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RESUMEN 

 

Los antioxidantes son compuestos beneficiosos para la salud al prevenir los 

efectos negativos de Especies Reactivas de Oxígeno (EROs) sobre las 

funciones fisiológicas normales. De manera natural se encuentran en frutas, 

verduras y alimentos de consumo cotidiano. Recientemente, ha surgido un 

interés en la búsqueda de antioxidantes en otras fuentes de origen natural. Es 

por esto que, en los últimos años las microalgas han captado la atención ya 

que son capaces de sintetizar compuestos bioactivos gracias a las estrategias 

bioquímicas y moleculares que han desarrollado para sobrevivir en condiciones 

de estrés. Debido al escaso conocimiento sobre microalgas en el Ecuador, se 

ha venido investigando la biodiversidad y las aplicaciones biotecnológicas que 

confieren este grupo de microorganismos para la ciencia. A partir de 

aislados microalgales de varias Áreas Protegidas y Conservadas del Ecuador, 

se realizó en la presente investigación una evaluación de 129 aislados de 

microalgas de la Colección de Ficología-UDLA, de las que se seleccionaron 19 

cepas o Unidades Taxonómicas Operacionales (OTUs) diferentes a partir de la 

identificación molecular. Se evaluó el perfil químico a partir 

de extractos metanólicos a través del estudio del contenido total de fenoles, 

flavonoides, taninos, antocianinas y clorofila a. Del mismo modo, se evaluó la 

capacidad de captación del radical libre  2,2-difenil-1-picrilhidrazilo (DPPH) y el 

poder reductor mediante el ensayo FRAP (Ferric Reducing Antioxidant Power). 

Para la determinación del contenido de vitamina C y los carotenoides beta-

caroteno y luteína se empleó el método de Cromatografía Líquida de Alta 

Eficacia (HPLC). Los resultados de la correlación entre el contenido fenólico 

total y la capacidad antioxidante atribuyen a estos compuestos la actividad 

antioxidante de las microalgas. De los 19 aislados, Chlorella vulgaris presentó 

la mayor concentración de flavonoides; Acutodesmus obliquus de 

taninos; Parachlorella kessleri destaca por su contenido de antocianinas y la 

cepa que presentó mayor concentración de clorofila a fue Stichococcus sp. A 

partir de los ensayos espectrofotométricos, se determinó 

que Scenedesmaceae sp. es una cepa prometedora al contener el mayor 



 

contenido polifenólico y capacidad reductora por lo que se 

sugiere complementar los ensayos de HPLC. De manera general, todas las 

cepas analizadas presentan igual o mayor concentración de carotenoides 

en comparación a frutos, destacándose 

Scenedesmus vacuolatus y Chlorella vulgaris. Finalmente, se determinó 

que Chlorella sorokiniana contiene la mayor concentración de vitamina C.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

ABSTRACT 

 

Antioxidants are beneficial for human health since they prevent the negative 

effects of reactive oxygen species on normal physiological functions. They are 

naturally found in fruits and vegetables. Recently, there has been an interest in 

the search for antioxidants in other sources of natural origin. Thus, in recent 

years, microalgae have attracted attention because they are capable of 

synthesizing bioactive compounds thanks to the biochemical and molecular 

strategies they have developed to survive in stressful conditions. Due to the 

limited knowledge about microalgae in Ecuador, the biodiversity and 

biotechnological applications that confer this group of microorganisms for 

science have been investigated. From the microalgal isolates of several 

Protected Areas and conserved from Ecuador, an evaluation of 129 microalgae 

isolates was carried out in the present investigation, from which 19 strains or 

different Operational Taxonomic Units (OTUs) were selected from the molecular 

identification. The chemical profile was evaluated from methanol extracts 

through the study of the total content of phenols, flavonoids, tannins, 

anthocyanins and chlorophyll a. Likewise, the uptake capacity of the free radical 

2,2-diphenyl-1-picrylhydrazyl (DPPH) and the reducing power was evaluated by 

the FRAP (Ferric Reducing Antioxidant Power) assay. To determine the content 

of vitamin C and carotenoids (beta-carotene and lutein), the method of High 

Performance Liquid Chromatography (HPLC) was used. The results of the 

correlation between total phenolic content and antioxidant capacity attribute to 

these compounds the antioxidant activity of microalgae. Of the 19 isolates, 

Chlorella vulgaris had the highest concentration of flavonoids; Acutodesmus 

obliquus of tannins; Parachlorella kessleri stands out for its content of 

anthocyanins and the strain with the highest concentration of chlorophyll a was 

Stichococcus sp. from the spectrophotometric assay, it was determined that 

Scenedesmaceae sp. is a promising strain since it contains the highest 

polyphenolic content and reducing capacity, which is why it is suggested to 

complement the HPLC assays. In general, all the strains analyzed have the 

same or higher concentration of carotenoids compared to fruits, standing out 



 
 

 
 

Scenedesmus vacuolatus and Chlorella vulgaris. Finally, it was determined that 

Chlorella sorokiniana contains the highest concentration of vitamin C
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1. Capítulo I. Introducción 
 

1.1. Introducción 

 

Las microalgas son un grupo diverso de organismos unicelulares que 

comprenden protistas eucariotas, cianobacterias procariotas y algas verde-

azuladas que han ido evolucionando desde hace 3 000 millones de años, 

adaptándose a diferentes hábitats como base de la cadena trófica y producen 

la mitad del oxígeno atmosférico en la tierra (Barsanti & Gualtieri, 2006). 

Crecen en una amplia gama de hábitats incluyendo ambientes salinos y de 

agua dulce, aguas residuales y suelos (Yan, Fan, & Xu, 2013). Son 

fundamentalmente autótrofas y fotosintéticas, generando compuestos de 

carbono complejos. Sin embargo, algunas microalgas se han convertido 

heterótrofas absorbiendo moléculas orgánicas complejas por organotrofia o 

heterotrofia (Bellinger & Sigee, 2010).  

 

 

A pesar de su gran biodiversidad, ésta no ha sido totalmente explorada ya que 

de las más de 50 000 especies identificadas, tanto en océanos como en 

cuerpos de agua dulce, sólo 30 000 han sido estudiadas (Rizwan, Mujtaba, 

Memon, Lee, & Rashid, 2018). Las microalgas ya han sido utilizadas por los 

seres humanos durante miles de años como un suplemento nutricional debido 

al alto contenido proteico de su biomasa, por sus carbohidratos, fibras y 

enzimas. Además, son capaces de sintetizar vitaminas (A, B1, B2, B6 y C) y 

ser fuentes naturales de minerales como el yodo, hierro, niacina, potasio, calcio 

y magnesio. En la actualidad se encuentran entre las principales fuentes de 

alimento en países asiáticos especialmente China, Corea y Japón.  La 

acuicultura y la industria de nutracéuticos también han aprovechado estas 

características (Sathasivam, Radhakrishnan, Hashem, & Abd_Allah, 2017).  

 

A través de la historia, la atención al cultivo de microalgas se centró al 

comienzo para el estudio de problemas prácticos de la fotosíntesis y los 



 
 

   
 

productos de su metabolismo (Prescott, 1978). Posteriormente, después de 

observar su potencial, determinados géneros de microalgas fueron utilizados 

para el ensayo y detección de vitaminas y sustancias capaces de regular 

múltiples procesos biológicos (proliferación celular, metástasis, apoptosis en 

células cancerosas) y han sido probadas en cultivo de tejidos (Suh et al., 2017; 

Talero et al., 2015). Inclusive algunas de las investigaciones sobre cáncer han 

involucrado estudios de fisiología y reproducción de células microalgales (Suh 

et al., 2017). Sin embargo, durante la última década la tecnología basada en 

microalgas ha ido evolucionando para la producción renovable de productos 

más refinados y de mayor valor como isótopos estables, ácidos grasos 

poliinsaturados (omegas 3 y 6), carotenoides, ficobiliproteínas, polisacáridos y 

ficotoxinas. Los beneficios de los fitoquímicos extraídos a partir de microalgas 

que se han reportado, de manera general, incluyen una mejora del sistema 

inmunológico, funcionan también como pre y probióticos, reducen las 

infecciones virales, la aparición del cáncer, los niveles de azúcar en sangre 

además de poblaciones bacterianas y, por otro lado, aumentan la 

concentración de hemoglobina (Levine & Joel, 2000).  

 

 

Además de estos biocompuestos con aplicaciones farmacológicas, varios 

estudios se han centrado en la producción de biocombustibles de tercera 

generación y el tratamiento de aguas residuales utilizando consorcios de 

microalgas (Del Campo et al., 2000; Khanra et al., 2018). También, a partir de 

los biopolímeros ácido poliláctico (PLA) y bio-polietileno producidos por estos 

microorganismos se fabrican agentes espesantes y floculantes útiles para el 

tratamiento de aguas residuales o acondicionamiento de suelos y como 

estabilizadores de piensos (“oilgae,” n.d.). A partir de los carbohidratos de 

especies del filo Rhodophyta o algas rojas se produce carragenos para la 

preparación de medios de cultivo, como sustituto de la pectina, gelatina o 

almidón en la industria alimentaria y como estabilizadores de emulsiones en la 

cosmetológica (Hahn, Kelly, Muffier, Tippkötter, & Ulber, 2011; Usov, 2011). 

Por otra parte, el alginato producido por las mismas microalgas, está siendo 



 
 

   
 

utilizado en la ingeniería de tejidos o como material de encapsulación (Hahn et 

al., 2011). Otro ejemplo de productos refinados a partir de microalgas es la 

producción de ácido docosahexaenoico (DHA), el cual se emplea en fórmulas 

infantiles y alimentos en general (Barclay & Apt, 2013). 

 

 

En la actualidad, los pigmentos son empleados como nutracéuticos 

antioxidantes y constituyen los productos más comercializados a partir de 

microalgas. Esto se debe a que el sector alimentario se ha visto en la 

necesidad de encontrar alternativas naturales de antioxidantes para reemplazar 

a los sintéticos (Cirulis, Scott, & Ross, 2013). Estudios han demostrado que las 

microalgas presentan altas capacidades antioxidantes, no únicamente por el 

contenido de carotenoides sino que también se les atribuye a los compuestos 

fenólicos presentes (Goiris et al., 2012a).  

 

 

Los géneros que se cultivan mayormente a gran escala son: Arthrospira, 

comercialmente conocida como Spirulina, debido a que se ha reportado que 

produce esteroles como el clionasterol, el cual se utiliza en tratamientos de 

prevención de enfermedades cardiovasculares, así como también pigmentos 

con capacidades antioxidantes para proteger contra el estrés oxidativo. 

Particularmente, Spirulina platensis y Spirulina máxima se emplean como 

suplemento para mejorar el sistema inmunológico, como prebiótico, para el 

tratamiento de artritis, anemia, diabetes y cáncer (Rizwan et al., 2018). Ha sido 

explotado como suplemento nutricional debido a que entre el 50-70% de su 

peso seco constituye de proteínas, suple además con la mayoría de 

aminoácidos esenciales y no esenciales, posee un alto contenido de beta-

caroteno y es la única fuente vegetal de la vitamina B12 (Mohan, Misra, 

Srivastav, & Umapathy, 2014). En Ecuador se solía producir a nivel industrial y 

comercializar Spirulina platensis en polvo y comprimidos con fines 

nutracéuticos (“Andes Spirulina,” 2016). La industria alimentaria ha 

aprovechado el alto rendimiento de producción de ficocianinas de estas 



 
 

   
 

cianobacterias (14% de su peso seco) para emplearlas como colorante azul 

(Gangl et al., 2015).  

 

 

Por otro lado, el género Chlorella se emplea para la producción de suplementos 

alimenticios por presentar un alto contenido proteico (hasta el 58% de su peso 

seco). En el sector de la salud se utilizan extractos de Chlorella como el beta-

glucano, el cual actúa como estimulador del sistema inmune, reduciendo 

radicales libres y lípidos en sangre. A la clorofila extraída de estos 

microorganismos se le han atribuido beneficios a la salud como estimulante del 

sistema inmune y detoxificante de la sangre e hígado (Kulkarni & Nikolov, 

2018). Se comercializan productos a partir de Chlorella para aumentar los 

niveles de hemoglobina y bajar los de azúcar y colesterol. También otros que 

actúan como factores de crecimiento de bacterias ácido lácticas en el cuerpo 

(Rizwan et al., 2018).  

 

 

El género marino Dunaliella representa otra microalga de interés comercial la 

cual se cultiva a nivel industrial y es considerada la materia prima por 

excelencia para la producción sostenible de beta-caroteno, un precursor de 

vitamina A, ya que representa aproximadamente el 13% de su peso seco 

(Rammuni, Ariyadasa, Nimarshana, & Attalage, 2019). Estos compuestos 

juegan un papel importante en el control de las especies reactivas del oxígeno 

y contribuyen de manera significativa a la capacidad antioxidante de las 

microalgas. Se los emplea como aditivos en alimentos y piensos, en 

cosméticos como tinte color naranja y en la manufactura de suplementos de 

vitamina C (Goiris et al., 2012). 

 

 

Finalmente, Haematococcus tiene una importancia en la industria gracias a la 

producción de astaxantina (hasta 7% de su peso seco). Este pigmento es 

considerado como el antioxidante más poderoso de la naturaleza por lo que se 



 
 

   
 

utiliza como suplemento alimentario y en tratamientos médicos para captar 

eficientemente los radicales libres del cuerpo humano para desintoxicarlo y 

prevenir inflamaciones crónicas, enfermedades cardiovasculares y cáncer 

(Rammuni et al., 2019). 

 

 

En cuanto a las cianobacterias, éstas se caracterizan por ser fuente de una 

amplia gama de metabolitos secundarios bioactivos y tóxicos denominadas 

cianotoxinas. Estas moléculas se dividen de acuerdo con su función biológica y 

pueden ser: hepatotoxinas, neurotoxinas, citotoxinas, dermatotoxinas y toxinas 

con potencial irritante. Son de importancia en la industria ya que actúan como 

compuestos alelopáticos; diferentes productos son comercializados como 

herbicidas, insecticidas y alguicidas. Biocompuestos del género Nostoc (p.ej. 

nostociclamida, nostocina A y nostocarbolina) son ampliamente utilizados para 

tratar los florecimientos nocivos de algas (Rajneesh, Singh, Pathak, & Sinha, 

2017).  

 

 

En el Ecuador se han realizado algunos estudios sobre la biodiversidad de los 

principales géneros de microalgas y cianobacterias provenientes de sistemas 

lacustres de áreas protegidas de los Andes y Amazonía y son presentadas en 

un catálogo que permite su identificación morfológica (Guamán-Burneo & 

González Romero, 2016). En estudios taxonómicos de flora de diatomeas, un 

grupo de microalgas, en la reserva faunística Cuyabeno se han encontrado 

nuevas especies de estos microorganismos (Miller, Kannan, & Colinvaux, 

1984).  

 

 

En cuanto identificaciones de género y especies utilizando herramientas 

moleculares, se han publicado estudios del género Chlorella, colectadas de la 

región andina del país para el estudio de sus propiedades antioxidantes con 

aplicaciones industriales (Tirado et al., 2017). De igual manera, estudios se han 



 
 

   
 

enfocado principalmente en la biorremediación de aguas residuales y 

tratamiento del estiércol de ganado, gracias a la capacidad de estos 

microorganismos para eliminar el nitrógeno y el fósforo  (Pachacama et al., 

2016).  

 
1.2. Planteamiento del problema 

 

El surgimiento de nuevas enfermedades y el desarrollo de resistencias contra 

los fármacos comúnmente utilizados han impulsado a la prospección de nuevos 

biocompuestos. En los últimos 70 años alrededor de 28 000 compuestos 

activos han sido aislados a partir de organismos acuáticos, principalmente 

esponjas y ascidias, debido a los potentes compuestos naturales con potencial 

farmacéutico que poseen como terpenos, esteroides, alcaloides, policétidos, 

entre otros (Martínez Andrade, Lauritano, Romano, & Ianora, 2018). No 

obstante, de entre los quince mil metabolitos marinos conocidos, 

aproximadamente treinta están siendo probados en fases. Entre los obstáculos 

que presenta el desarrollo de estos fármacos se encuentra la dificultad de 

cultivar los organismos productores y de purificar dichos compuestos(De la 

Calle, 2007). 

