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RESUMEN 

Los exopolisacáridos (EPS) son polímeros de alto peso molecular que son 

secretados por las cianobacterias.  Estos polímeros tienen una gran capacidad de 

absorción y retención de humedad por lo que tienen amplias aplicaciones en las 

industrias biotecnológica. En este estudio, se realizó la extracción y cuantificación 

de EPS de dos cianobacterias extremófilas aisladas de la laguna de San Camilo-

La joya, Arequipa. Las especies aisladas fueron Euhalothece sp. y Synechococcus 

sp. La producción de EPS se estimó en 6.4g/L para Euhalothece sp. y 5.2 g/L para 

Synechococcus sp. durante 15 días de cultivo. 

Los EPS producidos se evaluaron durante 72 horas con el fin de determinar 

su capacidad de absorción y retención de humedad usando como testigo al 

quitosano y urea. El mayor porcentaje de absorción de humedad se obtuvo con el 

EPS de Euhalothece sp. (79.6%) y Synechococcus sp. (69.2 %) frente a los 

controles quitosano (35.2 %) y urea (32%). La capacidad de retención de humedad 

fue de 79.2 % para el EPS de Euhalothece sp., 71.5 % para el EPS de 

Synechococcus sp., 62.4% para quitosano y de 45.0% para urea. Estos resultados 

muestran que los EPS de estas cianobacterias tienen gran potencial como 

humectante en la industria campo cosmética. 

 

Palabras clave: Exopolisacáridos, EPS, Euhalothece sp., Synechococcus 

sp., humectante, absorción, retención, quitosano, urea. 
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ABSTRACT 

Exopolysaccharides (EPS) are high molecular weight polymers that are 

secreted by cyanbacteria. These polymers have a great capacity to absorb and 

retain moisture, which is why they have wide applications in the biotechnology 

industries. In this study, the extraction and quantification of EPS from two 

extremophilic cyanobacteria isolated from the San Camilo-La joya lagoon, Arequipa, 

was carried out. The isolated species were Euhalothece sp. and Synechococcus sp. 

EPS production was estimated at 6.4g / L for Euhalothece sp. and 5.2 g / L for 

Synechococcus sp. during 15 days of culture. 

The EPS produced were evaluated for 72 hours in order to determine their 

moisture absorption and retention capacity using chitosan and urea as controls. The 

highest percentage of moisture absorption was obtained with EPS from Euhalothece 

sp. (79.6%) and Synechococcus sp. (69.2%) versus chitosan (35.2%) and urea 

(32%) controls. The moisture retention capacity was 79.2% for the EPS of 

Euhalothece sp., 71.5% for the EPS of Synechococcus sp., 62.4% for chitosan and 

45.0% for urea. These results show that the EPS of these cyanobacteria have great 

potential as a humectant in the cosmetic industry. 

Keywords: Exopolysaccharides, EPS, Euhalothece sp., Synechococcus sp. 

humectant, absorption, retention, chitosan, urea 
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INTRODUCCIÓN 

La industria de productos cosméticos y para el cuidado de la piel es un 

negocio mundial enorme y en rápida expansión (1). El agua es absolutamente crítica 

para la flexibilidad, el funcionamiento normal, la maduración y la descamación de 

la piel, especialmente sus capas externas. Las cremas humectantes son mezclas 

complejas de agentes químicos especialmente diseñadas para hacer que las capas 

externas de la piel se hidraten y sean más flexibles al atraer agua y reducir la 

evaporación del agua (2). Por lo tanto, estos productos cosméticos están formulados 

para evitar la pérdida de agua transepidérmica y retener o aumentar el contenido 

de agua en el estrato corneo (3). Se ha demostrado que el tratamiento a largo plazo 

de los humectantes químicos aumenta la susceptibilidad de la piel a los irritantes y 

también influye negativamente en la función de barrera de la piel normal (4,5). Los 

humectantes de uso común en la cosmética son; glicerina, propilenglicol, pirrolidona 

carboxilato de sodio (PCA de sodio) y urea (2). Estos productos a altas 

concentraciones, o cuando se usan en personas con dermatitis pueden 

desencadenar reacciones adversas en la piel (6,7,8,9). Dadas las posibles 

consecuencias negativas del uso de tales ingredientes, los científicos han 

comenzado a investigar compuestos naturales que ofrecen alternativas más 

seguras. Un enfoque alternativo implica la explotación de las cianobacterias 

fotosintéticas como fuente biológica de ingredientes cosméticos. 

Las especies de cianobacterias sintetizan y secretan exopolisacáridos (EPS) 

que consisten en moléculas hidratadas de alta masa molecular. Estos están 

compuestos por una serie de residuos de ácido urónico (ácido glucurónico y 

galacturónico) y azúcar neutro (glucosa, galactosa, manosa, fructosa, ribosa, xilosa, 

arabinosa, fucosa y ramnosa) (10), así como constituyentes no carbohidratos como 

fosfato, lactato, acetato y glicerol (11). Además, las EPS de cianobacterias contienen 

grupos sulfato, una característica única entre las bacterias (12). Sorprendentemente, 

muchos EPS de cianobacterias se caracterizan por un nivel significativo de 

hidrofobicidad debido a la presencia de algunos grupos hidrofóbicos, como grupos 

acetilo unidos a éster, restos peptídicos y desoxihexosas (11). Otra característica 

que hace que los EPS de cianobacterias sean adecuados para la aplicación en 

cosmética, es su actividad antioxidante. Los EPS son capaces de eliminar aniones 
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superóxido y radicales hidroxilos in vitro (12,13). En el presente estudio se realizó la 

extracción de EPS a partir de dos cianobacterias extremófilas con el objetivo de 

evaluar y comparar su capacidad de absorción y retención de humedad a fin de 

explorar su potencial uso como ingrediente en la elaboración de humectantes.  
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OBJETIVOS 

Objetivo General 

Caracterizar los exopolisacáridos de cianobacterias extremófilas para su 

uso potencial cómo humectantes dérmicos. 

Objetivos Específicos 

• Aislamiento e identificación microbiológica de cianobacterias halófilas de 

ambientes salobres de la región Arequipa.  

• Extraer y cuantificar exopolisacáridos de cianobacterias halófilas 

mediante el protocolo modificado de Cristiane et al (14). 

• Evaluar y comparar la capacidad de absorción y retención de humedad 

de los exopolisacáridos para su potencial aplicación como humectante 

mediante el proceso de absorción de humedad. 
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HIPÓTESIS 

Se conoce que los EPS aislados de cianobacterias poseen gran capacidad 

de absorción y retención de agua, es posible que los EPS extraídos retengan mayor 

cantidad de humedad que los humectantes químicos que se utilizan en la industria 

cosmética actualmente y así se podría justificar su aplicación potencial cómo 

humectantes dérmicos orgánicos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



xii 

 

 

 

 

ÍNDICE DE CONTENIDO 

 

 
DICTAMEN APROBATORIO 

DEDICATORIA ........................................................................................................... iv 

AGRADECIMIENTOS ................................................................................................. v 

RESUMEN ................................................................................................................... vi 

ABSTRACT ................................................................................................................ vii 

INTRODUCCIÓN ...................................................................................................... viii 

OBJETIVOS ................................................................................................................. x 

Objetivo General .......................................................................................................... x 

Objetivos Específicos.................................................................................................. x 

HIPÓTESIS ................................................................................................................. xi 

ÍNDICE DE CONTENIDO ........................................................................................ xii 

ÍNDICE DE TABLAS ................................................................................................ xiv 

ÍNDICE DE FIGURAS ............................................................................................... xv 

GLOSARIO ............................................................................................................... xvii 

CAPÍTULO I: .............................................................................................................. 20 

1. Consideraciones teóricas ............................................................................... 20 

1.1. La biología de las cianobacterias .................................................................... 20 

1.2. Estructura celular ............................................................................................... 20 

1.3. Los exopolisacáridos ......................................................................................... 23 

1.4. Cianobacterias y la industria de cosmética ................................................... 24 

1.5. Los hidratantes ................................................................................................... 25 

1.6. Composición de EPS ........................................................................................ 26 

1.7. Sistemas de cultivos de cianobacterias ......................................................... 28 

1.8. Procesamiento de biomasa de microalgas .................................................... 30 

CAPÍTULO II: ............................................................................................................. 33 

2. Materiales y métodos ...................................................................................... 33 

2.1. Ubicación ............................................................................................................. 33 

2.2. Materiales ............................................................................................................ 33 



xiii 

 

