta 

especie, se requiere profundizar aún más en su comportamiento y las variables que interviene 

en la producción (Acién et al., 2013).  
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6. Conclusiones 
 

     El fotobiorreactor helicoidal tubular evaluado en el presente estudio proporciona las 

condiciones necesarias para la producción de N. cohaerens. Al ser esta una especie poco 

estudiada, además de ser el primer trabajo que se registra, sienta las bases para 

investigaciones posteriores que permitan profundizar en aspectos metabólicos.  

     Tanto la tasa de crecimiento como la productividad de biomasa fueron menores en el 

presente estudio en comparación con otras especies del mismo género. Así mismo la 

productividad por área iluminada estuvo muy por debajo de la obtenida en la columna. A 

pesar de estos inconvenientes, la calidad de la biomasa obtenida al final de las curvas de 

crecimiento permitió confirmar la presencia de β-caroteno y luteína.  

 

     Por último, la capacidad antioxidante de los extractos deja ver que el valor de la 

especie no solo se concentra en la fase estresada, ya que la biomasa verde tuvo porcentajes 

de inhibición mayores a la biomasa estresada. Lo anterior es consistente con los 

resultados de contenido de pigmentos ya que son uno de los mayores contribuyentes a la 

capacidad antioxidante.  

 

     Es posible mejorar los resultados obtenidos en el sistema probando otros sistemas de 

crecimiento o valorando otra formulación de medio de cultivo, sin embargo, queda claro 

el potencial de la especie en cuanto a la producción de los pigmentos y a la capacidad 

antioxidante de sus extractos. Esto amplia las posibilidades de uso del microorganismo y 

permite valorar múltiples rutas de procesamiento que agregan valor.  
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7. Recomendaciones 
 

 

     Al comparar la eficiencia del fotobiorreactor con una columna de menor volumen se 

evidencia aspectos de diseño y funcionamiento que se necesita mejorar. El sistema es 

capaz de mantener el cultivo de N. cohaerens, sin embargo, se requiere mejorar su 

productividad para proyectar su uso a nivel industrial. En relación con la productividad 

por área iluminada, se requiere valorar si el mecanismo para mover el cultivo dentro del 

fotobiorreactor helicoidal podría sustituirse por una bomba que impulse el medio de 

forma ascendente por el sistema. De esta forma se incrementaría el volumen de cultivo y 

se aprovecharía la totalidad de la superficie iluminada.  

     Por otro lado, se obtuvo información sobre las características hidrodinámicas, de 

diseño y sus limitaciones cuando se escala ese tipo de sistemas de cultivo. Se requiere 

mejorar aspectos de mezcla, uso de la luz y control de pH para mantener la disponibilidad 

de los nutrientes en el medio y la sedimentación del cultivo. El control del pH de forma 

automatizada podría evitar estrés en el cultivo por la alcalinización del medio. Esto 

implicaría una fluctuación menor del pH que permite mantener condiciones optimas para 

el cultivo durante todo el día.  

     Es necesario estudiar el metabolismo de la especie y el efecto de diferentes factores 

de estrés en la calidad de la biomasa. En el presente estudio se definieron las condiciones 

de cultivo y de estrés a utilizar en base con la literatura disponible de otras especies del 

género Neochloris. Así mismo se valoró información obtenida de ensayos preliminares y 

el mantenimiento de la cepa en la algoteca para seleccionar el medio de cultivo, el 

fotoperiodo y la irradiancia. El estudio del comportamiento de la especie bajo diferentes 

condiciones podría mejorar su desempeño en el escalamiento y procesamiento posterior.  
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     Finalmente, es necesario obtener un perfil de la especie para identificar otros 

compuestos de valor, así como evaluar metodologías diferentes para determinar 

capacidad antioxidante. Se recomienda utilizar varios métodos para evitar una visión 

sesgada y obtener más información sobre la contribución de distintos compuestos en la 

capacidad antioxidante de la biomasa. Métodos como el ORAC (Capacidad de absorción 

de radicales de oxígeno) que podría complementar la información obtenida en el presente 

estudio. Este método se basa en la actividad antioxidante de compuestos frente a radicales 

peroxilo. En extractos antioxidantes de microalgas con mezclas de compuestos 

complejas, el ORAC ha demostrado rendir mejores resultados en comparación con otros 

métodos como el DPPH (Coulombier et al., 2020) 
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9. Anexos 
 

 

Anexo1. Cultivo de N. cohaerens 

 
 

Anexo2. Cultivo estresado de N. cohaerens 
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Anexo 3. Columna tubular de 5 L. 
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Anexo 4. Fotobiorreactor helicoidal tubular  
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Anexo 5. Pulso de colorante en el fotobiorreactor helicoidal  
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