 

 

Existen varios reportes de la actividad antioxidante de los pigmentos a partir de 

extractos lipofílicos e hidrofílicos de los géneros Botryococcus, Phaeodactylum, 

Chlorella, Dunaliella, Nostoc, Spirulina y Haematococcus. Sin embargo, existe 

escasa información sobre la presencia de los compuestos fenólicos en estos 

microorganismos, indicando protocolos para su determinación solamente en 

plantas, más no en microalgas (Goiris et al., 2015). 

 

 

El consumo de antioxidantes ha ganado importancia debido a su rol en la 

prevención de enfermedades causadas por el estrés oxidativo. Los estudios 

epidemiológicos han demostrado que existe una asociación positiva significante 

entre la ingesta de frutas y verduras con sus respectivos fitoquímicos con poder 



 
 

   
 

antioxidante y la tasa reducida de mortalidad por enfermedades cardíacas, 

cánceres comunes y otras enfermedades degenerativas, así como el 

envejecimiento (Kaur & Harish, 2000). Sin embargo, estudios han atribuido 

posible toxicidad y carcinogenicidad a los antioxidantes químicos que se 

emplean generalmente en la industria alimenticia como el hidroxilo tolueno 

butilado (HTB), hidroxianisolbutilado (HAB), terbutil hidroquinona (TBHQ), y 

galato de propilo (Shahidi, 2016).  Es por esto que, la búsqueda de estos 

fitoquímicos naturales se ha vuelto crucial dentro de la industria. Las 

microalgas en este contexto han sido consideradas como candidatos 

promisorios para la producción de diferentes compuestos fenólicos y 

antioxidantes (Morowvat & Ghasemi, 2016). 

 

 

Como se ha visto, la diversidad de las microalgas con potencial biotecnológico 

resulta sorprendente en varios niveles; sin embargo existe un acuerdo general 

de que muchas no han sido descritas aún (Andersen, 2013). Por ende, este 

estudio busca identificar molecularmente nuevas cepas de microalgas 

provenientes de sistemas lacustres del Ecuador con potencial para producir 

antioxidantes naturales con potencial uso en la industria farmacéutica. 

 

1.3. Objetivo general y objetivos específicos 

 

 General 

Caracterizar las propiedades químicas y antioxidantes de microalgas 

seleccionadas de la Colección de Ficología – UDLA (CFE-UDLA) aisladas de 

sistemas lacustres de Áreas Protegidas y conservadas del Ecuador. 

 

Específicos 

 Identificar los aislados de microalgas mediante herramientas 

moleculares.  

 Determinar los compuestos bioactivos: fenoles totales, flavonoides, beta-

carotenos, luteína, vitamina C, clorofila a, taninos y antocianinas 



 
 

   
 

presentes en las microalgas aisladas de los sistemas lacustres de Áreas 

Protegidas y Conservadas del Ecuador.  

 Determinar la capacidad antioxidante de las microalgas aisladas de los 

sistemas lacustres de Áreas Protegidas y Conservadas del Ecuador. 

 

1.4. Justificación de la investigación 

 

El Ecuador, especialmente la subregión andina, debido a sus características 

biogeográficas permite una gran diversidad de ecosistemas, mismos que 

albergan una amplia riqueza biológica y genética (Estrella, Manosalvas, 

Mariaca, & Ribadeneira, 2005). La amplia variedad de climas, suelos, 

vegetación y fauna silvestre, a pesar de su extensión territorial relativamente 

pequeña, ofrecen una diversificación de sustratos para el crecimiento de 

diferentes especies de microalgas. No obstante, la biodiversidad de estos 

microorganismos ha sido escasamente estudiada en nuestro país. Como 

consecuencia, las potenciales propiedades que cada cepa puede presentar y 

favorecer a la industria biotecnológica, alimentaria, farmacéutica, nutracéutica y 

cosmetológica, aún son desconocidas por la ciencia (Guamán-Burneo & 

González Romero, 2016). Por esta razón, este estudio representa una 

evaluación de los posibles usos potenciales para la industria farmacéutica a 

partir de un recurso genético aún inexplorado en el Ecuador.  

 

 

Las microalgas deben ser estudiadas con mayor profundidad debido a la 

habilidad que poseen de habitar ambientes extremos gracias a los mecanismos 

de defensa que han ido desarrollando a lo largo de alrededor 3 000 millones de 

años. Estas condiciones han favorecido la producción de metabolitos 

secundarios, los cuales han sido evaluados por sus actividades farmacológicas 

y nutracéuticas tales como alelopáticas, antiinflamatorias, anticancerígenas, 

antidiabéticas, antiangiogénicas, antipalúdicas, antioxidantes, además de 

propiedades antibacterianas y antivirales (Levine & Joel, 2000). Estos 

microorganismos producen además varias clases de flavonoides como 



 
 

   
 

isoflavonas, flavanonas, flavonoles y dihidrocalconas, comprobando así que, si 

bien son organismos evolutivamente más primitivos que las plantas terrestres, 

son capaces de producir polifenoles relativamente más complejos (Kováčik, 

Klejdus, & Bačkor, 2010). Además, los carotenoides naturales como los 

extraídos a partir de microalgas son ricos en isómeros biológicamente activos y 

presentan una mayor estabilidad en comparación a los carotenoides sintéticos 

(Mäki-Arvela, Hachemi, & Murzin, 2014). Es por esto que, científicos e 

investigadores han enfocado sus estudios en las microalgas ya que 

representan una alternativa viable debido a la facilidad de su colecta, 

aislamiento, cultivo, cosecha y extracción de dichos metabolitos de interés de 

origen natural (Levine & Joel, 2000; L. Liu, Pohnert, & Wei, 2016). 

 

 

De igual manera, prevalece la necesidad de mantener y actualizar la Colección 

de Ficología del Ecuador, así como también complementar la identificación de 

estos microorganismos a nivel molecular. La conservación de estas especies 

en colecciones de cultivos y stocks genéticos es importante debido a que las 

comunidades naturales de importancia ficológica son vulnerables y las 

consecuencias de su posible extinción debido a la contaminación y al cambio 

climático, pueden alterar significativamente los ecosistemas acuáticos (Norton, 

Melkonian, & Andersen, 1996). En el Ecuador, es oportuno complementar los 

estudios previamente realizados por Guamán-Burneo & González Romero 

(2016), identificando los aislados no sólo a nivel morfológico sino molecular, 

permitiendo evidenciar la relación filogenética entre las especies, su 

biodiversidad y finalmente su potencial biotecnológico. 

 

2. Capítulo II. Marco Teórico 
 

 
2.1. Compuesto Bioactivo 

 



 
 

   
 

El término compuesto biactivo se refiere a una sustancia o compuesto presente 

en alimentos que puede ser o no esencial (ej. vitaminas) y que presenta algún 

efecto biológico en la salud humana más allá de los efectos nutricionales 

(Segura Campos, 2019). Normalmente, ocurren en cantidades pequeñas, no 

obstante tienen la capacidad de presentar efectos potentes tanto positivos 

como negativos. Sin embargo, el término “efecto bioactivo” suele estar 

asociado al efecto positivo de la actividad (Gupta, Tuohy, & O’Donovan, 

Anthonia Mohtashim, 2015).  

 

 

Además de su importante contribución a la capacidad antioxidante a través de 

mecanismos como el secuestro de radicales libres, inhibición de la producción 

de peróxido de hidrógeno y la activación de mecanismos endógenos de 

defensa y la quelación de metales, otros mecanismos pueden ser los 

responsables de su efecto protector. Pueden ser clasificados en tres principales 

grupos: compuestos fenólicos (ej. flavonoides, quercetina), terpenoides (ej. 

carotenoides, esteroles) y compuestos sulfurados (Apetrei, 2016).  

 

 

Las microalgas son capaces de sintetizar varios compuestos bioactivos con alto 

valor agregado mientras se encuentren bajo condiciones óptimas y controladas 

de cultivo. Por esto es relativamente simple mantener la composición química y 

estructural de dichos compuestos a lo largo de los varios periodos de cosecha 

(De Jesus Raposo, De Morais, & De Morais, 2015). Ejemplos de éstos son 

ácidos grasos, esteroides, carotenoides, polisacáridos, vitaminas, 

ficobiliproteínas, clorofilas, lectinas, aminoácidos de tipo micosporino, 

compuestos halogenados, policétidos, toxinas, ácido algínico y carragenina que 

pueden ser aprovechados por diferentes industrias como la farmacéutica, 

cosmetológica y en la alimentaria como aditivos o ingredientes (Sathasivam et 

al., 2017).  Esto debido a la versatilidad que presentan, ya que tienen 

propiedades antioxidantes, antivirales, antibacterianos, anti fúngicos, 

antiinflamatorios, antitumorales y animalarios. Inclusive, se estima que 



 
 

   
 

diversidad de metabolitos secundarios y basales producidos por algas es hasta 

diez veces mayor a comparación con las plantas (Fu et al., 2017). 

 

 

En la actualidad, son las proteínas unicelulares de las microalgas el producto 

más importante utilizado como biocompuesto activo en alimentos y para 

propósitos nutracéuticos en general (Sathasivam et al., 2017). Sin embargo, 

especies químicas como los pigmentos, ácidos grasos, ficoeritrina, fucoxantina 

y beta-glucanos se están consolidando en el mercado de compuestos 

bioactivos con diferentes aplicaciones a través de un enfoque de biorrefinería 

(Jacob-Lopes et al., 2019). 

 

2.2. Estrés oxidativo 

 
El metabolismo celular bajo condiciones fisiológicas normales produce 

especies reactivas del oxígeno (ERO), las cuales son equilibradas por el 

sistema antioxidante de defensa. Sin embargo, cuando existe una excesiva 

cantidad de ERO esta homeostasis se pierde y resulta en estrés oxidativo. Los 

principales daños provocados por estos compuestos constituyen las bases 

moleculares de diferentes enfermedades y son; la peroxidación lipídica, el daño 

oxidativo al ADN, a los fosfolípidos de las membranas y proteínas (Ballard, 

Roberto, & Junior, 2019). 

 

 

Los radicales libres son producidos por factores endógenos tales como la 

respiración natural y factores exógenos como el metabolismo de materiales 

extraños al cuerpo, el tabaco y la radiación UV (S.-K. Kim, 2015). Las ERO, un 

tipo de radical libre, son moléculas o fragmentos moleculares con uno o más 

electrones desapareados en orbitales atómicos. Esta condición es la que le 

confiere un nivel de reactividad, inclusive mayor que el oxígeno molecular, que 

también les permite existir de manera independiente por cortos períodos de 

tiempo (Londoño, 2012). Se producen en varias formas de oxígeno activado: 

anión superóxido, peróxido de hidrógeno, radical hidroxilo, oxígeno singlete y el 



 
 

   
 

radical del óxido nítrico. Estas moléculas son capaces de provocar daño 

oxidativo de lípidos, proteínas, ácidos nucleicos incluyendo el ADN, e inducir 

inflamación o lesionar órganos (S.-K. Kim, 2015). Tanto el estrés oxidativo 

como la actividad de las ERO se encuentran asociadas con varias 

enfermedades degenerativas, cáncer, mal funcionamiento cardiovascular, 

envejecimiento, cataratas, reumatismo y enfermedades auto inmunes además 

del envejecimiento (Kaur & Harish, 2000). 

 

 

Su mecanismo de acción consiste en capturar los electrones que necesitan 

para estabilizarse a partir de las moléculas más cercanas. Esto conduce a una 

reacción en cadena debido a que la molécula que ha sido atacada; es decir, 

que ha perdido un electrón, se convierte en un radical libre. Una vez iniciado 

este proceso, la peroxidación lipídica inicia, desintegrando la membrana celular 

u oxidando otros componentes celulares provocando la disrupción celular (Kaur 

& Harish, 2000). 

 

2.3. Antioxidantes 

 

Los antioxidantes son macromoléculas biológicas con capacidad de proteger 

organismos o sus compuestos celulares contra agentes oxidantes (Morowvat 

&Ghasemi, 2016). Pueden inhibir o retardar pero no prevenir completamente la 

oxidación. Existen dos categorías básicas de antioxidantes; sintéticos y 

naturales los cuales exhiben tres principales mecanismos para la protección 

antioxidante de las macromoléculas a través de: 1) de ruptura de la cadena de 

radicales libres 2) quelante de iones metálicos 3) captador del oxígeno singlete 

(Okezie I & Cuppett, 1997). 

 

 

Los antioxidantes también pueden actuar activando genes para la regulación 

de enzimas como la superóxido dismutasa, catalasa y la peroxidasa lipídica 

(De Jesus Raposo et al., 2015). Estas defensas de tipo enzimático son 



 
 

   
 

cruciales debido a que  son las encargadas de mitigar la toxicidad de los 

radicales libres cuando el suministro de moléculas antioxidantes se agota 

(Ahmad, 2012). 

 

 

Las microalgas al ser  organismos que están constantemente expuestos a 

condiciones de estrés, han desarrollado sistemas eficientes de protección 

contra las especies reactivas del oxígeno y radicales libres (Gouveia, Batista, 

Sousa, Raymundo, & Bandarra, 2008). Es por esto que la biomasa microalgal 

es considerada un sistema antioxidante multicomponente el cual resulta mucho 

más efectivo debido a las interacciones entre estos compuestos antioxidantes 

(Sathasivam et al., 2017) 

 

2.4. Composición química 

 

2.4.1. Pigmentos 
 

Los pigmentos son moléculas orgánicas con dobles enlaces conjugados 

(enlaces simples y dobles alternados regularmente) que contienen un grupo 

químico denominado cromóforo, capaz de absorber luz visible de una 

determinada longitud de onda (Malaviya, 2008). 

 

 

Los pigmentos son capaces de mejorar la eficiencia en la utilización de la 

energía lumínica por parte de las microalgas y protegerlas contra la radiación 

solar y los efectos relacionados (Gouveia et al., 2008). Son además las 

sustancias químicas responsables del color característico de estos 

microorganismos y forman parte de su sistema fotosintético. Son utilizados en 

la industria como potenciadores del color y colorantes naturales que además 

proporcionan beneficios a la salud. En la farmacéutica se los emplea como 

indicadores basados en fluorescencia y marcadores bioquímicos en ensayos 

inmunes. De manera general se los clasifica en: 1) carotenoides, los cuales 

constituyen aproximadamente entre 0.1-0.2% de su peso seco (ciertas 



 
 

   
 

especies pueden alcanzar valores de hasta 14% para beta carotenos bajo 

condiciones de estrés), 2) clorofilas, entre 0.5-1.0% de su peso seco y 3) las 

ficobiliproteínas que pueden constituir hasta el 8% de su peso seco (Christaki, 

Bonos, & Florou-Paneri, 2015).   

 

2.4.1.1. Carotenoides 

 

Los carotenoides son los pigmentos más diversos y comunes encontrados en 

la naturaleza (Leo, 2015). Son una familia de pigmentos terpenoides 

liposolubles de colores dentro del rango de amarillo hasta naranja/rojo y son 

sintetizados de novo por organismos fotosintéticos, ciertas bacterias y hongos. 

La función principal de estos pigmentos consiste en proteger el aparato 

fotosintético del daño provocado por la luz. Los carotenos tienen también un rol 

en el fototropismo y fototaxis de las microalgas. Además se ha visto que estos 

pigmentos actúan como antioxidantes eliminando y desactivando radicales 

libres (Gouveia et al., 2008). 

 

 

Los carotenoides son pigmentos indispensables en la captación de luz, la 

transferencia de energía durante la fotosíntesis y en la protección del aparato 

fotosíntetico contra el daño foto-oxidativo en las microalgas. Tanto su síntesis 

como la acumulación dentro de estos microorganismos son procesos 

complejos que  incluyen no solo su biosíntesis sino también la síntesis 

coordinada tanto de lípidos y proteínas necesarias para la obtención de 

extractos ricos en carotenos(Leo, 2015). Los carotenoides de los cloroplastos 

funcionales de las algas verdes incluyen beta-caroteno, luteína, violaxantina y 

neoxantina como los principales componentes de las tilacoides 

fotoquímicamente activas. Dependiendo de las condiciones de crecimiento y 

factores de estrés, el porcentaje de composición de carotenoides (en % de 

peso) varía en los rangos: beta-caroteno 25-40%, luteína 40-57%, violaxantina 

9-20% y neoxantina 5-13% (Lichtenthaler, 1987). 