2.2.1. Material biológico ........................................................................................ 33 

2.2.2. Material de laboratorio ............................................................................... 33 

2.2.3. Equipos, aparatos e instrumentos ........................................................... 34 

2.2.4. Reactivos: .................................................................................................... 34 

2.3.     Metodología.................................................................................................... 35 

2.3.1.   Aislamiento y cultivo de cianobacterias ................................................... 35 

2.3.2. Protocolo para el aislamiento y cultivo .................................................... 36 

2.3.3. Cultivo de cianobacterias y obtención de biomasa de      
cianobacterias ........................................................................................................... 37 

2.3.4.    Extracción de EPS ..................................................................................... 37 

2.3.5  Capacidad de absorción y retención de humedad del EPS        crudo
 ………………………………………………………………………………38 

2.4 Flujograma de procesos .................................................................................... 40 

CAPÍTULO III: ............................................................................................................ 41 

3. Resultados y discusiones ............................................................................... 41 

3.1.   Aislamiento de cianobacterias halófilas de ambientes salobres de la 
región Arequipa. ........................................................................................................ 41 

3.2.    Extracción y cuantificación de exopolisacaridos de cianobacterias ....... 44 

3.3.  Evaluación y comparación de la capacidad de absorción y retención de 
humedad de los EPS. ............................................................................................... 46 

CAPÍTULO IV: ........................................................................................................... 56 

4. Conclusiones y recomendaciones...................................................................... 56 

4.1.    Conclusiones ................................................................................................... 56 

4.2.    Recomendaciones.......................................................................................... 56 

4.3.    Referencias bibliográficas ............................................................................. 57 

4.4     Anexos ............................................................................................................. 71 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



xiv 

 

 

 

 

 

 

 

ÍNDICE DE TABLAS 

Tabla 3.1 Valores de los promedios y desviación estándar de los porcentajes de 

absorción de humedad en cámara de (NH4)2SO4 ....................................................... 49 

Tabla 3.2. Comparación de la capacidad de absorción máxima de agua de los EPS de 

Euhalothece sp. y Synechococcus sp., frente a quitosano y urea y urea al cabo de 72 h 

de evaluación. ............................................................................................................... 50 

Tabla 3.3 Capacidad de retención de humedad en una cámara saturada de Na2CO3 

(43% de HR). ............................................................................................................... 51 

Tabla 3.4 Comparación de la capacidad de retención de humedad de los EPS de 

Euhalothece sp. y Synechococcus sp. frente a quitosano y urea al cabo de 72 h de 

evaluación. ................................................................................................................... 52 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



xv 

 

 

 

 

ÍNDICE DE FIGURAS 

Figura. 1.1. Representación esquemática de la célula vegetativa de una 
cianobacteria. 1, membrana celular; 2, tilacoide; 3, ficobilisomas; 4, gránulos 
de glucógeno; 5, gránulos de cianoficina; 6, gránulos de polifosfato; 7, 
ribosomas; 8, carboxisoma rodeado de nucleoplasma; 9,                        
vesícula de gas (22). ................................................................................................. 22 

Figura. 1.2. Estructura química de A: Digalatosilglicerol, B: Monogalctosil 
glicerol  y C: Sulfoquinovosylglycerol generada en pubchem. Fuente 
(https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/)........................................................................ 22 

Figura. 1.3. Estructura química de Exopolisacarido generada en pubchem. 
Fuente (https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/) .......................................................... 24 

Figura. 1.4. A. Estructura de un EPS. B, C y D imágenes SEM de la 
morfología de EPS producidas por costras de   cianobacterias en suelos de 
arena de Kalahari (59). B. tipo capsula, C tipo  granulo y D tipo vaina. ........... 28 

Figura 1.5.   Sistemas de cultivos de cianobacterias. A) Estanques de 
canalización. B) Fotobiorreactores tubulares (67,68). ......................................... 30 

Figura. 1.6. Estructura química de A: Limoneno, B: Farneseno generada en 
pubchem. Fuente (https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/) ....................................... 32 

Figura 2.1. A) Zona de muestreo en las lagunas de San Camilo-La Joya 
Arequipa. (B y C) proceso de colecta de muestras donde se observa los 
depósitos de sal en la superficie del suelo. ........................................................... 35 

Figura 2.2 (A) Vista lateral del diseño e implementación de la cámara de 
humedad donde se muestra los 5 componentes. (B) Cámara de humedad 
vista desde arriba dónde se muestra las placas multipocillo donde se ubican 
las unidades experimentales (EPS1, EPS2 y los controles; quitosano          y 
urea). ........................................................................................................................... 39 

Figura 3.1. A y B placas con cultivos de cianobacterias antes de la 
purificación. C y D cultivos puros de las dos cianobacterias después de la 
purificación. ................................................................................................................ 42 

Figura 3.2.  Fotografía de las especies puras de cianobacterias aisladas de 
San Camilo-La joya. A. Euhalothece sp. B. Synechococcus sp. Se observa 
una gran diferencia en el tamaño de las células comparado a la especie 
Euhalothece sp. ......................................................................................................... 43 

Figura 3.3. Curva de crecimiento de las cianobacterias durante 15 días de 
cultivo de Euhalothece sp y Synechococcus sp................................................... 43 

Figura 3.4. Capacidad de absorción de agua frente al tiempo de los EPS 
(EPS1 y EPS2) en comparación a las muestras control (quitosano y urea) 
llevados a cabo en cámara saturada de K2CO3 (43% HR) a 25°C. ................ 47 



xvi 

 

Figura 3.5. Capacidad de absorción de EPS (EPS1, EPS2) y muestras de 
control (quitosano y urea) realizado en cámara saturada de (NH4)2 SO4 (81% 
RH) a 25°. El gráfico muestra datos de experimentos por triplicado. ............... 48 

Figura 3.6. Capacidad de retención de humedad en una cámara saturada de 
Na2CO3 (43% de HR). ............................................................................................. 50 

Figura. 3.7. Estructura química de A: N-acetil glusamina, B: Acido gluronico, 
C: Manosa, D: Galactosa, E: Fucosa generada en pubchem. Fuente 
(https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ ......................................................................... 55 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



xvii 

 

 
 
 

GLOSARIO 

 

Arabinosa: monosacárido de cinco carbonos con un grupo aldehído por lo 

que pertenece al grupo de las aldosas y dentro de este al de las 

aldopentosas. 

 

Carbonato de sodio: Es un compuesto inorgánico blanco con fórmula 

Na₂CO₃ que, inodoro y soluble en agua y que producen soluciones 

moderadamente alcalinas en agua.  

 

Catalizador: Es una sustancia o molécula que tiene la capacidad de acelerar 

las reacciones químicas. 

 

Cianobacterias:  Son mejor conocidas como algas verdiazules, representa 

un grupo grande y heterogéneo de organismos procarióticos fotosintéticos.  

 

EPS: Son polímeros de carbohidratos de alto peso molecular que son 

secretados fuera de la célula. 

 

Estrato córneo: Es la capa más externa de la epidermis y marca la etapa 

final de la maduración y el desarrollo de los queratinocitos 

 

Extremófilos: Son organismos que habitan en condiciones extremas.  

 

Fructosa: La fructosa es un monosacárido. La fructosa unida a la glucosa, 

forma la sacarosa.  

https://www.sciencedirect.com/topics/food-science/monosaccharides
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Fucosa: Es un desoxiazúcar y un derivado de l-galactosa, con fórmula 

química C6H12O5, carece de oxígeno en el carbono 6. 

 

Galactosa: Es un monosacárido que tiene la fórmula molecular C 6H12O6  y 

masa molar 180,156 g / mol.  

 

Humectante: Sustancia química que promueve la retención de humedad, 

actúan extrayendo agua de la dermis. 

 

Manosa: Es una aldohexosa natural que se diferencia de la glucosa por la 

inversión de uno de los cuatro centros quirales de la molécula. 

 

Medio de cultivo BG-11: Medio nutritivo recomendado para el cultivo de 

cianobacterias, debido a su alta concentración de Nitrato de Sodio, además 

presenta sales de Calcio, Magnesio, Cobre, Manganeso, Zinc, Molibdeno, 

Borato y EDT A. 

 

PCA: Es una sustancia natural en la piel que tiene una fuerte higroscopicidad  

y puede absorber agua del aire. 

 

Polímeros:  Son macromoléculas que están formadas por cadenas de una 

unidad básica, cada unidad se llama monómero. 

 

Quitosano: Es un polisacárido que se extra de la quitina del 

exoesqueleto de crustáceos e insectos. 