 



 
 

   
 

 

Estos compuestos se caracterizan por presentar una larga cadena de polienos 

la cual puede terminar en grupos cíclicos o con elementos oxigenados.  El 

doble enlace presente en la cadena de polieno puedo tener dos tipos de 

configuraciones; isómeros geométricos cis o trans, siendo los trans los más 

comunes en las microalgas (Sun, Liu, Bi, & Zhou, 2014). Debido a su 

estructura, los carotenoides son de naturaleza hidrofóbica y deben permanecer 

unidos a las membranas dentro de la célula. Estos pigmentos son clasificados 

como accesorios debido a que no son capaces de transferir la energía lumínica 

directamente la vía fotosíntética por lo que deben pasar la energía absorbida a 

la clorofila (Malaviya, 2008). 

 

 

El número de dobles enlaces conjugados dentro del esqueleto de carbono base 

y las modificaciones cíclicas y oxigénicas son los responsables de la variedad 

de carotenoides. Más de 750 estructuras se han aislado de diferentes fuentes 

naturales, sin embargo, no más de treinta carotenos juegan un papel directo en 

la fotosíntesis de las microalgas eucariotas (Leo, 2015).  

 

 

La clasificación química los divide en dos grupos; en carotenos, hidrocarburos 

sin oxígeno, por ejemplo: alfa caroteno, beta caroteno y licopeno.  Por otro 

lado, las xantofilas son moléculas oxigenadas. Las microalgas son capaces de 

sintetizar xantofilas (violaxantina, anteraxantina, zeaxantina, neoxantina y 

luteína) como las plantas superiores. Sin embargo, se ha demostrado que 

microalgas verdes poseen xantofilas adicionales, por ejemplo, loroxantina, 

astaxantina y cantaxantina. Otro tipo de distinción puede realizarse entre 

carotenoides primarios y secundarios (Fu et al., 2017). Primarios por ser 

componentes funcionales (fotoprotectores) y estructurales del aparato 

fotosintético. Dentro de grupo se encuentran por ejemplo el beta caroteno y la 

luteína (Shi & Chen, 2002). Los carotenoides secundarios como la astaxantina 

y cataxantina no están relacionados directamente con la fotosíntesis; son 



 
 

   
 

sintetizados en los cloroplastos vía carotenogénesis y se acumulan en el 

citoplasma. Se producen en condiciones ambientales de estrés y permite a las 

microalgas adaptarse a altas densidades de luz, falta de nutrientes, variaciones 

en el pH y la temperatura, alta salinidad y estrés oxidativo. Estudios aseveran 

que los carotenoides contribuyen de manera significativa a la capacidad 

antioxidante total de las microalgas (Safafar, Wagenen, Møller, & Jacobsen, 

2015).  

 

2.4.1.2. Clorofila 

 

Este pigmento absorbe la luz con mayor intensidad en las regiones azul y rojo 

del espectro electromagnético, pero escasamente en las verdes por lo que 

imparte el color verde característico de los tejidos que contienen clorofila. Este 

pigmento se encuentra unido a proteínas y es capaz de transferir la energía 

absorbida a la dirección requerida por el organismo (PubChem Database., 

2019). 

 

 

Las clorofilas son los componentes en las células de plantas y microalgas 

responsables del proceso de fotosíntesis y están presentes en varias formas. 

La clorofila aabsorbe las ondas de luz de 400-450 nm y de 650-700 nm y 

corresponde aproximadamente al 75% de los pigmentos verdes encontrados 

en la naturaleza (S.-K. Kim, 2015). La clorofila b por otro lado absorbe las de 

450-500 nm. Los dos tipos de clorofila son componentes de las membranas 

fotosintéticas y ocurren en la proporción (a/b) de aproximadamente 3:1. Las 

condiciones ambientales y factores ambientales pueden alterar esta proporción 

(Lichtenthaler, 1987). 

 

Las clorofilas son moléculas complejas pertenecientes a la clase de las 

porfirinas que contiene un átomo de magnesio en su centro. En el cuarto anillo 

de pirrol, se encuentra un ácido propiónico, el  cual se esterifica por un fitol que 

le confiere a la molécula de una cola lipofílica (Streit, Zepka, & Jacob-Lopes, 



 
 

   
 

2015). La diferencia entre los diferentes tipos de clorofilas se encuentra en los 

sustituyentes que se poseen. La clorofila a presenta un grupo metilo (-CH3) en 

el carbono tres (Malaviya, 2008). 

 

2.4.2. Polifenoles 
 

El término “polifenol” abarca más de 800 compuestos químicos naturales 

orgánicos caracterizados por poseer múltiples unidades de estructuras 

fenólicas y son comúnmente divididos en 10 clases dependiendo de su 

estructura química básica (S.-K. Kim, 2015; Safafar et al., 2015). Sus moléculas 

se encuentran formadas por uno o más anillos bencénicos con uno más grupos 

hidroxilos (Munir, Sharif, Naz, & Manzoor, 2013). Químicamente, se los puede 

clasificar en diversas clases tales como: ácidos fenólicos, flavonoides (dentro 

de esta categoría se incluyen las flavonas, antocianinas, entre otros), 

isoflavonoides (isoflavonas) y polímeros fenólicos (proantocianidinas – taninos 

condensados y taninos hidrolizables) (Gong & Bassi, 2016). 

 

 

De todos los biocompuestos activos presentes en la naturaleza, los compuesto 

fenólicos son el grupo de compuestos que presentan el mayor número de 

evidencia con respecto a su potencial terapéutico en la salud humana ya que 

han relacionado su consumo con la reducción en el riesgo de desarrollar 

enfermedades tanto crónicas como degenerativas (Ballard et al., 2019).  

Estudios epidemiológicos han confirmado que el consumo de dietas ricas en 

compuestos fenólicos pueden prevenir enfermedades degenerativas (Safafar et 

al., 2015). Esto debido a que poseen actividad estabilizadora de radicales libres 

ya que donan átomos de hidrógeno o electrones para poder producir 

intermediarios de estos radicales más estables. Además tienen la capacidad de 

inhibir la formación de radicales libres de oxígeno mediada por hierro para 

prevenir procesos que participan en el estrés oxidativo (Jerez-Martel et al., 

2017). 

 

 



 
 

   
 

Los compuestos polifenólicos son metabolitos secundarios ampliamente 

distribuidos en plantas. Sin embargo, estudios han demostrado que las 

microalgas también poseen derivados fenólicos a niveles de 𝜇g en peso seco y 

existen evidencias claras sobre su síntesis en microalgas (Hajimahmoodi et al., 

2010; Jerez-Martel et al., 2017; Li et al., 2007). Los polifenoles presentes en las 

microalgas tienen propiedades además de antioxidantes, antiinflamatorias y 

antirradicalaria. De manera general, las concentraciones de estos compuestos 

presentes en los extractos de las microalgas se determina mediante el método 

Folin-Ciocalteu (S.-K. Kim, 2015). 

 

2.4.2.1. Flavonoides 

 

Son un grupo de metabolitos secundarios que participan en diversos procesos 

como la señalización, pigmentación y la protección contra los rayos UV, 

contaminación ambiental, químicos entre otros.  Se pueden clasificar de 

acuerdo a su estructura química en cinco principales grupos: flavonas, 

flavonoles, flavanoles, flavanonas, isoflavonas y antocianinas (Ballard et al., 

2019). 

 

 

Dentro de estas estructuras hay grupos fenólicos hidroxilo que les confiere 

propiedades de quelación de metales como el hierro y antirradicalaria hacia los 

radicales hidroxilo y superóxido, encargados del inicio de la cadena de 

peroxidación lipídica. Por lo cual son considerados potentes antioxidantes. Sin 

embargo, el organismo humano al no ser capaz de producir flavonoides se los 

obtiene principalmente a partir de la dieta  (Martinez-Florez, Gónzalez-Gallego, 

& Culebras, 2002). Se consideraban una característica única de plantas 

terrestres, sin embargo, en la actualidad se sabe que la capacidad metabólica 

para la producción de flavonoides está de igual manera presente en los 

principales linajes evolutivos de las microalgas Cyanobacteria, Rhodophyta, 

Chlorophyta, Haptophyta, Ochrophyta,  pero su concentración y composición 



 
 

   
 

dependerá del tipo de especies y las condiciones de cultivo (Safafar et al., 

2015). 

 

 

Se ha visto un creciente interés en los flavonoides debido a sus beneficios a la 

salud ya que presentan un amplio rango de actividades antioxidantes in vivo al 

promover la producción de enzimas antioxidantes o inhibir las que tienen un 

efecto pro-oxidante. Estudios afirman que el consumo de alimentos ricos en 

vitaminas C y E, flavonoides y carotenos juegan un rol protector frente a 

enfermedades cardiovasculares, cáncer y cataratas (Carr & Frei, 1999; 

Proteggente et al., 2002).  

 

2.4.2.2. Taninos 

 

Los taninos son un tipo de compuestos polifenólicos solubles en agua que 

tienen la capacidad de precipitar proteínas y alcaloides además de poseer 

propiedades astringentes. Se ha reportado gran variedad en cuanto a 

estructura y complejidad. No obstante, se los clasifica comúnmente de acuerdo 

a su composición química en taninos hidrolizables y condensados. Un tercer 

tipo de taninos se descubrió posteriormente, los florotatinos (Pérez-Lorenzo, 

Levy-Benshimol, & Gómez-Acevedo, 1998). Siendo este último tipo un rasgo 

propio de las algas, especialmente de las pardas pertenecientes a la clase 

Phaeophyceae, con respecto a las plantas terrestres (Elsa, González, I, & Ii, 

2009). Debido a la estructura de los florotaninos, que contienen hasta ocho 

anillos bencénicos interconectados, resultan captadores o scavengers de 

radicales libres más potentes que otros polifenoles de plantas como por 

ejemplo la catequina (Munir et al., 2013). La industria farmacéutica solo ha 

aprovechado a los taninos para la producción de antidiarreicos a pesar de las 

capacidades antioxidantes que estudios recientes han demostrado (Isaza, 

2007).   

 

2.4.2.3. Antocianinas 



 
 

   
 

 

Son un grupo de pigmentos hidrosolubles pertenecientes a los flavonoides y se 

han identificado más de 650 estructuras de antocianinas. Estos metabolitos 

secundarios son los responsables de las tonalidades naranja-rojo a azul-violeta 

en frutos, vegetales, granos y flores (Wallace & Giusti, 2014).  Sin embargo 

estudios recientes han atribuido en parte a las antocianias la capacidad 

antioxidante y potencial nutracéutico de las microalgas (Malagón Micán, 

Piñeros Corzo, Juliana, & Ruiz Manrique, 2017). 

 

 

El rol de estos pigmentos incluye la protección de los cloroplastos contra los 

efectos adversos por el exceso de luz, la atenuación de la radiación UV-B y la 

actividad antioxidante como moduladores de las cascadas de señalización de 

las ERO. El grado al cual cada uno de estos procesos se ve afectado por las 

antocianinas varía de acuerdo a las especies (Gould, Davies, & Winefield, 

2008).  Se han reportado efectos beneficiosos para la salud y se ha promovido 

su uso como colorantes naturales. Sin embargo, su disponibilidad y diversidad 

para fines comerciales es limitada por lo cual se ha iniciado una búsqueda de 

fuentes alternativas de estos pigmentos naturales (Appelhagen et al., 2018).  

 

2.4.3. Vitamina C  
 

La vitamina C participa en varios procesos tanto fisiológicos como bioquímicos 

como agente reductor debido a que actúa como el donante de electrones de un 

amplio rango de enzimas mono y di oxigenasas, previniendo de esta forma que 

otros compuestos se oxiden (Brown & Miller, 1992). No obstante, durante este 

proceso la vitamina C se oxida. Sin embargo, los radicales libres formados son 

poco reactivos (Padayatty et al., 2013). 

 

Determinadas microalgas contienen vitaminas hidro y liposolubles que en 

algunos casos existen en mayores concentraciones de alimentos que 

tradicionalmente se consideraban ricos en ellas. Es por esto que, se han 

considerado una fuente promisoria no convencional de vitaminas que pueden 



 
 

   
 

ser utilizados como suplemento en la alimentación tanto humana como animal 

(Fabregas & Herrero, 1990). 

 

 

El contenido de vitaminas en las algas dependerá del genotipo, la etapa en su 

ciclo de crecimiento, su estado nutricional y su tasa fotosintética. Su contenido 

se puede manipular variando estas condiciones. Sin embargo, el contenido 

vitamínico celular fluctúa de acuerdo a factores ambientales, el tratamiento de 

recolección y los métodos de secado de la biomasa (Munir et al., 2013).  

 

2.4.4. Identificación y Clasificación de Microalgas 
 

Las microalgas son un grupo polifilético y por lo tanto no puede ser fácilmente 

definido (Singh & Saxena, 2015). Este grupo no representa un grupo  

taxonómico formal, sino que constituye una colección heterogénea de 

divisiones con representantes en algunos reinos que poseen todas o la mayoría 

de las siguientes características: acuáticas, fotosintéticas (tienen clorofila a), 

planos corporales simples, sin raíces, tallos u hojas y cuerpos reproductivos 

que carecen de una capa estéril de células protectoras (Wher & Sheat, 2013). 

 

 

La clasificación en eucariotas o procariotas depende principalmente de los 

organelos que posean (Bhalamurugan, Valerie, & Mark, 2018). Los grupos 

taxonómicos actuales incluyen 16 clases de microalgas siendo las más 

abundantes las diatomeas (Bacillariophyceae),  seguidas de las algas verdes 

(Chlorophyceae), y las algas doradas (Chrysophyceae) (Jacob-Lopes et al., 

2019). Tanto su bioquímica como ultra estructura son igual de diversas como 

su fisiología  (Barclay & Apt, 2013) por lo cual es posible identificar estas 

divisiones de acuerdo a determinadas características que incluyen pigmentos 

fotosintéticos, productos de reserva, cobertura celular y aspectos de la 

organización celular (Ebenezer, Medlin, & Ki, 2012).  

 

 



 
 

   
 

Con herramientas moleculares es posible identificar las especies sin importar 

su etapa de vida o fenotipo.  Éstas han ayudado a esclarecer la taxonomía y a 

caracterizar la diversidad de estos microorganismos para una mejor 

compresión de los diferentes grupos de microalgas (Wher & Sheat, 2013). Para 

este propósito se ha analizado el ADN ribosomal (ADNr) ya que posee 

características como varias tasas de evolución entre diferentes regiones (tanto 

entre genes como dentro de ellos), la presencia de varias copias de secuencias 

en el genoma y el patrón de evolución concertada presente entre copias 

repetidas (Hillis y Dixon, 1991).  

 

 

Es por eso que las regiones conservadas y variables de los genes 16S rRNA 

para cianobacterias (Shariatmadari, Moharrek, Riahi, Heidari, & Aslani, 2017) y 

18S rRNA (Gómez-Espinoza et al., 2018; Olmos, Paniagua, & Contreras, 2000)  

para microalgas son adecuados para la identificación a nivel de género. Para 

complementar la identificación de especies o cepas, se analizan también las 

secuencias transcritas internas (ITS, por sus siglas en inglés), ya que son más 

divergentes (Hadi et al., 2016). En particular, el ITS2, el cual se ubica entre el 

ARN ribosomal (ARNr) 5.8 y la subunidad larga ARNr, ya que es altamente 

conservado dentro de las especies, pero altamente divergente entre especies 

(Hoshina, 2014). 

 

3. Capítulo III. Procedimientos 
 

3.1. Sitios de muestreo 

 

La población de microalgas fue previamente colectada en diez áreas protegidas 

del Ecuador (MAE, 2015) (Figura 1.) Además de las áreas conservadas Yasuní 

y la laguna de Chinchillas en la provincia de Loja por Guamán-Burneo & 

González Romero (2016). Las colectas fueron realizadas bajo los permisos 

correspondientes (Permiso de investigación No. 002-14 IC-MC-DNB/MA. 

Contrato Marco de Acceso a los Recursos Genéticos MAE-DNB-CM-2015-



 
 

   
 

0012/ UDLA: MAE-DNB-CM-2018-0093). Las muestras seleccionadas son 

parte del proyecto “Estudio de la capacidad antimicrobiana, antioxidante y 

antiinflamatoria de microalgas y cianobacterias nativas de sistemas lacustres 

de la Sierra Central del Ecuador” de la Dirección General de Investigación.  

 

 

Figura 1. Sitios de muestreo para aislamiento de microalgas en Áreas 

protegidas del Ecuador  

Tomada de: Guamán-Burneo & González Romero (2016). 



 
 

   
 

Un total de 129 aislados fueron seleccionados y purificados de la Colección de 

Ficología (CF) - UDLA, instaurada por el proyecto para el escalamiento de 

cultivos puros de microalgas para su identificación molecular y posteriores 

pruebas de ensayos antioxidantes, entre otros.  

 

 

Los sitios de muestreo de las cepas seleccionadas corresponden a la laguna 

de Chinchillas, Laguna de La Mica (Reserva Ecológica Antisana), Laguna de 

Anteojos y Rodeococha (Parque Nacional Llanganates), Lagunas de Loreto y 

Virgen (Reserva Ecológica Cayambe-Coca), Colta (Reserva Faunística 

Chimborazo), Limoncocha (Reserva Biológica Limoncocha), de Yasuní, 

Estación Timburicocha (Parque Nacional Sumaco Napo-Galeras) y de varias 

localidades de la provincia de Pichincha. 

 

3.1. Materiales y métodos para la obtención de los datos 

 

3.1.1. Reactivación de aislados 
 

Se reactivaron las muestras conservadas previamente en condiciones de 

oscuridad y procurando evitar un choque térmico según la metodología descrita 

por Day & Brand (2006). Los tubos fueron descongelados durante 4 minutos en 

baño María a 37 °C (Memmert WNB 14/Alemania), agitándolos cada minuto por 

inversión. Posteriormente, se centrifugaron (Hermle Z 233 M-2/Alemania) los 

criotubos durante 6 minutos a 2 000 rpm para sedimentar las células y eliminar 

el medio. Las células fueron lavadas con 1 mL de medio de cultivo y se 

centrifugaron por segunda vez durante 6 minutos a 2 000 rpm. Finalmente, se 

resuspendió el precipitado en 1,5 mL de medio de cultivo. Los aislados de 

microalgas reactivados se mantuvieron en oscuridad a temperatura ambiente. 

Posteriormente, los cultivos axénicos reactivados se traspasaron a tubos con 3 

mL de medio de cultivo y se mantuvieron en condiciones controladas en una 

incubadora (Environmental Chamber SWGC Wisd/Irlanda) con una intensidad 

de luz de 20.2635 µmol.m−2.s−1 (Auto Ranging Light Meter with USB CEM DT-

1309/Estados Unidos), a un fotoperíodo de 16: 8 (Luz:Oscuridad), la 



 
 

   
 

temperatura se mantuvo 22 ± 2°C, 50 % de humedad relativa y agitación 

continua (ThermoFisher Scientific MaxQ 4000 Shaker/Estados Unidos). 

 

3.1.2. Purificación y escalamiento de aislados 
 

Se revisó la pureza y morfología de las muestras mediante microscopía 

(Olympus BX 41/Estados Unidos). Se identificaron las microalgas a nivel de 

género con el apoyo de catálogos ilustrados de microalgas (Guamán-Burneo & 

González Romero, 2016; Núñez-Avellaneda, Marciales-Caro, & Beltrán 

Gutiérrez, 2008). En caso de estar contaminadas, se emplearon técnicas de 

dilución seriada, plaqueó por estrías discontinuas en medios de cultivo sólido y 

micropesca invertida. Una vez puras y axénicas, los viales se escalaron bajo 

condiciones controladas empleando los medios de cultivo BG-11, Bold Basal 

Medium (BBM) (Bold, 1949; Rippka, Deruelles, B., Herdman, & Stanier, 1979), 

Bristol, f/2 y Zarrouk (Rojas et al., 2012; UTEX, 2019). La intensidad lumínica 

fue de 20.466 µmol.m−2.s−1 (Auto Ranging Light Meter with USB CEM DT-

1309/Estados Unidos) con un fotoperíodo de 16:8 (Luz:Oscuridad), la  

temperatura se mantuvo 23 ± 2° C y aireación continua (Aquarium SeBO SB-

948/China; presión: 0,02 Mpa, salida: 4x3 L/min, poder: 8W). El fertilizante foliar 

Nitrofoska® Foliar PS fue empleado desde la escala piloto hasta escala de 

invernadero de 20 litros. Previo a la cosecha de la biomasa pura se volvió a 

revisar su pureza y se tomaron fotografías con escala (10 µm) y medidas 

(Olympus CX 31/Estados Unidos; Software: Infinity Analyze Lumera). La 

biomasa se centrifugó (Eppendorf Centrifuge 5804/Alemania) durante 10 

minutos a 4000 rpm, se concentró y se mantuvo por dos horas a -20°C.  

Finalmente, se liofilizó (BUCHI Lyovapor L-200/Alemania) y se almacenó la 

biomasa a –80°C. 

 

3.1.3. Identificación molecular de microalgas 
 

3.1.3.1. Extracción de ADN genómico de aislados 

 



 
 

   
 

Se utilizó el Kit de Purificación de ADN para plantas PureLink(Invitrogen, 2012) 

modificado. Se midió la densidad óptica de los cultivos a extraer (mínima de 

OD440≈0,5) (Biotek Synergy HT/Estados Unidos). Se añadieron perlas de vidrio 

previo a una homogenización por vórtex (Vórtex LST TM/Corning) con el fin de 

mejorar el rendimiento de la extracción. El ADN extraído se cuantificó mediante 

espectrofotometría a una longitud de onda de 260 nm (ThermoFisher Scientific 

NanoDrop 2000/Estados Unidos). Las muestras de ADN purificadas fueron 

almacenadas a -20°C. 

 

3.1.3.2. Amplificación del material genético 

 

Se utilizó GoTaq® Green Master Mix (Promega, 2016) empleando los 

cebadores eucariotas del gen del ARNr 18S para las microalgas DIV4 F (5'-

GCGGTAATTCCAGCTCCAATAG-3') y DIV4 R (5'-

CTCTGACAATGGAATACGAATA-3') (Visco et al., 2015). Los cebadores 

procariotas del gen ARNr 16s para cianobacterias que se emplearon fueron 

CYA 106 F (5’-CGGACGGGTGAGTAACGCGTGT-3’) y CYA 781 R (5’-

GACTACTGGGGTATCTAATCCCAT-3’) (Baldev, Mubarakali, Dinesh 

Kumar, & Thajuddin, 2015). Para la amplificación de la región ITS para 

microalgas se emplearon los cebadores ITS1F (5´-

AGGAGAAGTCGTAACAAGGT-3´) e ITS4R (5´-TCCTCCGCTTATTGATATGC-

3´) (Hadi et al., 2016). Para la amplificación de la región ITS de las 

cianobacterias se emplearon los cebadores ITSCYA236 F (5´-

CTGGTTCRAGTCCAGGAT-3´) e ITSCYA225 R (5´-

TGCAGTTKTCAAGGTTCT-3´) (Valério et al., 2009). Finalmente, se analizaron 

los productos de PCR con un gel de electroforesis de 1,5 % (p/v) en cámara de 

80V por 35 minutos (Labnet Enduro Gel X2/Estados Unidos). El buffer 

empleado fue TBE 1X (10,8 g de Tris, 5,5 g ácido bórico,H3BO3, en 900 mL de 

agua destilada). Se añadieron 4mL de Na2EDTA 0,5M, pH 8.0 y se aforó a un 

litro. Los productos de PCR fueron visualizados (BioRad ChemiDoc MP 

Imaging System/Estados Unidos, Softaware: ImageLab/BioRad) y los que 

tuvieron una correcta amplificación, Na2EDTA 0,5M, pH 8.0 y se aforó a un litro. 



 
 

   
 

Los productos de PCR fueron visualizados (BioRad ChemiDoc MP Imaging 

System/Estados Unidos, Softaware: ImageLab/BioRad) y la secuenciación se 

realizó mediante el kit BigDye™ Terminator v3.1 Cycle (Thermo Fisher 

Scientific, 2016) por parte del servicio de secuenciación ofrecido por el mismo 

laboratorio de la Universidad de las Américas. Las secuencias se ensamblaron, 

editaron y alinearon con el programa MEGA 7. Para complementar este 

proceso, se realizó el análisis comparativo y la búsqueda de secuencias 

homólogas utilizando el programa BLAST del centro nacional de información 

sobre biotecnología (NCBI). Las cepas fueron clasificadas en unidades 

taxonómicas operacionales (OTU, por sus siglas en inglés). 

 

3.1.3.3. Programas de amplificación 

 

Tabla 1.  

Programa de amplificación 16S GoTaq 

Etapa Temperatura  Tiempo Ciclos 

Denaturación inicial  

95 º C 

2 min 1 

Denaturación 45 s  

40 Hibridación 55 º C 45 s 

Extensión  

72 º C 

45 s 

Extensión final 5 min 1 

Almacenamiento 4 º C ∞   

 

Tabla 2.  

Programa de amplificación ITS microalgas GoTaq 

Etapa Temperatura  Tiempo Ciclos 

Denaturación inicial  

95 º C 

2 min 1 

Denaturación 1 min  

40 Hibridación 49 º C 45 s 

Extensión  

72 º C 

1 min 

Extensión final 5 min 1 

Almacenamiento 4 º C ∞   



 
 

   
 

 

Tabla 3. 

Programa de amplificación ITS cianobacterias GoTaq 

Etapa Temperatura  Tiempo Ciclos 

Denaturación inicial  

95 º C 

6 min 1 

Denaturación 45 s  

40 Hibridación 52 º C 45 s 

Extensión  

72 º C 

45 s 

Extensión final 5 min 1 

Almacenamiento 4 º C ∞   

 

Tabla 4. 

Programa de amplificación ITS microalgas GoTaq 

Etapa Temperatura  Tiempo Ciclos 

Denaturación inicial  

95 º C 

2 min 1 

Denaturación 1 min  

40 Hibridación 49 º C 45 s 

Extensión  

72 º C 

1 min 

Extensión final 5 min 1 

Almacenamiento 4 º C ∞   

 

 

3.1.4. Estudio de compuestos bioquímicos 
 

3.1.4.1. Extracción metanólica 

 

A 0,4 g de biomasa liofilizada se adicionaron 12 mL de metanol al 80% y se 

mantuvieron en agitación por 2 horas en oscuridad a temperatura 

(ThermoFischer Scientific Isotemp/Estados Unidos).  La mezcla se centrifugó y 

el sobrenadante se filtró en papel filtro mientras que el pellet fue sometido 

nuevamente a agitación con 12 mL de metanol al 80%, centrifugación y filtrado. 



 
 

   
 

Finalmente, los productos de las dos filtraciones se unieron y almacenaron en 

un frasco ámbar a –20ºC. 

 

3.1.4.2. Fenoles totales 

 

El contenido total fenólico de los extractos metanólicos se determinó 

empleando el método de Folin-Ciocalteu de acuerdo a la metodología descrita 

por Singleton, Orthofer, & Lamuela-Raventós (1998) con modificaciones. Para 

la medición de muestras se utilizó con el extracto metanólico el siguiente 

protocolo. Se preparó una solución de 100 µL de la muestra más 500 µL del 

reactivo Folin (0,2N). Se dejó incubar durante cinco minutos y se añadió 400 µL 

de la solución de carbonato de sodio (75 g·L-1). Después de una segunda 

incubación de dos horas en oscuridad a temperatura ambiente se colocaron las 

muestras en una placa de 96 pocillos por triplicado para medir su absorbancia 

en el espectrofotómetro lector de placas (Synergy Biotek HT/Estados Unidos; 

Software: Gen5/Biotek) a una longitud de onda de 760 nm contra un blanco. Se 

realizó una curva de calibración empleando ácido gálico como estándar 

cubriendo el rango de concentración de 0,1875 a 3 Mm. El contenido fenólico 

total (CFT) se expresó como mg equivalente de ácido gálico (EAG) por g de 

biomasa liofilizada de microalga peso seco (PS).  

 

3.1.4.3. Flavonoides 

 

Se determinó el contenido de flavonoides de acuerdo a la metodología 

propuesta por Dewanto, Wu, Adom, & Rui (2002) con modificaciones. Para la 

medición de muestras se realizó el siguiente protocolo con el extracto 

metanólico de las muestras por triplicado. Se preparó una solución de 20 µL de 

la muestra más 100 µL agua destilada. A continuación, se añadió 6 µL de nitrito 

de sodio al 5% y se dejó incubar a temperatura ambiente durante seis minutos. 

Posteriormente, se añadió cloruro de aluminio hexahidratado al 10% y se 

incubó por segunda ocasión durante cinco minutos. Finalmente, se agregaron 

40 µL hidróxido de sodio 1M y 22 µL de agua destilada. Se colocaron las 

http://www.e-medida.com/documentos/Numero-2/sabias_que_C_significa_grado_y_no_grado_centigrado
http://www.e-medida.com/documentos/Numero-2/sabias_que_C_significa_grado_y_no_grado_centigrado


 
 

   
 

muestras en una placa de 96 pocillos para medir su absorbancia en el 

espectrofotómetro lector de placas (Synergy Biotek HT/Estados Unidos; 

Software: Gen5/Biotek) a una longitud de onda de 510 nm contra un blanco. Se 

realizó una curva de calibración empleando catequina como estándar 

cubriendo el rango de concentración de 0,0625 a 0,5 mM. El valor de 

flavonoides se expresó como mg de  equivalente de catequina (EC) por g de 

biomasa liofilizada de microalga (PS). 

 

3.1.4.4. Taninos 

 

Se determinó el contenido de taninos mediante la metodología propuesta por 

Hagerman (1988). Para la medición de las muestras se realizó el siguiente 

protocolo por triplicado. La solución de 0,05 g de biomasa liofilizada más 1 mL 

de N,N-dimetilformamida se agitó (ThermoFisher Scientific Isotemp/Estados 

Unidos) durante una hora. Transcurrido este tiempo se centrifugó (Hermle Z 

233 M-2/Alemania) a 1000 gravedades por 10 minutos. Se procedió a recoger 

el sobrenadante. En una placa de 96 pocillos se agregaron 2,16 µL de 

sobrenadante, 143,8 µL de agua destilada, 27 µL de solución amoniacal y 27 

µL de solución citrato férrico (3,5 g·L-1). Se dejó reposar durante 10 minutos en 

oscuridad. Finalmente, se midió su absorbancia en el espectrofotómetro lector 

de placas (Synergy Biotek HT/Estados Unidos; Software: Gen5/Biotek) a una 

longitud de onda de 525 nm contra un blanco. Se realizó una curva de 

calibración empleando una solución de ácido tánico al 0,1 mg·mL-1 como 

estándar cubriendo el rango de concentración de 0,020 a 0,111 mg·mL-1.El 

valor de taninos se expresó como mg de equivalente ácido tánico (EAT) por g 

de biomasa liofilizada de microalga (PS). 

 

3.1.4.5. Antocianinas 

 

Se determinó el contenido de antocianinas de acuerdo a la metodología 

propuesta por Rodriguez-Saona & Wrolstad (2001) con modificaciones. Para la 

medición de muestras se realizó el siguiente protocolo con el extracto 



 
 

   
 

metanólico de las muestras por triplicado. Se prepararon dos soluciones 

tampón; la primera de cloruro de potasio (0,025 M) pH 1 y la segunda de 

acetato de sodio trihidratado (0,4 M) pH 4,5.  En dos cubetas de cuarzo 

diferentes se añadieron 100 µL de la muestra. A continuación, en una de las 

cubetas se agregaron 900 µL la solución tampón 1 y en la segunda 900 µL de 

la solución tampón 2. Se midió la absorbancia de ambas soluciones a 500 y 

700 nm en el espectrofotómetro (ShimadzuUVmini-1240/Japón) contra los 

blancos de cada solución tampón preparados previamente. Para el cálculo de 

la absorbancia se empleó la siguiente ecuación:  

 

Absorbancia= (Abs500 nm – Abs700nm)pH1 – (Abs500 nm – Abs700 nm)pH4,5 

 

Se utilizó una curva de calibración con perlagonidina como estándar cubriendo 

el rango de concentración de 5 a 150 mg·L-1.El valor de antocianinas de las 

muestras se expresó como mg de equivalente perlagonidina (EP) por mg de 

biomasa liofilizada de microalgas (PS).   

 

3.1.4.6. Clorofila 

 

Se determinó en contenido de clorofila a mediante la metodología propuesta 

por Stevenson, Bothwell, & Rowe (1996) con modificaciones. Se pesaron 0,1 

gramos de liofilizado de biomasa de microalga y se diluyeron con 10 mL de 

etanol absoluto en un tubo Falcon envuelto en papel aluminio. Se incubó 

durante 24 horas a -20 °C. Pasado este tiempo se centrifugó (Eppendorf 

Centrifuge 5804 R/Alemania) la muestra durante 5 minutos a 5 000 rpm. Se 

recolectó el sobrenadante y se midió en el espectrofotómetro (Shimadzu 

UVmini-1240/Japón) a longitudes de onda de 664 nm y 750 nm siendo el 

blanco etanol absoluto. Posteriormente, como método de corrección, se 

acidificó con 0,1 mL de HCl 0,1N, se incubó por tres minutos y se midió 

nuevamente a 665 nm y 750 nm siendo el blanco acidificado de igual manera. 