 

Ramnosa: Es una metil pentosa, de formula C 6 H 12 O 5, que se encuentra 

en muchas plantas como glucósido. 

https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/polysaccharide
https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/chitin
https://www.sciencedirect.com/topics/medicine-and-dentistry/exoskeleton
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Ribosa: Es un azúcar natural, un monosacárido que contiene 5 átomos de 

carbono (pentosa), sirve de bloque de construcción para fabricar nucleótidos. 

 

Sacran: polisacárido natural de alto peso molecular extraído de las algas, 

Aphanothece sacrum, que vive en agua clara de manantial en forma de agua 

de reflujo. 

 

Urea: Es un compuesto químico útil y natural, CO(NH2)2, también conocido 

como carbamida, que se encuentra en la orina de los mamíferos, entre otros 

lugares. 

 

Xilosa: Es un monosacárido con  cinco átomos de carbono con grupo 

funcional aldehído. 

 

Densidad celular: Es Número de células por unidad de volumen. 

 

DCW: Peso seco  
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CAPÍTULO I:  

1. Consideraciones teóricas 

1.1. La biología de las cianobacterias 

Las cianobacterias son los organismos más antiguos en la tierra (más de 

2.500 millones de años). Estos organismos se encuentran en diferentes ambientes 

océanos, lagos, estuarios, ríos, pantanos, postres, selvas tropicales, aguas 

termales y valles secos antárticos (15,16). Las cianobacterias desarrollaron la fijación 

de carbono cuando la concentración atmosférica de CO2 fue de 10 a 100 veces 

superiror(17,18). Debido a esto, las cianobacterias participaron indirectamente en la 

formación de la capa de ozono (19). Las cianobacterias son principalmente 

fotoautótrofos aeróbicos, pero también pueden realizar fotosíntesis anaeróbica.  

Algunos de estas cianobacterias también pueden crecer como fotoheterótrofos o 

quimioheterótrofos (20). La enzima fijadora de carbono en estos microorganismos es 

la ribulosa-1,5-bifosfato carboxilasa (RuBisCO)(16). Muchas especies de 

cianobacterias también son diazotrofos que juegan un papel notable en la fijación 

de nitrógeno molecular (N2), donde la nitrogenasa cataliza la reducción de N2 a 

amonio (21). Debido a que esta enzima es inhibida por el oxígeno molecular, la 

fijación de N2 debe separarse de la fotosíntesis oxigenada. Para la separación 

espacial, las cianobacterias tienen células diferenciadas (22).  

1.2. Estructura celular  

Las cianobacterias son organismos microscópicos procariotas, sin embargo, 

su configuración celular es diferente de las bacterias y arqueas más simples (23). La 

representación de la célula vegetativa de una cianobacteria se presenta en la Figura 

1.1. La pared celular está formada por una membrana rica en lipopolisacárido (LPS) 

y una capa interna de peptidoglucano. A diferencia de otras bacterias Gram 

negativas, la capa de peptidoglucano cianobacteriano es al menos cinco veces más 

gruesa y su LPS carece de fosfato, heptosas y ceto- desoxioctonato unidos (24,25). 

Otros componentes de la membrana son los carotenoides, los ácidos grasos 

hidroxilados y las porinas Toc75 responsables de la translocación de proteínas en 

organismos fotosintéticos (26,27). Las cianobacterias también están rodeadas de 

vainas, cápsulas y limos. Estas biopelículas se forman por la liberación de 
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polisacáridos extracelulares (EPS) a través del complejo de poros de unión (JPC) 

que conecta el citoplasma con el exterior.  

Las cápsulas y las vainas juegan un papel protector en condiciones 

ambientales extremas y la modificación del limo es necesario para el movimiento 

por deslizamiento (28). 

La pared celular se separa de la membrana mediante el espacio periplásmico 

interno. Los tilacoides son membranas intracelulares queabarcan la mayor parte del 

citoplasma y están dispuestas en una serie de cilindros concéntricos alineados con 

el eje largo de la célula (29). Los tilacoides se organizan como bicapas lipídicas 

hechas de monogalactosilglicerol (MGDG) (∼40%), digalactosildiacylglycerol 

(DGDG) (∼32%), sulfoquinovosildildiacilglicerol (SQDG) (∼15%) y 

fosfatidilglycerol∼ (%) (30). El espacio dentro de los tilacoides es la luz y el espacio 

fuera de ellos es una prolongación del citoplasma (31). Los tilacoides son los centros 

para las reacciones de luz en la fotosíntesis, pero no están presentes en algunas 

cianobacterias (por ejemplo, Gloeobacter violaceus). En esos casos, las reacciones 

a la luz están directamente asociadas a la membrana citoplasmática (21,27). Una de 

las principales diferencias morfológicas entre los tilacoides cianobacterianos y los 

tilacoides cloroplásticos de las plantas superiores es la falta de apilamiento de 

membrana o formación de grana (19).  
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Figura. 1.1. Representación de la célula vegetativa de una cianobacteria. 1, 

membrana celular; 2, tilacoide; 3, ficobilisomas; 4, gránulos de glucógeno; 5, 

gránulos de cianoficina; 6, gránulos de polifosfato; 7, ribosomas; 8, carboxisoma 

rodeado de nucleoplasma; 9, vesícula de gas (31). 

 

Figura. 1.2. Estructura química de A: Digalatosilglicerol, B: Monogalctosil 

glicerol y C: Sulfoquinovosylglycerol generada en pubchem. Fuente 

(https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/) 

 

 

A C 

B 

https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/
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El ADN de la mayoría de las cianobacterias está organizado en cromosomas 

circulares con una amplia gama de niveles de ploidía. Como ejemplo Synechocystis 

sp. PCC 6803 puede tener hasta 218 copias de cromosomas por célula. Por otro 

lado, los plásmidos de cianobacterias pueden estar completamente ausentes (en 

Prochlorococcus y Synechococcus) o presentarse como copias múltiples con 

tamaños que alcanzan cientos de kilobases (29). El citoplasma de las cianobacterias 

también contiene gránulos de polímero y vesículas de gas. Los gránulos se usan 

como reservas de polímeros de almacenamiento (es decir, cianofina y 

polihidroxialcanoatos) y las vesículas de gas se usan para movimientos flotantes 

(19,30,31).  

1.3. Los exopolisacáridos  

Los exopolisacáridos son polímeros de alto peso molecular que están 

compuestos de residuos de carbohidratos azúcar y son secretados por 

microorganismos al ambiente circundante. Exopolisacárido es un término utilizado 

por primera vez por Sutherland (1972) para describir polímeros de carbohidratos de 

alto peso molecular producidos por bacterias marinas. Los exopolisacáridos se 

pueden encontrar como en el material capsular o como limo disperso en el ambiente 

circundante sin asociación obvia a ninguna célula en particular (32,33). Generalmente 

están compuestos de monosacáridos y otros componentes que no son 

carbohidratos (como succinato, acetato, piruvato y fosfato). Debido su diversa 

composición, tienen muchas aplicaciones en la industria cosmética, farmacéutica y 

alimentaria. Muchos EPS de microorganismos están siendo investigados para 

reemplazar las gomas de plantas (como la goma xantana). Actualmente se han 

logrado  nuevos descubrimientos de EPS de microorganismos de importancia 

industrial (34). 
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Figura. 1.3. Estructura química de Exopolisacarido generada en pubchem. 

Fuente (https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/) 

 

1.4. Cianobacterias y la industria de cosmética 

Las cianobacterias o algas verdeazuladas son procariotas fotosintéticas con 

una larga historia evolutiva (35), lo que resulta en una amplia variedad de especies 

que ocupan hábitats diferentes (36). De hecho, las cianobacterias son ubicuas tanto 

en ambientes terrestres como acuáticos, incluso en extremos, como valles secos 

antárticos, lagos termofílicos y cuevas de lava (37,38). En el curso de su evolución, las 

cianobacterias también han fortalecido simbiosis únicas con otros organismos (39). 

Aunque los invertebrados albergan una infinidad de metabolitos secundarios con 

potentes propiedades biológicas, la microbiota asociada parece ser la verdadera 

fuente de los compuestos (40). 