Todas las mediciones se realizaron por triplicado. Para el cálculo de la cantidad 

de clorofila a en la muestra se empleó la siguiente fórmula: 



 
 

   
 

 

Clorofila a (g·mL-1): 28 (E664b-E665a) · Volumen extracto/Volumen cultivo · L 

En donde: 

28: coeficiente de absorción para clorofila en 96% de etanol. 

E664b: (absorbancia a 664 nm - absorbancia a 750 nm)* antes de la 

acidificación 

E664a: (absorbancia a 665 nm - absorbancia a 750 nm) 

Volumen del extracto: 10 mL 

Volumen del cultivo: 6 litros aproximadamente 

L: longitud de la celda de cuarzo usada en el espectrofotómetro (1 cm) 

 

El valor de clorofila a se expresó como g de clorofila a por mL.  

 

3.1.4.7. Carotenoides 

 

Se determinó la concentración de beta-caroteno y luteína por medio de HPLC 

de acuerdo a la metodología propuesta por Othman, Noh, Hatta, & Jamaludin 

(2018) con modificaciones. Para la preparación de la muestra se mezcló 0,5 g 

de biomasa liofilizada, 1 g hidróxido de potasio y 20 mL de metanol puro. Se 

saponificó esta solución mediante el método de reflujo durante dos horas a 

50°C (Heating Mantle R34/Estados Unidos). Transcurrido este tiempo se dejó 

enfriar la muestra. Posteriormente se agregaron 35 mL de éter de petróleo más 

25 mL agua destilada en un balón de separación el cual se agitó, liberando 

constantemente el gas formado para la extracción de carotenos. Después de 

dejar que la mezcla se estabilice, se recogió la fase orgánica, se la traspasó a 

un balón para evaporar el éter en el rotavapor (BUCHI R210/Alemania). 

Finalmente, se añadieron 6mL de la fase móvil, compuesta a razón de 

isopropanol:metanol:aguamiliQ  (32,5:15:2,5) para despegar la fase semi-sólida 

del balón. La muestra ya diluida se filtró con un filtro de jeringa de 0,22 µm. 

Finalmente se leyeron las muestras por duplicadoa partir de un volumen de 

inyección de 20 µLa una longitud de onda de 450 nm con flujo de 1.0 mL·min-1 

en el equipo HPLC Agilent Technologies Series 1260, con la columna Eclipse 



 
 

   
 

Plus C18 5 µm 4.6 x 250 mm.La curva de calibración fue previamente realizada 

a partir de un estándar de beta-caroteno y luteína  de pureza 93.0% la cual 

cubre el rango de 0,05 – 10,0 mg/L (ppm). Los valores se expresaron como mg 

de beta-caroteno/luteína por g de biomasa liofilizada de microalgas (PS). 

 

3.1.4.8. Vitamina C  

 

Se determinó la concentración de Vitamina C mediante HPLC de acuerdo a la 

metodología propuesta por Dewanto y colaboradores (2002). En un balón 

ámbar se diluyó 10 mg de la biomasa liofilizada en 7 mL de ácido metafosfórico 

al 5%. A continuación, se colocaron en ultrasonido las muestras en baño de 

hielo (ThermoFisher Scientific Ultrasonic Batch/Estados Unidos) durante 20 

minutos, agitando los balones cada cinco minutos. Transcurrido este tiempo se 

dejaron reposar hasta que estén a temperatura ambiente para aforar los 

balones a 10 mL con el diluyente. Después se filtró por filtro de jeringa de 0,22 

µm. Finalmente se leyeron las muestras por duplicado a partir de un volumen 

de inyección de 20 µL a una longitud de onda de 245 nm con flujo de 1,0 

mL·min-1.en el equipo HPLC Agilent Technologies Series 1260, con la columna 

Eclipse Plus C18 5 µm 4,6 x 250 mm. La curva de calibración fue previamente 

realizada a partir de un estándar de ácido ascórbico de pureza 99,5% la cual 

cubre el rango de 5,0 – 50,0 mg·L (ppm). El valor de vitamina C de las 

muestras se expresó como mg de vitamina C por g de biomasa liofilizada de 

microalga (PS). 

 

3.1.5. Determinación de la capacidad de captación de radicales libres 
mediante el ensayo DPPH (2,2-difenil-1-picrilhidrazilo) 

 

Se determinó la capacidad antioxidante de las muestras empleando el radical 

libre estable DPPH de acuerdo a la metodología propuesta por Prymont-

Przyminska y colaboradores (2014) con modificaciones. Para la medición de 

muestras se realizó el siguiente protocolo con el extracto metanólico de las 

muestras por triplicado. Se utilizaron dos blancos para este ensayo; el Blanco 1 

se preparó cada vez que se realizó el procedimiento experimental y el Blanco 2 



 
 

   
 

por cada muestra. En diferentes tubos Eppendorf se prepararon de la siguiente 

manera: Blanco 1: 550 µL de etanol al 70% (v/v), 50 µL de metanol al 80% y 

400 µL de la solución de DPPH (0,2 mM).  Blanco 2: 550 µL etanol al 70% (v/v), 

50 µL de muestra y 400 µL de metanol. Para la preparación de la muestra se 

colocaron 550 µL etanol al 70% (v/v), 50 µL de muestra y 400 µL de DPPH. 

Posteriormente, se agitó cada tubo en vórtex y se los incubó durante 15 

minutos en oscuridad a temperatura ambiente, agitándolos cada tres minutos. 

Finalmente se colocaron las muestras en una placa de 96 pocillos para medir 

su absorbancia en el espectrofotómetro lector de placas (Synergy Biotek 

HT/Estados Unidos; Software: Gen5/Biotek) a una longitud de onda de 517 nm 

contra los blancos preparados. Para calcular el porcentaje de inhibición del 

radical libre estable DPPH se realizará el siguiente cálculo por cada muestra: 

 

% de actividad de captación de DPPH= (1 −
𝐴𝑏𝑠𝑜𝑟𝑏𝑎𝑛𝑐𝑖𝑎 𝑚𝑢𝑒𝑠𝑡𝑟𝑎−𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜 2

𝐵𝑙𝑎𝑛𝑐𝑜 1
) ∗ 100 

 

Se realizó una curva de calibración empleando una solución de Trolox como 

estándar cubriendo el rango de 5 a 500 µM. Los resultados obtenidos fueron 

expresados como µmol equivalente Trolox por g de biomasa liofilizada de 

microalga (PS). 

 

3.1.6. Determinación de la capacidad reductora mediante el ensayo FRAP 
(Ferric Reducing Antioxidant Power) 

 

Se determinó la capacidad reductora por el ensayo FRAP propuesta por Benzie 

& Strain(1996) con modificaciones. Para la medición de muestras se realizó el 

siguiente protocolo con el extracto metanólico de las muestras por triplicado. Se 

preparó la solución FRAP añadiendo 100 mL de acetato de sodio trihidratado 

300 Mm, 10 mL de TPTZ 10 mM y 10 mL de solución de cloruro férrico 

hexahidratado 20 mM. A continuación, se colocaron en una placa de 96 pocillos 

180 µL de la solución FRAP y 20 µL de la muestra. Se midió su absorbancia en 

el espectrofotómetro lector de placas (Synergy Biotek HT/Estados Unidos; 

Software: Gen5/Biotek) a una longitud de onda de 510nmcontra el control. Se 

realizó una curva de calibración empleando una solución de Trolox como 



 
 

   
 

estándar cubriendo el rango de 50 a 500 µM. Los resultados obtenidos fueron 

expresados como µmol equivalente Trolox por g de biomasa liofilizada de 

microalga (PS).  

 

3.1.7. Análisis Estadístico 
 

Para el análisis estadístico de los datos obtenidos en el estudio y la 

presentación de resultados se hizo uso del paquete estadístico IBM SPSS 

Statistics 20.0. Mediante estadística descriptiva se obtuvo un resultado a partir 

de las repeticiones de las cuantificaciones de los compuestos de cada ensayo. 

Para el estudio comparativo se empleará el análisis de varianza ANOVA de una 

variable para cada ensayo bioquímico y la prueba post hoc Tuckey. La 

significancia de la correlación entre el contenido fenólico y de carotenoides con 

la actividad antioxidante se verificó mediante correlaciones bivariadas utilizando 

el coeficiente Pearson. El nivel de confianza que se utilizado fue del 95 %. Se 

consideró un valor p <0,05 como significativo y p < 0,01 altamente significativo. 

 

4. Capítulo IV. Resultados y discusión 
 

4.1. Identificación molecular y cepas seleccionadas 

 

De los 129 aislados purificados de la CFE, se seleccionaron 19 cepas de 

microalgas, debido a que representan diferentes OTUs moleculares como se 

observa en la Tabla 5. A partir de éstas se obtuvo el 16% de cianobacterias, el 

21% de Ochrophytas y el 63% correspondieron a microalgas del orden 

Chlorophyta. 

 

Tabla 5.  

Identificación molecular de aislados de microalgas 

 

Código de 
colección 

Primer Referente 
% 

Identidad 
Especie OTU 

CFE-22-001 DIV4-F/DIV4-R KX818836.1 100% Coelastrella sp. 1 

CFE-07-009 DIV4-F/DIV4-R LC425389.1 100% Chlorella sorokiniana 3 



 
 

   
 

CFE-M-002 DIV4-F/DIV4-R KX495055.1 100% Chlorella vulgaris 5 

CFE-I3-004 DIV4-F/DIV4-R AJ236860.1 100% Spumella obliqua 6 

CFE-22-007 DIV4-F/DIV4-R KF651119.1 100% Spumell asp. OF-40 7 

CFE-B2-002 DIV4-F/DIV4-R AY651089.1 95% Spumella-like flagellate 8 

CFE-G1-003 

DIV4-F/DIV4-R MH979037.1 100% Scenedesmus sp. KMITL-OVG 9 
CFE-D4-001 

CFE-J1-001 

DIV4-F/DIV4-R KX094828.1 100% Stichococcussp. WB66 

11 

ITS1/ITS4 KX094859.1 99% Stichococcus sp. WB66 

CFE-07-010 DIV4-F/DIV4-R MH459062.1 100% Scenedesmus vacuolatus 12 

CFE-I5-002 DIV4-F/DIV4-R KM020063.1 99% Gloeotilopsis sterilis 13 

CFE-07-002 DIV4-F/DIV4-R KU666441.1 100% Desmodesmus subspicatus 17 

CFE-22-002 
DIV4-F AY197639.1 96% 

Scenedesmaceae sp. Tow 9/21 
P-14w 

18 

ITS1/ITS4 AB917137.1 98% Desmodesmus sp. 

CFE-07-017 CYA106/CYA781  FJ968741.1 99% Parachlorella kessleri 20 

CFE-07-001 DIV4-F/DIV4-R MH542675.1 99% 
Poterioochromonas 

malhamensis 
21 

CFE-B2-005 DIV4-F KR758764.1 100% Acutodesmus obliquus 22 

CFE-05-003 DIV4-F/DIV4-R KF673371.1 100% Desmodesmus abundans 24 

CFE-07-016 CYA106 MG663226.1 100% Synechocystis sp. KUMCC Y1 

CFE-D2-001 

CYA106/CYA781 MG710496.1 100% Chroococcidiopsis thermalis 

Y2 
ITSCYA236F/ITSCYA2

25R 
MG710496.1 99% Chroococcidiopsis thermalis 

CFE-07-004 CYA106/CYA781 NC_005229.1 100% Synechocystis sp. Y4 

 

4.2. Ensayos espectrofotométricos 

 

4.2.1. Polifenoles 

 

Se utilizó el protocolo de Folin-Ciocalteu para determinar el contenido fenólico 

total y correlacionar con resultados de métodos como Ferric Reducing 

Antioxidant Power (FRAP), utilizado en la presente investigación, y del radical 

libre 2,2-difenil-1-picrilhidracilo (DPPH), los cuales determinan el poder reductor 

y la capacidad antioxidante respectivamente. 



 
 

   
 

La cepa de la CFE-UDLA que presentó una diferencia significativa en cuanto al 

contenido fenólico total fue Scenedesmaceae sp. Tow 9/21 P-14w CFE-22-002 

(16,819 mg EAG·g-1) como se observa en la Figura 2.De hecho, se evidencia 

una mayor concentración de polifenoles que otras especies de Scenedesmus 

reportadas, como por ejemplo Scenedesmus opoliensis  (Stoica et al., 2013). 

Los investigadores ensayaron diferentes solventes de extracción en esta 

especie y la concentración máxima que obtuvieron fue de 151,5 mg EAG·100 g-

1, la cual sigue siendo menor que la obtenida por la Scenedesmaceae sp. Tow 

9/21 P-14w CFE-22-002. Este resultado se correlaciona con los valores 

obtenidos de flavonoides y taninos ya que esta misma cepa presentó los 

valores más altos de estos compuestos en la presente investigación. 

Resultados aún más significativos se evidencian en los valores obtenidos para 

DPPH y FRAP, mismos que dan una pauta de cómo los compuestos fenólicos 

contribuyen a la capacidad antioxidante de las microalgas. Sin embargo, a 

partir del extracto de Scenedesmaceae sp.Tow 9/21 P-14w CFE-22-002 no se 

detectaron antocianinas, por lo que se debería realizar un análisis del perfil 

fenólico completo para ver además de flavonoides y taninos qué compuestos le 

confieren estas propiedades. Porque como se conoce, las halogenaciones de 

los diferentes compuestos fenólicos son responsable de distintas actividades 

biológicas (Andrade, 2018). 

 



 
 

   
 

 
 
Figura 2. Contenido Fenólico Total (CFT) de las 19 OTUs determinado 

mediante el ensayo Folin-Ciocalteau. Los valores representan la media ± Error 

estándar. Los resultados se expresan como mg Equivalentes ácido gálico por g 

de microalga peso seco. Las medias con diferentes letras son diferentes 

significativamente (Tukey´s HSD, p<0.005). 

 

 

Entre las microalgas analizadas se encuentra Gloeotilopsis sterilis CFE-I5-002, 

una microalga verde (Chlorophyta) perteneciente a la clase Ulvophyceae. 

Existen reportes de contenido de polifenoles dentro de esta clase de algas 

(Hardouin et al., 2016; J. H. Kim, Kim, Edwards, & Lee, 2018; Z. Liu, Zeng, & 

Zeng, 2014). Sin embargo, del género Gloeotilopsis existen únicamente 

escasos estudios sobre ciclo de vida y morfología mas no de su composición 

bioquímica (Sluiman, 1991). Este estudio resulta pionero en cuanto a la 

determinación de compuestos fenólicos en esta microalga, demostrando un 

gran potencial ya que se destaca al obtener la segunda mayor concentración 

de polifenoles (7,978 mg EAG·g-1 (Figura 2.).  

 



 
 

   
 

Por otro lado, Chlorella vulgaris CFE-M-002 la cual es un referente debido a 

que esta especie ha sido utilizada como organismo modelo por su ciclo de vida 

corto y rutas metabólicas similares a plantas superiores, ha sido extensamente 

estudiada y comprobado su potencial antioxidante (Olasehinde, Odjadjare, 

Mabinya, Olaniran, & Okoh, 2019; Silva et al., 2018). Chlorella es además el 

género de microalgas que más se comercializa como suplemento nutricional y 

fuente de proteína principalmente ya que se ha confirmado que son una fuente 

segura de consumo (Muys et al., 2019). Por esta razón, se puede observar en 

la Figura 3. que Chlorella vulgaris CFE-M-002 destaca por su contenido de 

compuestos fenólicos y flavonoides con respecto al resto de cepas. 

 

 
 

Figura 3. Contenido Fenólico Total (CFT) y de flavonoides de las 19 OTUs 

analizadas. Los valores representan la media ± Error estándar. Los resultados 

se expresan como mg Equivalentes ácido gálico para los polifenoles y como 

mg Equivalentes de catequina, por g de microalga peso seco, para los 

flavonoides.  

 

 



 
 

   
 

Estudios similares realizados por Miranda, Sato, & Mancini-Filho (2001) 

utilizaron el método Folin-Ciocalteu para determinar los compuestos fenólicos a 

partir de un extracto metanólico de Chlorella vulgaris. Como variable para 

obtener un mayor rendimiento, cultivaron la cepa a diferentes temperaturas y a 

30 °C obtuvieron 24,95 mg·g-1demostrando así la plasticidad metabólica de 

estos microorganismos al ser capaces de secretar metabolitos secundarios 

como respuesta a la exposición a estrés abiótico (Olasehinde et al., 2019).  En 

el presente estudio, Chlorella vulgaris CFE-M-002 obtuvo 6,353 mg EAG·g-1 

siendo cultivada a 23±2 °C; sin condiciones de estrés. De las 19 OTUs 

analizados, es la tercera cepa con mayor concentración de compuestos 

fenólicos, demostrando el potencial antioxidante que posee aun siendo 

cultivada a temperatura ambiente. Mediante la bibliografía se puede inferir que 

no se necesitan grandes variaciones de temperatura con respecto a la que se 

utilizó en este estudio para aumentar la producción de estos compuestos, por lo 

que se recomienda probar esta variable con las cepas promisorias para estos 

antioxidantes.   

 

 

Las diferencias en cuanto al contenido de biocompuestos activos fenólicos de 

extractos microalgales entre el presente estudio y la literatura consultada 

pueden deberse a si los compuestos son endógenos o secretados al medio, las 

diferentes condiciones de cultivo y según cada especie. Estudios han 

demostrado que existen diferencias específicas propias de cada especie en 

cuanto al manejo del estrés oxidativo, la producción de metabolitos secundarios 

y del perfil fenólico (Cirulis et al., 2013). Estas diferencias dependen aún más 

de las condiciones de crecimiento y del disolvente utilizado para la extracción 

(Goiris et al., 2012). 

 

4.2.2. Correlación entre la actividad antioxidante y el contenido fenólico 
 

Se empleó tanto el ensayo FRAP, capaz de reaccionar con el hierro (II) y con el 

grupo de antioxidantes que contengan un grupo tiol, así como el ensayo DPPH 

que utiliza radicales orgánicos. De esta manera, al emplear conjuntamente los 



 
 

   
 

dos métodos, se refleja con precisión todos los antioxidantes de una muestra 

(Hajimahmoodi et al., 2010). 

 

 

A partir de estudios que probaron con diferentes fracciones como etil acetato, 

agua y hexano se ha logrado demostrar que el extracto metanólico es el más 

eficiente para extraer compuestos que presentan una mayor actividad 

antioxidante (Jerez-Martel et al., 2017; Senevirathne, Kim, Siriwardhana, & Ha, 

2006). Por lo cual, en el presente estudio se utilizó metanol al 80% como 

solvente de extracción para todas las muestras. 

 

 

Los resultados obtenidos por Morowvat & Ghasemi (2016) del ensayo DPPH y 

Folin-Ciocalteu sugieren que gran parte de la actividad antioxidante de las 

cinco cepas de microalgas estudiadas (Dunaliella salina, Fischerella ambigua, 

Nostoc muscorum, Oocystis pusilla y Scenedesmus rubescens) se debe a los 

compuesto fenólicos debido a la correlación de estos factores (𝑅2=0,9316). 

Obtuvieron que una especie del género Scenedesmus presentó el mayor 

potencial. De acuerdo a los resultados obtenidos en la presente investigación 

mediante la correlación de Pearson, se evidencia una correlación positiva 

altamente significativa (𝑅2 de 0,841) como se observa en la Figura 4. Los 

resultados concuerdan con lo reportado por Vijayavel & Anbuselvam, C. 

Balasubramanian, (2007) debido a que, de igual manera, fue Scenedesmaceae 

sp. Tow 9/21 P-14w CFE-22-002, del género Scenedesmus, la que presentó 

mayor potencial antioxidante de acuerdo a los ensayos DPPH y FRAP como se 

observa en la Figura 5. Esta alta actividad de eliminación de radicales libres de 

Scenedesmaceae sp. Tow 9/21 P-14w CFE-22-002, también podría estar 

relacionada con su interacción con el sistema antioxidante enzimático y no 

enzimático que atenúa el estrés oxidativo. 

 



 
 

   
 

 

 
 

Figura 4. Correlación entre la actividad antioxidante y el contenido fenólico total 

de las 19 OTUs analizadas. 

 

 

En el primer gráfico de la Figura 4. se observa la correlación entre la capacidad 

medida por el método DPPH y el CFT medido por el método Folin-Ciocalteu. 



 
 

   
 

En el segundo gráfico de la Figura 4. se observa la correlación entre el poder 

reductor medido por el ensayo FRAP y el CFT medido por el método Folin-

Ciocalteu. Los valores de los ensayos DPPH y FRAP son expresados como 

µmol Equivalentes Trolox por g de microalga peso seco. El valor del CFT es 

expresado como mg Equivalentes ácido gálico por g de microalga peso seco. 

 

 

En estudios realizados por Jerez-Martel y colaboradores (2017) en donde 

emplean RP-HPLC para la determinación del perfil fenólico, en lugar de Folin-

Ciocalteu, los resultados confirman esta correlación debido a que obtuvieron 

valores de R2> 0,997 para cada compuesto fenólico analizado. El valor de R2 

del presente estudio no fue tan alto como el mencionado, probablemente a los 

tiempos de incubación de los protocolos, ya que investigadores han identificado 

inconvenientes del método DPPH, como por ejemplo, la reacción puede no 

estar completada cuando la absorbancia es medida y una subestimación de la 

capacidad antioxidante puede ocurrir (Pérez-Jiménez et al., 2008).  

 

 

Por otro lado, Hajimahmood y colaboradores (2010) obtuvieron coeficientes de 

correlación significativos (>0,9 en la fracción etil acetato) entre los parámetros 

indicados empleando el ensayo FRAP, pudiendo de esta forma asegurar que 

los compuestos fenólicos son los de mayor contribución al poder reductor de 

los extractos de las 12 cepas de microalgas que evaluaron. 

 

 

Estudios realizados empleando de igual manera el ensayo FRAP por Sawant, 

Animesh, Bhagwat, & Kelkar-Mane (2014) con diferentes especies de Chlorella 

obtuvieron un coeficiente de correlación de 𝑅2 = 0,99  en la fracción acuosa el 

cual indica la contribución de los compuestos fenólicos a la capacidad 

antioxidante de estas especies. Resultados similares fueron obtenidos por 

Goiris y colaboradores (2012) en donde examinaron 32 cepas mediante el 



 
 

   
 

ensayo FRAP atribuyendo no solo a los carotenoides, sino también a los 

compuestos fenólicos, la capacidad antioxidante de las microalgas. 

 

 

En este estudio realizado con microalgas de sistemas lacustres ecuatorianos 

se observó también que los compuestos fenólicos juegan un papel principal en 

el poder antioxidante de las microalgas mediante el mecanismo de reducción 

de iones férricos. Según los resultados obtenidos mediante la correlación de 

Pearson existe una correlación altamente significativa (𝑅2 de 0,838) como se 

observa en la Figura 4.Si bien no es tan alta la correlación como la determinada 

por Sawant y colaboradores (2014) puede deberse a que utilizaron diferentes 

solventes de extracción y estándares en su ensayo FRAP. 

 

 

Sin embargo, hay resultados contradictorios ya que Li y colaboradores (2007) 

después de la evaluación de 23 cepas determinaron que no existe una 

correlación entre los polifenoles y poder reductor después de realizar el ensayo 

ABTS, el cual al igual que el DPPH estudia la habilidad del antioxidante para 

estabilizar un radical libre (Londoño, 2012). En ninguna de las fracciones 

probadas; hexano (𝑅2 = 0.0075), etil acetato (𝑅2 = 0.5851) y agua (𝑅2 = 0.3599) 

existe una correlación. Por lo que, no se puede inferir una conclusión definitiva 

acerca del rol de estos fitoquímicos y la capacidad antioxidante de las 

microalgas. Es por esto que el presente estudio ayuda al esclarecimiento de 

esta relación.  

 

 

Resulta complejo correlacionar el perfil fenólico con el poder antioxidante de las 

muestras debido a que el ensayo Folin-Ciocalteu no es específico para 

compuestos fenólicos; al reaccionar con otras substancias reductoras, este 

reactivo mide la capacidad reductora total de la muestra, incluyendo 

compuestos nitrogenados, complejos metálicos, derivados de vitaminas y 

ácidos orgánicos (Safafar et al., 2015). Por lo tanto, este procedimiento no da 



 
 

   
 

una imagen completa de la cantidad o calidad de los compuestos fenólicos de 

la muestra (López, Rico, Rivero, & Tangil, 2011). Debido a esto, se puede 

inferir que cada extracto tiene diferentes clases de compuestos con su 

respectiva actividad antioxidante que pueden reaccionar de manera diferente 

con el reactivo Folin. De igual manera, se debería tomar en cuenta que estas 

mezclas de compuestos fenólicos pueden tener interacciones antagónicas, 

sinérgicas o aditivas entre ellos al momento de neutralizar radicales libres 

(Jacobo-Velazquez & Cisneros-Zevallos, 2009). También se debería considerar 

las diferentes polaridades, y por tanto su solubilidad, de cada grupo de 

compuestos antioxidantes presentes en los extractos (Stoica et al., 2013). 

 

 

Por consiguiente, al momento de evaluar el potencial antioxidante de los 

extractos es necesario discutir no solo sobre los solventes de extracción sino 

también el perfil fenólico (López et al., 2011). Es por esto que, la determinación 

paralela de compuestos fenólicos específicos como flavonoides, taninos y 

antocianinas ayudan a esclarecer el aporte de los mismos en la capacidad 

antioxidante.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

   
 

 
 

 
 

 

Figura 5. Actividad antioxidante de los extractos microalgales de las 19 OTUs 

analizadas. 

 

 

En el primer gráfico de la Figura 5. se observa la actividad captadora de 

radicales medida por el ensayo DPPH (* representa diferencia significativa). 

Mientras que en el segundo gráfico de la Figura 5. Se observa el poder 

reductor medido por el ensayo FRAP. Los valores representan la media ± Error 



 
 

   
 

estándar. Los resultados se expresan como µmol Equivalentes Trolox por g de 

microalga peso seco. Las medias con diferentes letras son diferentes 

significativamente (Tukey´s HSD, p<0.005). 

 

4.2.3. Flavonoides 
 

Se registraron diferencias considerables en los resultados de contenido de 

flavonoides dentro del mismo género Chlorella. C. vulgaris CFE-M-002 obtuvo 

5,462 mg EC·g-1 indicando el mayor contenido entre los 19 OTUs analizados; a 

comparación de Chlorella sorokiniana CFE-07-009, la cual obtuvo una 

concentración de 0,085 (Figura 6). No obstante, se sabe que la variabilidad del 

valor nutricional existe no solo entre especies y cepas, sino también dentro de 

la misma especie. Depende de los parámetros tales como la temperatura, el 

pH, la concentración de nutrientes, la calidad e intensidad de luz (Olasehinde et 

al., 2019). Chlorella vulgaris CFE-M-002 proveniente del oriente del Ecuador, 

Sucumbíos, de la Reserva Biológica Limoncocha, presentó mayores 

concentraciones no sólo de flavonoides sino de metabolitos de interés en 

general con respecto a Chlorella sorokinianaCFE-07-009 proveniente de la 

sierra, de Pichincha. Las condiciones de ambas regiones del país pudieron 

haber influenciado y se demuestra también el potencial de especies 

encontradas en Áreas Protegidas y Conservadas del Ecuador. 

 

 

Las investigaciones  se han enfocado principalmente en microalgas eucariotas 

para la determinación de estos compuestos (Goiris, Muylaert, Voorspoels, 

Noten, & De Paepe, 2014). Por lo que, resulta interesante que la segunda cepa 

con mayor contenido de flavonoides es la microalga procariota Synechocystis 

sp. CFE-07-016 (2,947 mg EC·g-1) como se observa en la Figura 6. Si bien no 

existen reportes previos del contenido de flavonoides en este género, hay 

evidencia que las cianobacterias son capaces de producir fitonutrientes y 

pigmentos de con potencial antioxidante. Esto se demuestra con estudios 

realizado por Hossain, Ratnayake, Meerajini, & Wasantha Kumara (2016) en 

donde evaluaron 4 especies de cianobacterias (Oscillatoria sp., Lyngbya sp., 



 
 

   
 

Microcystis sp. y Spirulina sp.) y obtuvieron concentraciones de flavonoides 

totales en un rango de 392-664 mg Equivalentes quercetina·𝑔−1, sin embargo, 

utilizaron quercetina como estándar.  

 

 

La mayoría de los estudios de flavonoides en microalgas se han enfocado en 

determinar qué tipos de estos compuestos están presentes utilizando técnicas 

más sensibles. Goiris, Muylaert, Voorspoels, Noten, & De Paepe (2014) 

identificaron apigenina, luteolina, quercetina, entre otros mediante 

Cromatografía Líquida de Ultra Alto Rendimiento / Espectrometría de Masas 

Bidimensional (UHPLC-MS/MS), en siete clases de microalgas y su 

concentración varió de 0,2 a 14 ng·g-1. Por otro lado, Kováčik, Klejdus, & 

Bačkor (2010) identificaron en Scenedesmus quadricauda los flavonoles 

quercetina (2–4 µg·g-1) y kaempferol (4–7 µg·g-1) mediante HPLC. En el 

presente estudio se analizó Scenedesmus sp.CFE-G1-003 y se obtuvo un valor 

de 1,064 mg EC·g-1). Sin embargo, esto refleja el valor de flavonoides totales. 

Por lo tanto, resulta complicado comparar con bibliografía ya que los valores de 

estos estudios se presentan en un orden de magnitud más bajo ya que se 

enfocan en flavonoides específicos empleando métodos más sensibles. 

 

 

El presente estudio da una pauta de las cepas que contienen mayores 

concentraciones de flavonoides a nivel basal como son (en orden 

descendente): Chlorella vulgaris CFE-M-002 (5,463 mg EC·g-1), Synechocystis 

sp. KUMCC CFE-07-016 (2,947 mg EC·g-1) y destacándose nuevamente, 

Scenedesmaceae sp. Tow 9/21 P-14w CFE-22-002 (2,800 mg EC·g-1) (Figura 

6). La precisión de los resultados obtenidos espectrofotométricamente de los 

flavonoides pudieron haberse visto afectados ya que al tratarse de muestras 

complejas, interfieren otros compuestos, principalmente los pigmentos (Safafar 

et al., 2015). Además, este tipo de análisis espectrofotométricos no considera 

las diferencias en los perfiles fenólicos que pueden cualitativos (tipo de 

flavonoides presentes) y cuantitativos (las cantidades relativas o proporciones 



 
 

   
 

de cada tipo de flavonoides presente) entre las muestras analizadas (Jacobo-

Velazquez & Cisneros-Zevallos, 2009).  

 

 
 

Figura 6. Contenido de flavonoides de las 19 OTUs analizadas. Los valores 

representan la media ± Error estándar. Los resultados se expresan como mg 

Equivalentes ácido catequina por g de microalga peso seco. Las medias con 

diferentes letras son diferentes significativamente (Tukey´s HSD, p<0.005). 

 

4.2.4. Taninos 
 

Estudios realizados por Abdala-Díaz, Cabello-Pasini, Márquez-Garrido, & 

Figueroa, 2014 evidenciaron que el floroglucinol, unidad monomérica de los 

florotaninos, se encontraba únicamente en las algas pardas marinas 

pertenecientes a la clase Phaeophyceae. Sin embargo, estudios recientes 

realizados por Goiris, Muylaert, Voorspoels, Noten, & De Paepe (2014), 

reportaron por primera vez la presencia de floroglucinol en microalgas 

(Ochrophyta, Haptophyta, Chlorophyta y Cianobacteria) en concentraciones 

que varían de 39–81 µg·𝑔−1. Agregán y colaboradores (2018) confirmaron este 

hallazgo cuando realizaron una comparación entre la composición fenólica, 

tanto de macro como de microalgas y encontraron que, aunque en una menor 



 
 

   
 

concentración, las microalgas contienen florotaninos. Demostraron también 

que, la capacidad antioxidante de las macroalgas se debe principalmente a 

estos potentes compuestos antioxidantes por lo que se justifica su análisis en el 

presente estudio. Este compuesto presenta fuertes propiedades antioxidantes 

(Quéguineur et al., 2012) por lo cual su contribución al contenido fenólico total y 

actividad antioxidante de las microalgas estudiadas es substancial.  