 Esto es particularmente interesante en el caso de los organismos marinos, 

donde el potencial de los invertebrados marinos para proporcionar metabolitos 

secundarios beneficiosos depende de su increíble microbiota, es decir, en las 

cianobacterias (41). En los últimos años, las cianobacterias se han considerado un 

enfoque alternativo a los compuestos naturales con aplicaciones en la industria 

cosmética (42,43). Al presentar sistemas fotosintéticos, de adaptación y de defensa 

complejos, las cianobacterias son capaces de producir diversos metabolitos, como 

https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/
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flavonoides, pigmentos (p. Ej., β-caroteno, c-ficoeritrina, ficobiliproteínas), fenoles, 

saponinas, esteroides, taninos, terpenos y vitaminas (44,45). Muchas especies de 

cianobacterias viven en ambientes extremos, incluida una alta exposición a la 

radiación solar y largos períodos de desecación. Para sobrevivir en condiciones tan 

extremas, las cianobacterias producen compuestos que permiten la protección 

contra la radiación ultravioleta (UV) y compuestos capaces de reducir la 

deshidratación extrema y el estrés oxidativo (46, 47). También se descubrió que varios 

géneros de cianobacterias, como la Spirulina, son ricos en nutrientes, como 

proteínas, carbohidratos, ácidos grasos, vitaminas y minerales (48), los cuales son 

componentes en  formulaciones cosméticas. 

1.5. Los hidratantes 

Las rutinas diarias de hidratación son comúnmente utilizadas por todas las 

clases sociales y demuestran la gran preocupación por una piel sana (49,50). Las 

cremas hidratantes contienen una variedad de combinaciones de agentes 

químicos, como emolientes, oclusivos y humectantes, dirigidos a atraer, retener y 

aumentar el contenido de agua y reducir la evaporación del agua para prevenir la 

Pérdida de Agua Transepidérmica (42). Sin embargo, pueden producirse reacciones 

cutáneas incómodas por formulaciones tópicas, como sensaciones sensoriales o 

subjetivas sin signos de inflamación (50,51) y algunas lesiones subclínicas (52). Los 

agentes oclusivos, por ejemplo, tienen limitaciones en términos de olores, 

reacciones alérgicas y textura oleosa. Sin embargo, dado que los humectantes 

pueden mejorar la absorción de agua desde la dermis hacia la epidermis, donde 

luego puede perderse en el medio ambiente, casi siempre se combinan con un 

agente oclusivo para formar una barrera hidrófoba sobre la piel. El uso potencial de 

las cianobacterias como agentes hidratantes en cosméticos proviene del hecho de 

que estos organismos tienen mecanismos protectores como la excreción de 

exopolisacáridos (EPS). Las cianobacterias EPS están compuestas por varios 

azúcares y ácido urónico que pueden representar más del 60% del peso seco (47). 

En las células, el EPS puede aparecer covalentemente unido o unido a la superficie 

celular, formando vainas, cápsulas y mucílago (11). La tolerancia de las 

cianobacterias a la salinidad en ambientes salinos extremos parece deberse a una 

gruesa capa de EPS que rodea las células (53). Se descubrió que las células de 
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Nostoc comune cuando ingresan a un estrés por nutrientes secretan EPS, que los hace 

resistente a la desecación, lo que sugiere que la cantidad de EPS tiene un papel 

crucial en la tolerancia a la desecación en Nostoc comune (53). Dado que el EPS 

está compuesto por moléculas con capacidad de absorción y retención de agua, 

como el ácido urónico (10), se han estudiado para este propósito en cosmética en 

comparación con otros ingredientes. Se demostró una mayor capacidad de 

absorción de agua por EPS para una especie de Nostoc comune (10,1%) en 

comparación con la urea (5,8%) (53). En el mismo estudio, también se logró una 

mayor capacidad de retención de agua con EPS (28%), en comparación con la urea 

(15.9%) y el quitosano (7.3%), lo que sugiere que el EPS de cianobacterias tiene 

un mayor potencial para ser utilizado como un producto natural. humectante en la 

industria cosmecéutica con el beneficio de no tener que combinarse con un agente 

oclusivo. Okajima et al. extrajeron un EPS denominado sacran de la matriz 

extracelular de la cianobacteria Aphanothece sacrum y descubrieron que estaba 

compuesto de residuos de azúcar, como el ácido urónico, el ácido muramico y la 

manosa (54, 55, 56). En una comparación de retención de humedad entre el sacran y 

ácido hialurónico, se encontró que el sacran tiene mayor viscosidad y eficiencia de 

absorción de agua, así como gran capacidad  de absorber soluciones salinas como 

el Ca2+ y Mg2+ . Estos hallazgos fueron particularmente interesantes ya que el ácido 

hialurónico es uno de los ingredientes más utilizados en productos cosméticos y  

tiene alto costo y producción limitada (57). El Sacran es, por lo tanto, un gel de 

cianobacterias que tiene el potencial de ser utilizado como un agente altamente 

hidratante. 

1.6. Composición de EPS 

Los polisacáridos son polímeros que constan de cadenas de unidades de 

monosacárido o disacárido unidas por enlaces glucosídicos con diferente número 

de C (por ejemplo, seis para una hexosa como la glucosa) (figura 1.2). Numerosos 

estudios han caracterizado el EPS en cepas individuales de cianobacterias, solo un 

estudio ha intentado caracterizar el EPS cianobacteriano de las costras del suelo 

(58). La capa de EPS puede presentar diferentes formas morfológicas, ya sea 

cápsulas que rodean las células, granular y una vaina que rodea la colonia (59) 

(Figura 1.3).  Aunque estas formas morfológicas se han caracterizado en el 
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laboratorio para especies aisladas de cianobacterias, también se han observado en 

muestras de corteza de suelo seco (60). Las características de EPS producidas por 

las mismas especies de cianobacterias pueden ser significativamente diferentes 

dependiendo de la configuración de crecimiento. En condiciones de laboratorio sin 

limitaciones de nutrientes, se pueden formar productos más complejos, inducidos 

por diferentes medios de crecimiento, que en condiciones limitadas de nutrientes 

que a menudo se encuentran en suelos de tierras secas. Por lo tanto, es más 

probable que la síntesis de EPS in situ conduzca a la producción de solo productos 

esenciales, como glucosa y galactosa, requeridos por las cianobacterias (61). 

Algunas de las funciones de EPS no son específicas y son compartidas por toda la 

gama de polisacáridos, mientras que otras funciones son específicas de la 

estructura de EPS (59). Por ejemplo, estructuras similares pueden compartir roles 

específicos (por ejemplo, formando gel) mientras que tienen diferentes propiedades 

físicas (por ejemplo, reología) (60). Por lo tanto, es esencial comprender las 

complejidades de los procesos microbianos y los controles ambientales sobre la 

dinámica de la producción de EPS dentro de una comunidad de corteza terrestre 

antes de que se pueda avanzar en la predicción de la cantidad o forma de EPS 

producida en los suelos de tierras secas. Por ejemplo, en las tierras secas existe 

un vínculo estrecho entre los aportes de C y N por las costras de cianobacterias del 

suelo y la naturaleza y magnitud de los pulsos de lluvia (61,62). Por lo que es posible 

que el EPS en las costas del suelo se vea perjudicado  por la  humedad y los niveles 

de N. Las siguientes secciones evalúan los estudios publicados existentes sobre el 

efecto de las condiciones ambientales en la síntesis de EPS. 
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Figura. 1.4. A. Estructura de un EPS. B, C y D imágenes SEM de la 

morfología de EPS producidas por costras de   cianobacterias en suelos de arena 

de Kalahari (59). B. tipo capsula, C tipo granulo y D tipo vaina.  

 

1.7. Sistemas de cultivos de cianobacterias 

El cultivo de cianobacterias puede tener lugar en sistemas de estanques 

abiertos rentables o en fotobiorreactores cerrados más caros y elaborados. La 

elección de un sistema de cultivo adecuado está influenciada principalmente por 
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las especies de cianobacterias y el valor comercial del producto (62). Los estanques 

de canalización con ruedas de paletas y superficies de 300 a 5000 m2 son los 

sistemas abiertos más comunes para el cultivo industrial de Spirulina (figura 1.4). 

Aunque el riesgo de contaminación en los estanques de las pistas de rodadura es 

mayor que en los fotobiorreactores cerrados, es posible el cultivo masivo de 

espirulina en sistemas abiertos porque prosperan a altos niveles de bicarbonato (pH 

9.5– 11.0), que no son tolerados por contaminantes potenciales (60,63). Otros tipos 

de sistemas abiertos, utilizados para la producción en masa de biomasa 

cianobacteriana, son los estanques y lagos naturales, los sistemas inclinados de 

capa delgada y los estanques circulares con brazos giratorios (64). Los 

fotobiorreactores cerrados con capacidades entre 100 y 1000 L se utilizan para 

mejorar el control de las condiciones de procesamiento (por ejemplo, penetración 

de luz, intercambio de gases, pH y temperatura) y para mantener condiciones 

axénicas (puras). Como son más caros, los sistemas cerrados solo se utilizan para 

cultivar especies de cianobacterias especializadas capaces de producir metabolitos 

de alto valor. Se han diseñado diferentes tipos de sistemas cerrados para 

maximizar la utilización de la luz y el espacio, pero los más populares son los 

fotorreactores tubulares (figura 3). Estos sistemas se pueden organizar como 

circuitos tubulares planos que se sientan en el suelo, estructuras verticales con 

tubos paralelos horizontales o bucles helicoidales con soporte de bastidor. Otros 

sistemas cerrados incluyen foto-biorreactores cilíndricos y de panel plano (59,60,65). 