 

 

De la misma manera que las antocianinas en microalgas, la literatura con 

respecto a este tipo de compuestos fenólicos se enfoca en macroalgas o 

plantas terrestresy reporta valores de un tipo de taninos específico, detectado 

con HPLC o utilizando floroglucinol como estándar. 

 

 

En el presente estudio Chlorella vulgaris CFE-M-002 obtuvo una concentración 

de 1,504 mg EAT·g-1. Similar a este resultado, reportes previos realizados por 

Wu, Ho, Shieh, & Lu (2005) determinaron un valor de 1,44 +/- 0,04 mg ácido 

tánico·g-1con la misma especie de microalga. Sin embargo, los investigadores 

reportaron que otras especies como Spirulina producen hasta cinco veces más 

contenido fenólico que Chlorella. De la misma forma, en este estudio, Chlorella 

vulgaris no obtuvo alto contenido de taninos. Los resultados de los extractos de 

las microalgas muestran una gran variación de valores entre las cepas dentro 

de la misma clase de algas. Por ejemplo, dentro de las mismas 

Merismopediaceae, Synechocystis sp. CFE-07-016 obtuvo la concentración 

más alta de las 19 cepas analizadas; 2,666 mg EAT·g-1mientras que 

Synechocystis sp. CFE-07-004 obtuvo 0,281 mg EAT·g-1. 

 

 

El mismo caso se puede evidenciar con las Ochrophyta, Spumella-like 

flagellate CFE-B2-002 obtuvo una concentración de 1,213 mg EAT·g-1 mientras 

que Spumella sp.CFE-22-007 obtuvo valores no detectables (Figura 7). Por lo 

que, a partir de este estudio se puede inferir que al ser notables las variaciones 



 
 

   
 

de taninos, o sus precursores, dentro del mismo género pueden ser los factores 

de estrés o condiciones de los sitios en que fueron colectadas las cepas las 

que influyen en su producción. Aunque otros autores (Assunção et al., 2016) 

también reportaron este tipo de variación en determinación de compuestos 

fenólicos dentro de diferentes cepas de la misma especie o familia. Por lo cual, 

se debería caracterizar molecularmente la cepa para confirmar si se trata de 

características propias de la especie.  

 

 

Asimismo, la detección de taninos es más compleja y suele presentar 

inconvenientes al existir dos tipos; hidrolizables y condensados que originan la 

precipitación de sólido durante la reacción en las muestras microalgales. De 

acuerdo a La (2012) no hay un método ampliamente aceptado para cuantificar 

taninos de manera simple y eficaz en varias muestras. 

 

 

Adicionalmente, según Wu y colaboradores (2005) reportan haber empleado 

ácido tánico como estándar para la determinación de polifenoles totales. Sin 

embargo, en el presente estudio se empleó un protocolo que utiliza ácido tánico 

como estándar con el cual fue posible determinar con éxito el contenido de 

taninos totales en microalgas. Al haber utilizado un estándar diferente al 

floroglucinol no se puede comparar con otros estudios existentes en el área de 

la ficología. Si bien la presente metodología no indica la presencia de la unidad 

monomérica floroglucinol específicamente, reporta contenido de taninos totales 

con diferentes grados de polimerización. Por lo tanto, es importante realizar un 

estudio de los tipos de taninos presentes en la muestra ya que se entiende que 

la intensidad de la actividad antioxidante de estos polifenoles complejos está 

relacionada con su grado de polimerización (Elena, Miguel, A., & Castro-

Puyana, 2014).  

 

 



 
 

   
 

 
 

Figura 7. Contenido de taninos en las 19 OTUs analizadas. Los valores 

representan la media ± Error estándar. Los resultados se expresan como mg 

Equivalentes ácido tánico por g de microalga peso seco. Las medias con 

diferentes letras son diferentes significativamente (Tukey´s HSD, p<0.005). 

 

4.2.5. Antocianinas 
 

La mayoría de estudios sobre antocianinas se han realizado en plantas, pero a 

partir de éstos, se sabe que estos pigmentos sirven como protectores de los 

tejidos fotosintéticos contra el estrés oxidativo inducido por la luz (Glover & 

Martin, 2012; Solovchenko, 2010). Se conoce también que son pigmentos 

inestables en solución y varían su coloración de acuerdo al pH, la interacción 

con otros pigmentos y si forman complejos con otros metales (Appelhagen et 

al., 2018).  Pueden ser estos los casos de las microalgas y que de igual 

manera, el pH y metales traza del medio de cultivo (ANEXO 2) altere su 

pigmentación. No obstante, estudios sobre el contenido y el rol de las 

antocianinas específicos para estos microorganismos son necesarios.  

 



 
 

   
 

Stafford (1990) asegura que, a pesar de la existencia de reportes ocasionales 

sobre la ocurrencia de antocininas en algas, resulta difícil encontrarlas en estos 

organimos. Siendo así, este estudio resulta pionero en cuanto a la presentación 

de concentraciones específicas de antocianinas en microalgas empleando 

métodos espectrofotométricos.  

 

 

De acuerdo a Bajhaiya, Ziehe Moreira, & Pittman (2007) es escasa la presencia 

de antocianinas en microalgas, lo que concuerda con los valores presentados. 

Además, posiblemente en los casos donde no se detectaron las antocianinas 

se debe a que las cepas no sintetizan este compuesto. Otro motivo pudo ser 

que las concentraciones no estaban dentro de los límites de detección del 

método utilizado. No obstante, es importante su análisis ya que al ser parte de 

los antioxidantes naturales extraídos a partir de microalgas, pueden contribuir 

al efecto sinérgico que potencia su actividad antioxidante (Mäki-Arvela et al., 

2014).  

 

 

Siendo así, es importante realizar la determinacion de estos compuestos de las 

cepas de la colección CFE-UDLA Parachlorella kessleri CFE-07-017 (0,0006 

mg EP·g-1), Chlorella sorokiniana CFE-07-009 (0,0005 mg EP·g-1) y 

Desmodesmus subspicatus CFE-07-002 (0,0005 mg EP· g-1) los cuales 

presentaron mayores concetraciones en los análisis de antocianinas (Figura 8). 

La estandarización de esta metodología para estos microorganismos es 

importante debido a que, según se ha visto en plantas, las diferencias en los 

ambientes de crecimiento,  los factores genéticos y los métodos de preparación 

y extracción, contribuyen a la variabilidad en las antocianias (Wallace & Giusti, 

2014). 

 

4.2.6. Clorofila a 
 

El presente estudio empleó el método espectrofotométrico que analiza algunas 

longitudes de onda seleccionadas para medir la concentración de clorofila a en 



 
 

   
 

las microalgas. La acetona al 90% es el solvente de extracción que 

tradicionalmente se ha empleado para este tipo de análisis (Johan, Jafri, Lim, & 

O, 2014). Sin embargo, en el presente estudio se empleó etanol absoluto  de 

acuerdo a las recomendaciones de Kim (2015) y Ritchie (2006).  

 

 

Estudios realizados en Chlorella sp. por Yu, Oo, Su, & Kyaw, (2017) reportan 

un contenido de clorofila a de 0,00845 mg·mL-1empleando un método 

espectrofotométrico utilizando acetona al 90% como solvente de extracción. En 

el presente estudio ChlorellavulgarisCFE-M-002 obtuvo un valor de 0,4 mg·mL-

1 (Tabla 6). Sin embargo, estudios realizados por Johan, Jafri, Lim, & O (2014) 

en donde utilizaron de igual manera acetona al 90% para el análisis de 

microalgas a partir de muestras ambientales obtuvieron resultados en el rango 

de  0,00053 – 0,00358 mg·mL-1. En el presente estudio el promedio de clorofila 

a obtenido fue de 100 mg·mL-1. 

 

 

Cabe mencionar que este tipo de método espectrofotométrico sirve para 

determinar la concentración de clorofila a en microalgas para analizar su 

densidad y biomasa en ecosistemas acuáticos. Los investigadores utilizan 

información para evaluar el nivel nutricional  o estado trófico del agua (Johan et 

al., 2014). Es decir, el método no fue el más adecuado ya que se enfoca en el 

análisis del rol ambiental de estos microorganismos. Para la cuantificación de 

este pigmento a partir de cultivos puros de una colección con fines 

nutracéuticos se recomienda emplear un método más sensible. Halim, 

Hosikian, Lim, & Danquah (2010) analizaron diferentes métodos de extracción 

de clorofila a partir de biomasa microalgal pura y confirman esta teoría ya que 

reportan que métodos como la extracción con fluidos supercríticos es superior 

a la extracción con disolventes orgánicos. De igual manera, otros autores (S.-K. 

Kim, 2015; Santos, 2003) recomiendan la cromatografía de líquidos de alto 

rendimiento (HPLC) con estándares específicos como método para determinar 

la cantidad de clorofila en los organismos fotosintéticos como las microalgas.  



 
 

   
 

 

 

De igual manera, resulta complicado comparara con bibliografía debido a que 

se emplean diferentes ecuaciones y algoritmos para el cálculo de clorofila a en 

muestras de algas como las determinadas por Jeffery & Humphrey (1975), 

Porra (1991) y Rowan (1989). Inclusive, en el presente estudio se empleó una 

ecuación modificada de una de las originales previamente mencionada. Es 

necesario entonces estandarizar un conjunto consistente de ecuaciones para el 

cálculo de clorofila ya sea de muestras ambientales o microalgas cultivadas 

Ritchie (2006).  

 

 

Por otro lado, se puede atribuir a la elección del solvente las concentraciones 

presentadas. Si bien la medición de clorofila a en acetona fría es mucho más 

largo y costoso que otros solventes (Johan, Jafri, Lim, & O, 2014), se puede 

evidenciar que se logra mayor especificidad que con etanol. Los resultados 

posiblemente fueron afectados ya que se pudieron haber extraído y medido 

otro tipo de moléculas biológicas. Al emplear métodos espectrofotométricos, la 

presencia de otros pigmentos como la clorofila b con sus respectivos productos 

de degradación actúan como los principales interferentes al momento de 

determinar clorofila a. Este método puede o bien subestimar o sobreestimar su 

concentración debido a que estos interferentes  (siendo los principales los 

productos de degradación feofitina y clorofilida) absorben cerca de la misma 

longitud de onda que la clorofila a, afectando su cuantificación (Santos, 2003). 

Por otro lado, de acuerdo a la investigación realizada por Simon & Helliwell 

(1998) la disrupción celular es muy importante ya que aún si se utiliza un 

método adecuado solamente un cuarto de la clorofila puede ser extraída si no 

se realiza este proceso previo. Por ende, los bajos resultados reportados en 

este estudio pueden corresponder a esta pequeña fracción ya que no se realizó 

este paso previo.  

 



 
 

   
 

De manera general, como se puede evidenciar en la Tabla 6, utilizando el 

mismo método para analizar un grupo de cepas las concentraciones de clorofila 

no varían de manera significativa. Esto se debe a que estudios han demostrado 

que el contenido de clorofila a en relación al resto de pigmentos se mantiene 

constante en la mayoría de grupos de algas (Dere, Tohit, & Ridvan, 1998). 

 

 

No obstante, fueron las dos cepas colectadas en la Amazonía las que 

presentaron un ligero incremento en la concentración con respecto a las otras 

cepas; Stichococcus sp. CFE-J1-001 (0,029 g·mL-1 y Desmodesmus abundans 

CFE-05-003 (0,025 g·mL-1) como se evidencia en la Tabla 6. Estas diferencias 

pueden ser explicadas por las propiedades específicas de la pared celular y la 

capa de mucílago de estas especie (Schumann, Häubner, Klausch, & Karsten, 

2005). Parámetros como la estratificación de la intensidad lumínica y de la 

temperatura de los sitios de colecta pudieron también haber promovido la 

acumulación de este pigmento.  

 

 

Por otro lado, las concentraciones más bajas reportadas fueron de Coelastrella 

sp. CFE-22-001, Spumella oblique CFE-I3-004 y Spumella sp.CFE-22-007 

(todas: 0,002 g·mL-1) (Tabla 6). El factor que podría explicar estas 

concentraciones pude ser la fase de crecimiento de las cepas al momento de la 

extracción. La cantidad de clorofila extraída a partir de microalgas está 

correlacionada con estas fases; al extraer en la fase estacionaria se obtiene 

una cantidad significativamente mayor de clorofila en comparación a la 

logarítmica (Schumann et al., 2005).  

 

 

Por lo tanto, se recomienda el empleo de un método más sensible para el 

análisis de clorofila de Stichococcus sp. CFE-J1-001 y Desmodesmus 

abundans CFE-05-003. Para este propósito, la literatura consultada enfatiza la 

importancia de identificar las condiciones óptimas para la producción. Esto 



 
 

   
 

debido a que por lo general no todas las condiciones que incrementan la 

acumulación de clorofila celular resulta en una mayor productividad, ya que 

estas condiciones afectan el crecimiento celular y por lo tanto la biomasa total 

(Ferreira & Sant, 2017).  
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4.3. Ensayos mediante HPLC 

 

4.3.1. Carotenoides 
 

De las 19 OTUs, 12 fueron del orden Chlorophyta. Las especies de este filo se 

caracterizan por producir altas concentraciones de carotenoides primarios 

como beta-caroteno y secundarios como la neoxantina y violaxantina. Estudios 

han demostrado el alto potencial antioxidante de estos compuestos (Del 

Campo et al., 2000).  Siendo así, se comprende la alta capacidad antioxidante 

obtenida de las cepas de este taxón en el presente estudio. Sin embargo, 

métodos más sensibles y el fraccionamiento son necesarios para determinar 

los compuestos responsables  del secuestro de radicales libres durante los 

ensayos (Assunção et al., 2016). 

 

 

Diferentes estudios han confirmado la contribución de los carotenoides a la 

capacidad antioxidante de las microalgas (Gong & Bassi, 2016; Rammuni et al., 

2019; Safafar et al., 2015). Sin embargo, otros estudios realizados por 

Choochote & Suklampoo (2013) y Sawant, Animesh, Bhagwat, & Kelkar-Mane 

(2014) donde evaluaron la capacidad antioxidante tanto en fracciones acuosas 

como etanólicas de microalgas, encontraron que el mayor rendimiento se 

encontraba en la acuosa. Esta fase presenta un bajo contenido de carotenoides 

por el carácter lipofílico de estos compuestos (Gong & Bassi, 2016). Esto indica 

que los carotenoides no son los únicos que contribuyen al potencial 

antioxidante, sino que otro tipo de compuestos son también responsables de 

este efecto. Por lo cual se justifica el análisis del contenido fenólico, vitamina C 

y de clorofilas en las muestras.  

 

 

Del género Scenedesmus, hay reportes que indican que el carotenoide primario 

deScenedesmus almeriensises la luteína seguida del beta-caroteno (Rammuni 

et al., 2019).  De este género se realizaron los análisis de Scenedesmus sp. 

CFE-D4-001 y Scenedesmus vacuolatus CFE-07-010 y se obtuvo que ambos 



 
 

   
 

carotenoides se encuentran en proporciones similares. Sin embargo, 

permanece pendiente la determinación de estos compuestos de 

Scenedesmaceae sp.Tow 9/21 P-14w  CFE-22-002 la cual presenta alto 

potencial antioxidante para analizar si esta capacidad se debe a su perfil de 

carotenos.  

 

 

Guedes, Amaro, Sousa-Pinto, & Malcata (2013) mencionan que las microalgas 

comúnmente utilizadas como fuentes de carotenoides pertenecen a la familia 

Chlorellaceae (Chlorella, Dunaliella, Chlamydomonas y Haematococcus sp.) ya 

que tienden a acumular estos biocompuestos como una parte intrínseca de su 

biomasa. Esta relación no concuerda con el presente estudio ya que la cepa 

que presentó mayor concentración tanto de beta-caroteno como luteína (0,887 

y 0,583 mg·g-1 biomasa respectivamente) fue Scenedesmus sp. CFE-D4-001, 

perteneciente a la familia Scenedesmaceae, seguida de Chlorella vulgaris CFE-

M-002que pertenece a Chlorellaceae y Gloeotilopsis sterilis CFE- I5-002 

perteneciente a Ulotrichaceae como se observa en la Figura 7. Si bien todas 

pertenecen al filo Chlorophyta se ve que existe potencial en otras familias de 

microalgas, por lo cual no se puede generalizar que una es mayor productora 

de carotenoides. Por lo que se recomienda realizar estos análisis en las 

diferentes cepas aprovechando la biodiversidad que existe en la Colección.  