Independientemente del sistema de cultivo, el cultivo masivo de cianobacterias está 

limitado por el efecto de sombreado propio que surge a medida que los cultivos se 

vuelven más densos. Mientras que los microorganismos heterotróficos que crecen 

en sistemas de fermentación alcanzan densidades celulares de 50 g / L o más, la 

densidad celular máxima de las cianobacterias fotoautotróficas es de solo 5 a 10 g 

/ L DCW, incluso en condiciones óptimas de crecimiento (66). Considerando esta 

diferencia en la concentración de biomasa, la producción en masa económicamente 

factible de derivados de cianobacterias depende en gran medida de las operaciones 

de procesamiento aguas abajo. 
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Figura 1.5.   Sistemas de cultivos de cianobacterias. A) Estanques de 

canalización. B) Fotobiorreactores tubulares (67). 

1.8. Procesamiento de biomasa de microalgas 

Una vez que se alcanza la densidad celular óptima, la biomasa de 

cianobacterias de estanques y fotobiorreactores necesitan ser transformadas. El 

propósito de las operaciones de recolección es separar las células del medio 

líquido, elevando el porcentaje de biomasa de alrededor del 1% al 8-15% p / p (68). 

La selección adecuada de las técnicas de cosecha es esencial porque la operación 

de estos dispositivos representa el 20-30% del costo total de producción. Las 

operaciones de cosecha adecuadas dependen del tamaño celular, la morfología y 

la densidad. El cribado, la filtración y la sedimentación por gravedad son 

operaciones rentables para concentrar cianobacterias filamentosas más grandes (> 

70 μm), pero se prefiere la centrifugación y la flotación por aire disuelto para separar 

especies unicelulares más pequeñas (<30 μm). Aunque la microfiltración y la 

ultrafiltración se pueden usar para concentrar especies unicelulares con un tamaño 

de partícula inferior a 10 μm, estas técnicas de recolección pueden ser más caras 

(69). La eficiencia de las operaciones de cosecha puede mejorarse mediante la 

floculación con sulfato de aluminio, sulfato férrico, polímeros catiónicos o quitosano 

(70), pero la adición de ayudas químicas debe evaluarse cuidadosamente para evitar 

la contaminación o el aumento de los costos de purificación. Idealmente, la 

producción de productos químicos por cianobacterias debería tener lugar en 

especies de rápido crecimiento y formadoras de filamentos (71). 
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Después de la recolección de biomasa, es necesario eliminar el exceso de 

contenido de agua, ya sea para mejorar las operaciones de extracción adicionales 

o para evitar la degradación. Las operaciones de secado son procesos intensivos 

en energía necesarios para llevar la concentración de biomasa a 90-95% p / p (~7% 

p/p de humedad). Nuevamente, la selección de sistemas de deshidratación 

adecuados es crítica para el procesamiento a gran escala porque su operación 

representa hasta el 30% del costo total de producción (66). Además del uso eficiente 

de la energía, también se requiere un secado rápido de la biomasa para evitar la 

degradación de los compuestos sensibles al calor (69). Entre las diferentes 

tecnologías, el secado por pulverización, el secado en tambor, el secado de flujo 

cruzado y la liofilización se pueden usar para el procesamiento a gran escala de 

cianobacterias. Si bien se prefiere el secado por pulverización en la producción a 

nivel industrial de derivados de cianobacterias (por ejemplo, suplementos de 

Spirulina, biocombustibles o biopolímeros), la liofilización puede ser una mejor 

opción para productos químicos de alto valor como los pigmentos y productos 

farmacéuticos (69,70). 

Los últimos pasos en el procesamiento posterior de los productos de 

cianobacterias son la extracción y la purificación. Para extraer los metabolitos 

intracelulares, se pueden usar tratamientos mecánicos y químicos para romper la 

pared celular de las cianobacterias. Si bien las operaciones mecánicas incluyen la 

rotura mediante ultrasonido, homogeneización a alta presión y trituración por perlas, 

los tratamientos químicos incluyen tratamientos enzimáticos y extracción de líquido 

y líquido supercrítico. Además, la desintegración del campo eléctrico por pulsos es 

un método prometedor para alterar la permeabilidad de la membrana celular (70). La 

integración de los métodos de disrupción celular en el procesamiento a gran escala 

es una tarea difícil porque algunos de estos métodos son caros y su eficiencia está 

influenciada por las propiedades biológicas y morfológicas de las cianobacterias 

(70,72). La extracción líquida es la operación más común para recuperar metabolitos 

de cianobacterias y el tipo de solvente depende del producto de interés. Si bien la 

extracción de biopolímeros y biocombustibles se realiza con solventes orgánicos, 

los pigmentos se pueden extraer con tampones acuosos. Una vez que se ha 

obtenido el extracto crudo, la cromatografía industrial puede usarse para purificar 
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compuestos químicos. Dado que la recuperación de solventes y la cromatografía 

son operaciones costosas, los costos de extracción y purificación deben 

aprovecharse con la producción de metabolitos valiosos (73,70). 

Pueden ser necesarias diferentes secuencias de operación y tecnologías 

adicionales para la explotación de metabolitos específicos. Dado que las 

cianobacterias pueden liberar valiosos exopolisacáridos con aplicaciones 

potenciales en las industrias cosméticas, los filtrados o sobrenadantes de las 

operaciones de cosecha pueden procesarse aún más mediante precipitación 

alcohólica o nanofiltración (74). Siempre que las cianobacterias modificadas 

genéticamente también puedan liberar terpenoides en fase gaseosa (por ejemplo, 

isopreno, limoneno o farneseno) (75) el acoplamiento de columnas de absorción de 

gas a los sistemas de cultivo podría ser otra alternativa para obtener productos 

químicos valiosos de las bio-fábricas de cianobacterias. 

 

Figura. 1.6. Estructura química de A: Limoneno, B: Farneseno generada en 

pubchem. Fuente (https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/) 
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CAPÍTULO II:  

2. Materiales y métodos 

2.1. Ubicación 

La investigación se llevó a cabo en el laboratorio de Biología de la 

Universidad Nacional de San Agustín, en un laboratorio privado en Espinar - 

Cusco y en un laboratorio privado de una empresa Arequipeña. 

2.2. Materiales 

2.2.1. Material biológico 

• Muestras de cianobacterias  

2.2.2. Material de laboratorio 

• Tubos de Ensayo de 16 x 150 mm. 

• Probeta de10 ml 

• Matraces 

• Vaso de Precipitación de 1000 ml 

• Vaso de Precipitación de 250 ml 

• Puntas para micropipeta de 0-20 uL. 

• Puntas para micropipeta de 100-200 uL. 

• Tubos Eppendorf de 1,5 ml 

• Pipeta Pasteur 

• Pipeta de 10 ml 

• Pizeta 

• Papel Filtro 

• Espátula 

• Hojas de bisturí 

• Guantes 

• Tubos de ensayo 
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• Placas Petri 

• Frascos de 100ml 

2.2.3. Equipos, aparatos e instrumentos 

• Autoclave 

• Micropipetas 0.5-10µL, 100-1000µl,  

• Centrífuga  

• Espectofotómetro UV visible  

• Luxómetro 

• Cámara de flujo laminar horizontal 

• Cámara de cultivo 

• Microscopio óptico 

• Potenciómetro 

2.2.4. Reactivos: 

• Medio BG-11 

• (NH4)2SO 4 

• K2CO3 

• P2O5 

• Quitosano 

• Urea 

• Etanol 

• Ácido tricloroacético 

• Quitosano 
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Figura 2.1. A) Zona de muestreo en las lagunas de San Camilo-La Joya 

Arequipa. (B y C) proceso de colecta de muestras donde se observa los depósitos 

de sal en la superficie del suelo.  