 

 

La baja concentración de luteína por parte de Synechocystis sp. CFE-07-004 

se debe a que algunas especies de microalgas poseen una pared celular rígida 

la cual puede ser un impedimento al momento de la extracción de estos 

biocompuestos (Zuluaga, Gueguen, Pavon-Djavid, & Letourneur, 2017). No 

obstante, Zuluaga, Gueguen, Pavon-Djavid, & Letourneur (2017) han reportado 

que Synechocystis sp. es estudiada debido a sus altos contenidos de 

zeaxantina por lo cual se debería realizar la cuantificación de este carotenoide 

con alto potencial antioxidante con las cepas que se tiene en la colección 

Synechocystis sp. CFE-07-004 y Synechocystis sp. CFE-07-016.   



 
 

   
 

Othman, Noh, Hatta, & Jamaludin (2018) identificaron los carotenoides de seis 

especies del filo Chlorophyta a través de análisis en HPLC y obtuvieron que los 

principales fueron la luteína, beta-cryptoxantina y beta-caroteno. Sin embargo, 

su proporción varía de acuerdo a las especies. El género Chlorella presentó 

concentraciones substancialmente mayores de luteína y beta-caroteno; 

Chlorella fusca con 69,54±11,29 µg·g-1de peso seco de luteína mientras que 

Chlorellavulgaris con 18,42±9,2 µg·g-1 de peso seco de beta-caroteno. Aún así, 

tanto Chlorella vulgarisCFE-M-002 (0,525 mg·g-1 de beta-caroteno y 0,526 

mg·g-1 de luteína) como Chlorella sorokiniana CFE-07-009 (0,242 mg· g-1 de 

beta-caroteno y 0,142 mg·g-1 de  luteína) del presente estudio, colectadas en 

sistemas lacustres ecuatorianos, presentan concentraciones mayores a las 

reportadas comprobando su potencial (Figura 7). 

 

 

Se observó que resultó en una mejora significativa la estandarización del 

proceso de preparación de las muestras microalgales al eliminar el paso de la 

extracción con cloroformo antes de la saponificación. De esta manera se logró 

recuperar mayor cantidad de carotenoides debido a que estos compuestos 

bioactivos son  más estables en su matriz natural que en los extractos 

(Christaki et al., 2015). 

 

 

 



 
 

   
 

 
Figura 7. Concentración de ß-caroteno y luteína de microalgas. Los valores 

representan la media ± Error estándar. Los resultados se expresan como mg 

por g de microalga peso seco. 

 

 

La luteína al tener propiedades fisicoquímicas similares a la astaxantina 

(considerado el antioxidante más poderoso de la naturaleza) (Rammuni et al., 

2019) puede ser estudiado y extraído para posteriores aplicaciones en el área 

de salud humana para prevenir o tratar la degeneración macular y 

enfermedades cardiovasculares o simplemente como suplemento. Especies 

que por literatura se sabe contienen luteína como carotenoide prominente en 

sus estructuras perteneces a los géneros Chlorella y Scenedesmus (Chlorella 

protothecoides, Scenedesmus almeriensis, Chlorella vulgaris, Scenedesmus 

obliquus) (Zuluaga et al., 2017). Los resultados de este estudio son 

comparables con esta información ya que como se mencionó anteriormente 

éstos fueron los géneros que presentaron las mayores concentraciones. Por lo 

tanto, se recomienda realizar el respectivo análisis en HPLC de las cepas de 

estos géneros que hay en la CFE-UDLA, los cual puede resultar interesante ya 

que algunas son posibles nuevas especies.  



 
 

   
 

4.3.1.1. Correlación entre capacidad antioxidante y carotenoides 

 

La correlación obtenida entre la actividad antioxidante medida por el ensayo 

DPPH y el contenido de carotenoides no fue significativa; R2 = 0,176 para beta-

caroteno (Figura 8) y R2 = 0,132 para luteína. Maadane y colaboradores 

(2015)obtuvieron resultados similares sin una correlación entre estos dos 

parámetros (R2 = 0,154), lo que sugiere que los carotenoides podrían no ser los 

principales contribuyentes a la capacidad antioxidante de las microalgas 

marinas. 

 

 

Por otro lado, otras investigaciones (Choochote & Suklampoo, 2013; Feller et 

al., 2018; Jaime et al., 2005; Saranya, Hemalatha, Parthiban, & Anantharaman, 

2014) observaron que el contenido de carotenoides desempeña un papel vital 

directo en las propiedades antioxidantes totales ya que a medida que aumenta 

el contenido de estos pigmentos, aumenta la actividad antioxidante total. Se 

explica ya que los carotenoides en general, carotenos y xantofilas, cumplen un 

papel importante en la extinción de los EROs generados durante la fotosíntesis 

(Munir et al., 2013). 

 

 

Las inconsistencias en estos resultados pueden atribuirse a los ensayos 

espectrofotométricos utilizados para determinar la actividad antioxidante de los 

carotenoides. Los estudios realizados por Müller, Fröhlich, & Böhm (2011) 

identificaron grandes variaciones en la reactividad de los tipos de carotenoides 

en diferentes pruebas. Ellos evidencian que los carotenos tienen mayor 

actividad antioxidante que las xantofilas según el ensayo FRAP, pero 

obtuvieron resultados opuestos con el ensayo TEAC. Por lo tanto, estos 

métodos no solo están relacionados con la cantidad de estos pigmentos, sino 

también con las características específicas de los carotenoides (Goiris et al., 

2012). 

 



 
 

   
 

Por lo tanto, los resultados presentados pueden deberse a que la capacidad 

antioxidante no solo proviene del beta-caroteno y la luteína, sino de otros 

carotenoides presentados en microalgas con una fuerte capacidad antioxidante 

como la astaxantina, zeaxantina, violaxantina (Lemoine & Schoefs, 2010; 

Rammuni et al., 2019; Zhang, Duan, Huang, Zhang, & Wang, 2007; Zuluaga et 

al., 2017). Como resultado, las interacciones sinérgicas o aditivas entre ellos en 

el momento de neutralizar los radicales libres se podrían haber interferido ya 

que el perfil de los carotenoides no se tuvo en cuenta. Además, el resultado de 

estas correlaciones indica la posible participación de otros compuestos 

bioactivos que pueden actuar como antioxidantes, como clorofilas, 

polisacáridos de bajo peso molecular y compuestos sulfatados (Elsa et al., 

2009; Mohan et al., 2014; Silva et al., 2018). 

 

 
Figura 8. Correlación entre la actividad antioxidante y el contenido de beta-

caroteno de las OTUs analizadas. El valor del ensayo DPPH es expresado 

como µmol Equivalentes Trolox por g de microalga peso seco. El valor de beta 

caroteno es expresado como mg por g de microalga peso seco. 

 

4.3.2. Vitamina C 
 



 
 

   
 

Estudios mencionan la presencia de vitamina C en especies de Chlorella como 

mecanismo antioxidante enzimático, específicamente en Chlorella vulgaris 

tiene el rol de aumentar la afinidad de enzimas antioxidantes como la glutatión 

reductasa (Vijayavel & Anbuselvam, C. Balasubramanian, 2007). Inclusive Silva 

y colaboradores (2018) aseguran que el género Chlorella es rico en ácido 

ascórbico. Vaz, Moreira, Morais, & Costa (2016) de igual manera mencionan 

que las microalgas en general son una fuente de vitaminas como tocoferoles, 

ácido ascórbico, B1, B2, B3, B6, B9, B12, ácido fólico, entre otras. Existen 

únicamente reportes antiguos realizados por Fabregas & Herrero (1990)  en 

donde analizaron el contenido vitamínico de Chlorella stigmatophora y 

obtuvieron que es capaz de producir 100,2 mg· g-1 peso seco de ácido 

ascórbico. Los autores mencionan que las condiciones de cultivo fueron 

previamente optimizadas para una producción máxima de biomasa no obstante 

no se especifican cuáles.  

 

 

En el presente estudio, Chlorella sorokiniana CFE-07-009 presentó la mayor 

concentración de vitamina C (236 µg·g-1) (Figura 9), más que lo reportado en la 

bibliografía, comprobando así nuevamente que es un género con alto valor 

nutricional. Sin embargo, a la mayoría de cepas analizadas no se logró detectar 

contenido de vitamina C o presentaban valores muy bajos. Estos resultados 

pudieron haberse visto afectados por la temperatura a la cual se manipulaban 

las muestras y el tiempo que se tardó en realizar los análisis. Como mencionan 

Mendoza Corvis, Arteaga Márquez, & Pérez Sierra (2017). El ácido ascórbico 

se caracteriza por ser un constituyente termosensible que disminuye cuando se 

expone la biomasa a condiciones adversas de conservación.  

 



 
 

   
 

 
 

Figura 9. Concentración de Vitamina C en microalgas. Los valores representan 

la media ± Error estándar. Los resultados se expresan como mg por g de 

microalga peso seco. 

 

 

Resulta complicado comparar los resultados obtenidos en la presente 

investigación ya que existen pocos reportes de esta vitamina en microalgas y 

no especifican cómo lograr mejorar su rendimiento. Además se sabe que este 

contenido se ve afecto por el contenido de vitaminas propias del medio de 

cultivo por lo cual existen grandes variaciones inclusive dentro de la misma 

especie (Fabregas & Herrero, 1990).  

 

 

Por lo tanto, al no existir literatura suficiente con respecto al contenido de 

vitamina C en microalgas, como lo reportado en plantas terrestres, se justifica 

la investigación respectiva. Además, es importante analizar este compuesto ya 

que es el antioxidante hidrosoluble más potente en el plasma sanguíneo 

humano y actúa como regenerador de la vitamina E en sistemas lipídicos (Stahl 

& Sies, 2003). Al tener interacciones sinérgicas con el beta-carotenopara la 

eliminación de las especies de nitrógeno reactivo, es necesario ver su 



 
 

   
 

concentración para de esta manera poder analizar si este es el caso en las 

microalgas. 

 

 



 
 

   
 

5. Conclusiones y Recomendaciones 
 

5.1. Conclusiones 

 

Las Áreas Protegidas y Conservadas del Ecuador presentan una biodiversidad 

de microalgas con potencial biotecnológico y bioquímico. Las 19 cepas 

identificadas molecularmente de la CFE-UDLA son capaces de sintetizar 

pigmentos y metabolitos secundarios polifenólicos con una diversidad de 

estructuras químicas las cuales se consideraban estaban únicamente 

presentes en plantas terrestes y macrofitas acuáticas. Se logró cuantificarlos 

mediante la estandarización de protocolos espectrofotométricos empleados en 

plantas y frutos. Las especies que destacan por su contenido compuestos 

fenólicos son Scenedesmaceae sp., Gloeotilopsis sterilis y Chlorella vulgaris. 

 

 

El presente estudio ayudó a comprobar que son los compuestos fenólicos los 

principales contribuyentes a la actividad antioxidante de estos microorganismos 

mas no su contenido de carotenoides. 

 

 

Las microalgas representan una fuente promisoria de carotenoides en donde 

destacan Scenedesmus sp. y Chlorella vulgaris. Considerando los resultados 

obtenidos, se puede concluir que estos microorganismos tienen una 

composición bioquímica de interés ya que son capaces de sintetizar 

compuestos bioactivos antioxidantes con potencial aplicación en áreas 

nutracéuticas y farmacológicas.  

 

5.2. Recomendaciones 

 

Se sugiere continuar con los estudios a partir de las cepas prometedoras o con 

las posibles nuevas especies de microalgas de la CFE-UDLA en líneas 

celulares para un mejor entendimiento de las interacciones fenólicas ya que la 



 
 

   
 

actividad antioxidante determinada no necesariamente predice la efectividad 

biológica de los extractos. La cepa Scenedesmaceae sp. Tow 9/21 P-14w CFE-

22-002 presentó los valores más significativos en los estudios 

espectrofotométricos, por lo cual se recomienda realizar la contiunación de los 

estudios; determinación de carotenoides, vitamina C y clorofila.  

 

 

De igual manera, se recomienda aplicar uno o varios tipos de condiciones de 

estrés, y estandarizar los parámetros y condiciones de cultivo, para de esta 

manera alterar el metabolismo de las microalgas a favor del compuesto de 

interés que se desea producir 

 

 

Se recomienda determinar mediante HPLC otros tipos de carotenoides como la 

cantaxantina, astaxantina y violaxantina, los cuales se sabe por bibliografía son 

producidos por las microalgas y poseen una alta capacidad antioxidante.   

 

 

Por otro lado, se recomienda determinar mediante métodos como HPLC otros 

antioxidantes como los compuestos simples sulfatados, los florotaninos y 

bromofenoles los cuales son un rasgo distintivo de las microalgas con respecto 

a las plantas terrestres. 
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Anexo 1. Fotografías de las microalgas estudiadas en una escala de 10 µm.  

 

 

 
OTU 1. Coelastrella sp. 

 

 
OTU 3. Chlorella sorokiniana 

 
OTU 5. Chlorella vulgaris 

 
 

 
OTU 6. Spumella obliqua 

 

 
 
 
 
 

OTU 7. Spumella sp. OF-40 

 

 
OTU 8. Spumella-like flagellate 

 

 

 
OTU 9. Scenedesmus sp. 

 

 
OTU 11. Stichococcus sp. 

 



 
 

   
 

 

 
OTU 12. Scenedesmus vacuolatus 

 

 
OTU 1. Gloeotilopsis sterilis 

 

 

 
OTU 1. Desmodesmus subspicatus 

 

 

 
OTU 18. Scenedesmaceae sp. 

 

 

 
OTU 20. Parachlorella kessleri 

 

 

 
OTU 21. Poterioochromonas malhamensis 

 

 
OTU 22. Acutodesmus obliquus 

 

 

 
OTU 24. Desmodesmus abundans 

 



 
 

   
 

 
OTU Y1. Synechocystis sp. 

 

 

 
OTU Y2. Chroococcidiopsis thermalis 

 

 

 
OTU Y4. Synechocystis sp. 

 

 
 
 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

   
 

Anexo 2. Medios utilizados para cultivo de microalgas. 

 

Medio BG-11 (pH 7,5) 

(Rippka et al., 1979) 

Compuesto 
Solución 

Stock (g.L-1 
dH2O) 

Adición por litro 
de medio de 

cultivo 

MgNa2 EDTA .1H2O 1 g 1 mL 

Citrato férrico de amonio 6 g 1 mL 

Ácido cítrico .1H2O 6 g 1 mL 

CaCl2 . 2H2O 36 g 1 mL 

KH2PO4 .3H2O 40 g 1 mL 

MgSO4 .7H2O 75 g 1 mL 

Na2CO3 20 g 1 mL 

NaNO3   1,5 g 

Solución Metales Traza (para 1 L) 1 mL 

H3BO3 2,86 g   

MnCl2 . 4H2O 1,81 g   

ZnSO4 .7H2O 0,22  g   

Na2MoO4 .2H2O 0,39 g   

CuSO4 .5H20 0,08 g   

Co(NO3)2 .6H2O 0,05 g   

 

Medio BBM (pH 6,6) 

(Bold, 1949) 

Compuesto 
Solución 

Stock (g.L-

1 dH2O) 

Adición por litro de 
medio de cultivo 

NaNO3 25 g 10 mL 

CaCl2.2H2O 2,5 g 10 mL 

MgSO4.7H2O 7,5 g 10 mL 

K2HPO4 7,5 g 10 mL 

KH2PO4 17,5 g 10 mL 

NaCl 2,5 g 10 mL 

Solución EDTA (para 1 L) 1 mL 

EDTA 50 g 
 KOH 31 g  
 Solución de hierro acidificada (para 

100 mL) 1 mL 

FeSO4.7H2O 0,498 g 
 H2SO4 (96%) 0,1 mL 
 H3BO3 11,42 g 1 mL 



 
 

   
 

Solución Metales Traza (para 1 L) 1 mL 

ZnSO4.7H2O 8,82 g 
 MnCl2.4H2O 1,44 g   

MoO3 0,71 g    

CuSO4.5H2O 1,57 g    

Co(NO3)2.6H2O 0,49 g   
 

Medio Bristol (pH 6) 

(UTEX, 2019) 

Compuesto 
Solución 

Stock (g.400 
mL-1 dH2O) 

Adición por litro 
de medio de 

cultivo 

NaNO3 10 10 mL 

CaCl2.2H2O 1 10 mL 

MgSO4.7H2O 3 10 mL 

K2HPO4 3 10 mL 

KH2PO4 7 10 mL 

NaCl 1 10  mL 
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