 

2.3.     Metodología 

2.3.1.   Aislamiento y cultivo de cianobacterias 

Se realizó una salida de campo a la Laguna de San Camilo en la Joya-

Arequipa con el fin de colectar cianobacterias extremófilas (Figura 2.2). La colecta 

de cianobacterias presentes en las rocas halíticas se realizó mediante raspado con 

hojas de bisturí y cuchillos estériles. Las muestras fueron colocadas en tubos 

Eppendorf y frascos de boca ancha estériles. En la zona de muestreo se registraron 
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datos de temperatura, pH, iluminación (LUX), tipo de colonia y sustrato. Los frascos 

fueron rotulados  indicando la descripción del punto de muestreo, fecha y código de 

muestra, finalmente las muestras fueron transportadas en recipientes estériles para 

su aislamiento y cultivo en laboratorio. 

2.3.2. Protocolo para el aislamiento y cultivo 

a)  Método de aislamiento por diluciones 

Se preparó una serie de 5 tubos de ensayo con tapa rosca, al que se agrego 

9ml de medio BG-11. La composición del medio de cultivo BG-11 tubo la siguiente 

composición (g/l) (1) 75 g, NaNO3; (2) 2g K2HPO4, (3)  3.75  g MgSO4∙7H2O, (4) 1.8 g 

CaCl2∙2H2O, (5) 0.3 g ácido cítrico, (6) 0.3 g citrato férrico de amonio, (7) 0.05 g 

EDTANa2, (8) 1 g Na2CO3, (9) solución de metales traza 1.43 g H3BO3, 0.905 g 

MnCl2∙4H2O, 0.11 g ZnSO4∙7H2O, 0.195 g Na2MoO4∙2H2O, 0.04 g CuSO4∙5H2O and 

0.025 g Co (NO3)2∙6H2O.Debido a que estas cianobacterias son halófilas  al medio 

de cultivo se le adiciono 70g/L de NaCl. Usando una pipeta estéril, se tomó 1 ml de 

la muestra con cianobacterias y se colocó al tubo N°1, se agitó y luego, usando otra 

pipeta estéril, se repitió el paso anterior tomando 1ml de inoculo del tubo N°1 hacia 

el tubo N°2. Se repitió el mismo procedimiento con los tubos restantes hasta 

culminar con el tubo N°5, finalmente se obtuvo concentraciones de 10-1, 10-2, 10-3, 

10-4 y 10-5. Cada tubo se rotuló colocando su respectiva concentración. Los tubos 

inoculados con cianobacterias fueron colocados y se dejaron crecer en cámara de 

cultivo a temperatura de 25°C, 2000 lux y fotoperiodo de 12/12. Todo el aislamiento 

fue en condiciones asépticas mediante el uso de cámara de flujo laminar. 

b) Método de aislamiento en placa 

También se realizó el método de aislamiento en placa. Se prepararon 12 

placas Petri con agar al 1.5% (placas de 9 x 15 mm) que contenían 20 ml de medio 

agarizado con medio de cultivo BG-11 conteniendo70g/L de NaCl. De las diluciones 

del procedimiento anterior se transfirió 10 uL a cada una de las placas con medio 

agarizado (BG-11) y mediante un asa de siembra se extendió uniformemente por 

toda la superficie mediante la técnica de estriado por agotamiento. Las placas 

inoculadas se colocaron en una cámara de cultivo a 25°C, 2000 lux y fotoperiodo 

de 12/12. Las placas fueron monitoreadas semanalmente para verificar el 
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crecimiento y posible contaminación. Al cabo de dos semanas de crecimiento se 

logró observar el crecimiento de colonias verde azuladas en las placas. Cada 

colonia fue transferida a nuevas placas de agar mediante un asa de siembra estéril. 

Este procedimiento se realizó para purificar y seleccionar una especie única, 

obteniendo monocultivos en cada placa Petri. 

2.3.3. Cultivo de cianobacterias y obtención de biomasa de cianobacterias 

Luego de la purificación, cada colonia verdeazulada pura fue transferida a 

frascos de 100ml conteniendo 20 ml de medio BG-11 y 70g/L de NaCl. La 

transferencia de colonias se hizo con asa de siembra estéril. Los frascos inoculados 

con las cianobacterias se colocaron en una cámara de cultivo a temperatura 

ambiente de 24-25 °C, aproximadamente a 2000 LUX durante 9 días. Las células 

en crecimiento se verificaron tomando una muestra y observándolas mediante un 

microscopio de luz con un aumento de 40 y 100X. Después de cada semana de 

crecimiento se fue escalando a cultivos de 250mL, 1000mL 5000mL, y finalmente 

se escaló a 20L de cultivo de cada una de las especies de cianobacterias. El cultivo 

de 20L se llevó a cabo durante 15 días a condiciones de laboratorio para lo cual 

realizo la curva de crecimiento. Después de este periodo, los cultivos fueron 

expuestos a condiciones ambientales durante una semana con el fin de inducir la 

producción de EPS.  

 

2.3.4.    Extracción de EPS 

Una vez que se realizó la inducción de la producción de EPS en condiciones de 

estrés por radiación solar, la biomasa producida se retiró y se separó por filtración 

al vacío mediante equipo de filtración usando papel de filtro Whatman, grado 1.  Los 

EPS se precipitaron mediante la adición de etanol al 95%, en una proporción de 2: 

1 (v/v) y se mantuvo a 4ºC durante 24 horas. El material precipitado se filtró y el 

disolvente se evaporó en un horno a 35ºC. El EPS se resuspendió varias veces en 

agua destilada para eliminar los iones y la sal. La solución concentrada de EPS se 

secó en un horno a 70°C durante seis horas hasta la completa evaporación del 

agua, luego fue pulverizado y almacenado hasta realizar los ensayos de absorción 

y retención de humedad. La producción de EPS, obtenida después de la extracción, 
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se calculó mediante un método gravimétrico y se expresó como g/L. El contenido 

de EPS se calculó a partir de los datos obtenidos por triplicado (n = 3). 

 

2.3.5  Capacidad de absorción y retención de humedad del EPS crudo 

La capacidad de absorción y retención de humedad de los EPS de cada de 

las cianobacterias y las muestras de control se estudiaron utilizando el método 

informado por (76). Antes de la prueba de absorción de humedad, los EPSs de cada 

cianobacteria junto con las muestras control el quitosano y urea se pulverizaron en 

un molino. Después de la pulverización, cada muestra fue secada usando un horno 

a 80ºC durante 24 h. Los EPS, el quitosano y la urea fueron pesados, luego se 

colocaron 500mg de cada muestra en una cámara saturada de K2CO3 43% de 

humedad relativa (HR)] y una cámara saturada (NH4)2SO4 (81% de HR) a 25 °C, 

respectivamente.  Cada ensayo se realizó por triplicado. La cámara de humedad 

fue construida de material acrílico de 18 cm de alto, 34 cm de ancho y de 10 cm de 

profundidad (figura 5). Esta cámara fue implementada con una tapa, un higrómetro 

digital, un multipocillo, un portamuestras y un recipiente para K2CO3 y (NH4)2SO4 

(figura 5). 

El porcentaje de absorción de agua (Ra) se midió mediante la ecuación: 

Ra =
(Wn− W0)

W0
 x 100      (1) 

WO, peso inicial de la muestra y Wn peso final.  

Las muestras se procesaron cada 6 horas durante 72 h. 

Para la prueba de retención de humedad, el EPS seco y las muestras de 

control se mantuvieron a 43% de HR y se pesaron en diferentes puntos de tiempo 

durante 72 h. La capacidad de retención de Humedad (Rh) se basó en el porcentaje 

de agua residual en la muestra húmeda. 

Rh(%) = (
Hn

H0
) − 9 x 100        (2) 

Donde H0 y Hn son el peso del agua antes y después de colocarse en el 

desecador con gel de sílice, respectivamente. 
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Figura 2.2 (A) Vista lateral del diseño e implementación de la cámara de 

humedad donde se muestra los 5 componentes. (B) Cámara de humedad vista 

desde arriba dónde se muestra las placas multipocillo donde se ubican las unidades 

experimentales (EPS1, EPS2 y los controles; quitosano y urea).   
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2.4 Flujograma de procesos 

 

 

 

Aislamiento y cultivo de cianobacterias 

Cultivo de cianobacterias y concentración 
de biomasa 

Extracción de EPS 

Capacidad de absorción y retención de humedad 
del EPS crudo 
 

Análisis de datos 
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CAPÍTULO III:  

3. Resultados y discusiones 

3.1.   Aislamiento de cianobacterias halófilas de ambientes salobres de la 

región Arequipa. 

A partir de cultivos en placas Petri se aislaron y purificaron dos especies de 

cianobacterias halotolerantes Euhalothece sp. y Synechococcus sp. (Figura 3.1), 

colectadas de la laguna hipersalina en San Camilo, La Joya- Arequipa. Los 

parámetros fisicoquímicos del agua salobre fueron; temperatura (30 °C), pH (a 8.5), 

salinidad 70 g/L y 2500 Lux. 

La identificación de las especies se realizó en el Herbarium areqvipensis de 

la Escuela de Biología, Universidad Nacional de San Agustín de Arequipa.  

Euhalothece sp. presento células ovaladas de color azul verdoso en forma 

de bastón con un tamaño de 18-25 μm. La pared celular exterior es gruesa y su 

reproducción es por fisión binaria, donde la división celular siempre fue 

perpendicular al eje más largo de las células ovaladas (figura 3.2). 

La especie Synechococcus sp. presento células de aproximadamente 30 a 

47 µm, con células de forma esférica o elipsoidal en forma de varilla sin vaina 

mucilaginosa y las células son más largas que anchas.  Esta especie se encuentran 

como células solitarias o en pequeños grupos o pares.  Su reproducción es por 

fisión binaria, después de la división las células se separan o quedan dispuestas en 

filas cortas (pseudofilamentos) de varias células conectadas libremente con sus 

extremos (Figura 3.2). 
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Figura 3.1. Aislamiento y cultivo de Euhalothece sp. y Synechococcus sp. A.  

Aislamiento en placas con agar. B. Inóculos con cultivo líquido. C. Cultivo en 

fotobiorreactor. D. Cultivos después del escalamiento a condiciones de laboratorio. 
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Figura 3.2.  Fotografía de las especies puras de cianobacterias aisladas de 

San Camilo-La joya. A. Euhalothece sp. B. Synechococcus sp. Existe una gran 

diferencia en el tamaño de las células de ambas cianobacterias. 

 

Se encontró que las dos especies crecen en condiciones óptimas en medio 

BG-11 y toleran una concentración de 70 g/L.  Por tanto, estas dos especies se 

caracterizan como extremófilas halófilas con las condiciones óptimas para el 

crecimiento a 30 °C y pH 8-9.  
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Figura 3.3. Curva de crecimiento de las cianobacterias durante 15 días de 

cultivo de Euhalothece sp y Synechococcus sp. 
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La figura 3.3 muestra la curva de crecimiento realizada mediante los 

promedios y desviaciones estándar de la densidad celular de Euhalothece 

sp y Synechococcus sp. durante el cultivo de 15 días en condiciones 

ambientales (medio BG-11, 30 °C). La densidad máxima de células de 

Euhalothece sp. fue de 73.2 cel/mL frente a 88.5x10-5 cel/mL en 

Synechococcus sp.(Figura 3.3).  

3.2.    Extracción y cuantificación de exopolisacaridos de cianobacterias  

 

La producción de EPS en 15 días fue de 6.4g/L para Euhalothece sp  y 5.2 g/L para 

Synechococcus sp. En un estudio realizado por Cristiane et al (14), la producción a 

escala piloto de Spirulina sp., produjo solo 9.5 g L en 30 días de cultivo en 

condiciones exteriores (14). Esta variación en la producción de EPS podría estar 

influenciada por las condiciones de cultivo, salinidad y luz solar. La diferencia en 

cuanto a la producción de EPS de Euhalothece sp y Synechococcus sp., con 

Arthrospira platensis puede deberse a que las dos primeras cianobacterias fueron 

aisladas de un ambiente extremo con alto contenido de sal y alta luz solar (desierto). 

Este ambiente extremo provoca que estas especies posean mecanismos eficientes 

para producir EPS como medida para contrarrestar la desecación de las células y, 

por lo tanto, de la muerte (77). Varios estudios demostraron que la mejora en la 

producción de EPS en cianobacterias se obtuvo a altas intensidades de luz (78), 

mientras que otro estudio reportado por Trabelsi (79) especificó que la luz no era el 

factor determinante para la maximización de EPS en cultivos por lotes, pero 

interactuaba significativamente con la temperatura. Las mayores cantidades de 

EPS obtenidas bajo estas altas intensidades de luz podrían reflejar solo una mayor 

producción de biomasa que conduce a una mayor producción de EPS (80,81,82). De 

acuerdo a Lee et al, (2012) (80), la producción de EPS en cianobacterias aumenta a 

mayor concentración de NaCl.  

 

Las cianobacterias se dividen en dos grupos principales, eurihalina y estenohalina, 

según sus niveles de tolerancia a la sal (81,82) . Synechocystis  es una cianobacteria 

eurihalina capaz de adaptarse a una amplia gama de salinidad, desde agua dulce 

hasta 1,2 M de NaCl (83,84).  

https://www.nature.com/articles/s41598-020-57546-1#ref-CR12
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Las cepas estenohalinas viables incluyen a Euhalothece de ambientes 

hipersalinos (85,86). Euhalothece es una cianobacteria unicelular que requiere un 7% 

de NaCl para un crecimiento óptimo. Presenta una considerable variabilidad del pH 

y de las concentraciones de NaCl y carbonato (87). Sin embargo, se desconocen 

muchos de sus rasgos fisicoquímicos y mecanismos de protección que operan bajo 

estrés bajo en sal. Muchas veces el estrés salino afecta  la tasa de crecimiento en 

cianobacterias (88,89). Para hacer frente al estrés salino, las cianobacterias evitan la 

entrada de iones Na+ en la célula utilizando antiportadores 

de Na+/H+ y transportadores de K+, o acumulando varios solutos compatibles como 

sacarosa, trehalosa, glucosilglicerol, prolina y glicina betaína (15). Además, los 

exopolisacáridos (EPS) protegen a las cianobacterias contra el estrés 

osmótico/salino (90). También se dispone de evidencia experimental directa que 

respalda el papel protector de los EPS contra varios metales pesados (91, 92) para la 

cianobacteria unicelular Synechocystis. 

Los EPS son aniónicos debido a la presencia de grupos uronato y sulfato, que 

quelan cationes como Na + e iones de metales pesados en diversas bacterias 

fotosintéticas y no fotosintéticas 87. Se han identificado más de 500 genes putativos 

asociados con la estructura de la superficie celular en Synechocystis basándose en 

su homología con genes de E. coli y Salmonella (93). 

Se identificaron 118 genes potencialmente implicados en la síntesis de 

polisacáridos en Euhalothece (87). Estos 118 genes se expresaron a diferentes 

niveles en presencia de NaCl al 3%, pero solo seis respondieron a la privación de 

sal (87).  Por lo tanto, es posible que Euhalothece  produzca EPS para aclimatarse 

en hábitats hipersalinos. 

El contenido total de EPS de las células podría variar con la concentración de la 

sal. Por lo que sería interesante investigar la producción de EPS bajo 

concentraciones variables de sal externa. 

 

Se han observado el mismo caso para varias cepas de cianobacterias 

halófilas como Aphanocapsa halophyta (94), Microcoleus vaginatus (95), Cyanothece 

(96) y Synechocystis sp. (97). El aumento de la cantidad de EPS podría sugerirse 

como una forma de evitar el estrés oxidativo en las células (53). La presencia de una 
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capa de EPS alrededor de la célula puede reducir la difusión de iones desde el 

medio a través de la superficie celular y, por lo tanto, prevenir la muerte celular (98). 

 

De Philippis et al (86) revelaron que la salinidad promueve la producción de 

carbohidratos en cianobacterias y microalgas por tanto las 

especies extremófilas halófilas tiene gran potencial para la 

producción de EPS.  En particular, muchas cianobacterias 

unicelulares que viven en ambientes hipersalinos (salinas, lagos, 

estanques, cuencas, etc.) se caracterizan por tener células 

rodeadas por una envoltura mucilaginosa (99), la cual es capaz de 

liberar grandes cantidades de exopolisacárido en el medio de 

cultivo. Por otro lado, la utilización de cepas de cianobacterias 

productoras de EPS capaces de crecer en medios hipersalinos 

sugiere la posibilidad de que sean cultivadas en tierras 

marginales, permitiendo así la utilización de recursos 

subexplotados para la producción de químicos de alto valor como 

sugiere Aller (100). 

 

3.3.  Evaluación y comparación de la capacidad de absorción y retención de 

humedad de los EPS.  

Se estudió la capacidad de absorción y retención de humedad de los EPS 

de Euhalothece sp (EPS1) y Synechococcus sp. (EPS-2). Esta evaluación realizo 

durante 72 horas y los registros de peso se realizó a intervalos de 6 horas. Los 

resultados se compararon con la capacidad de absorción y retención de humedad 

del quitosano y urea como controles positivos. Los valores de los promedios y 

desviación estándar de los porcentajes de absorción de humedad del ensayo se 

muestran en el anexo 2. 
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Figura 3.4. Capacidad de absorción de agua frente al tiempo de los EPS 

(EPS1 y EPS2) en comparación a las muestras control (quitosano y urea) llevados 

a cabo en cámara saturada de K2CO3 (43% HR) a 25°C. 

  

Los resultados de la capacidad de absorción en cámara saturada de K2CO3 (43% 

de HR) se muestra en la figura 3.4. 

En peso de todas las muestras aumentó rápidamente en los primeros 24 h, luego 

aumentó lentamente hasta alcanzar valores constantes (saturación) (figura 3.4). La 

capacidad de absorción del EPS de Euhalothece sp. y Synechococcus sp. Durante 

72h fue de 22.8% y 18.1 respectivamente. Los EPS de las cianobacterias fue mayor 

con respecto a quitosano (14%) y urea (12.70%) (figura 3.4). La absorción de 

humedad comparativa entre las muestras analizadas fue la siguiente: EPS1 > EPS 

2 > quitosano 2 > urea. 
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Figura 3.5. Capacidad de absorción de EPS (EPS1, EPS2) y muestras de 

control (quitosano y urea) realizado en cámara saturada de (NH4)2 SO4 (81% RH) 

a 25°. El gráfico muestra datos de experimentos por triplicado.  

Los resultados de capacidad de absorción en la cámara saturada de Na2CO3 (43% 

de HR) se muestran en la figura 3.5. La capacidad de absorción EPS -1 aumentó 

rápidamente a las 5 h hasta alcanzar valores constantes a las 50h (figura 3.5).  La 

capacidad de absorción EPS -2 aumentó rápidamente en las primeras 12 h y 

alcanzó su máximo a las 60 h (figura 3.5). 

El quitosano y la urea se usaron como controles positivos en el análisis de retención 

de humedad del EPS de las dos cianobacterias. Los valores de los promedios y 

desviación estándar de los porcentajes de humedad de cada muestra (anexo 2). 
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Tabla 3.1 Valores de los promedios y desviación estándar de los porcentajes 

de absorción de humedad en cámara de (NH4)2SO4 

 

               Porcentaje de absorción de humedad  

Tiempo de 
evaluación 
(horas) 

 

      EPS 
Euhalothece sp. 

 
EPS  

Synechococcus 
sp. Quitosano   Urea 

6  6.0 ±1.30 5.8 ±2.70 3.4 ±3.60 2.8±1.22 

12  20.0 ±2.25 8.63±2.45 7.4±5.40 6.5 ±2.34 

18  33.0 ±1.43 13.6±2.70 8.4±4.60 7.9±2.60 

24  37.8 ±2.45 18.5±4.10 14.2±3.20 12.8±2.45 

30  49.0 ±2.23 25.5 ±1.80 21.2±5.42 18.2±2.80 

36  61.0 ±1.2 35.4±2.80 28± 4.2 23.6±2.40 

42  73.6±2.35 47.6±2.32 34±3.20 26.2±3.45 

48 
 78.8 ±2.35 58.2±3.30 34.2±2.10 28.6±4.60 

54  78.4 ±5.40 64.2 ±2.22 35.6±3.40 32.8±3.90 

60  79.6±4.20 69.2±1.90 35±5.23 32.4±2.90 

66  79.5±4.02 69.2±3.72 35±4.10 32.2±3.42 

72  79.6±5.30 69.2±3.72 35.2±3.70 32±3.10 

              F: 8542.14; P<0.01 

La tabla 3.1, muestra los promedios y desviaciones estándar de los valores 

de los porcentajes de absorción de humedad a las 72 horas de evaluación después 

de ser sometido en la cámara de (NH4)2SO4. Se detalla también el valor del 

estadístico de Fisher F= 8542.14 (P<0.01) de la prueba estadística de comparación 

de ANOVA, el cual muestra que existe diferencias altamente significativas en el 

promedio de los porcentajes de absorción de humedad.  
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Tabla 3.2. Comparación de la capacidad de absorción máxima de agua de los 

EPS de Euhalothece sp. y Synechococcus sp., frente a quitosano y urea y 

urea al cabo de 72 h de evaluación. 

 

La capacidad de absorción del EPS de Euhalothece sp. y Synechococcus sp. 

durante 72 h fue de 79.6% y 69.2 %. respectivamente. Los EPS de las 

cianobacterias fue mayor con respecto a quitosano (35.2 %) y urea (32%) (Figura 

3.2 y tabla 3.2). La absorción de humedad entre las muestras es como sigue: EPS1 

> EPS 2 >quitosano 2 >urea.  

Figura 3.6. Capacidad de retención de humedad en una cámara saturada de 

Na2CO3 (43% de HR).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Muestras  Peso 
seco 
inicial 
(mg) 

Peso con 
agua (mg) 

% de absorción 
agua 

EPS de Euhalothece sp. 500 898 79.60 

EPS Synechococcus sp. 500 846 69.20 

Quitosano 500 676 35.20 
Urea 500 660 32.00 
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Tabla 3.3 Capacidad de retención de humedad en una cámara saturada de 

Na2CO3 (43% de HR).   

 

             CAPACIDAD RETENCION DE HUMEDAD (%) 

Tiempo de 
evaluación 

(horas) 

      EPS 
Euhalothece 

sp. 

EPS 
Synechococcus 

sp. 
Quitosano   Urea 

2 100 100 100 100 

6 95 ±20.40 92.0 ±2.25 86.0±2.40 77.7±2.40 
12 92.0 ±3.20 85±3.40 82±2.40 73.3±3.2 
18 90.0 ±2.42 83.4 ±3.70 75±2.60 66.9±2.20 
24 88±2.24 80.5±2.4 70±3.60 56±3.40 
30 84.4±3.24 78.4 ±2.20 68±3.20 52±3.70 
36 80.6±3.90 75.0 ±3.70 66.2±4.20 49.2±3.20 

42 
79.8±2.45 74.6 ±2.40 65.2±2.60 

48.4 
±2.45 

48 
79.4±4.25 72.4±4.24 64±4.26 

48.6 
±2.80 

54 79.2±3.48 71.3±3.20 63.2±3.30 46.2±2.44 
60 79.3±4.25 71.5±2.40 63±4.70 45.3±3.2 
66 79.2 ±3.60 71.6±4.20 63.5±5.60 45.5±2.50 
72 79.2 ±2.48 71.5±4.50 62.4±2.40 45±3.40 

              F: 2490.16; P<0.01 

Los valores de los porcentajes de retención de humedad a las 72 horas de 

evaluación después de ser sometido en la cámara de Na2CO3 (43% de HR).  se 

muestran en la tabla 3.3. Se muestran también el valor del estadístico de Fisher F= 

2490.16 (P<0.01) de la prueba estadística de comparación de ANOVA, el cual 

muestra que existe diferencias significativas en el promedio de los porcentajes de 

absorción de humedad. 

Se evidencia que el peso de las muestras se reduce con el tiempo. Después de la 

deshidratación durante 72 h a 43% de HR, las capacidades de retención de 

humedad de EPS-1, EPS-2, quitosano y urea fueron 79.2%, 71.5%, 62.4% y 45.0%, 

respectivamente (figura 3.6 y tabla 3.4). El agua se perdió gradualmente en todas 

las muestras, pero mucho más lentamente en EPS1 y EPS2 que en quitosano y 

urea. 
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Tabla 3.4 Comparación de la capacidad de retención de humedad de los EPS 

de Euhalothece sp. y Synechococcus sp. frente a quitosano y urea al cabo de 

72 h de evaluación. 

Estos resultados demuestran que el EPS muestra fuertes propiedades de absorción 

y retención de humedad, que es ligeramente superior a los controles (quitosano y 

urea) en términos de factores hidratantes naturales. La alta capacidad de retención 

de humedad de los EPS puede deberse a su estructura química y red tridimensional 

(101). por tanto, estos EP’S tienen un gran potencial para la aplicación en la industria 

cosmética.  

Los exopolisacáridos en los cosméticos funcionan como agentes 

gelificantes, ajustadores de la viscosidad, propiedad espesante y como 

retenedores de agua por medio de su capacidad de hinchamiento (89). Estos se 

deben a que los polisacáridos pueden solubilizarse en agua y también pueden 

reaccionar con la fibrina de la piel para formar una matriz de gel extracelular, lo 

que resulta en hidratación. La hidratación eficaz facilita la absorción y retención 

activa de la humedad por parte de la piel (102).  

Por lo tanto, las propiedades de absorción y retención de humedad deben 

evaluarse compararse con varios cosméticos en el mercado. 

Los EPS microbianos han atraído un gran interés entre los científicos debido 

a sus amplias aplicaciones potenciales que abarcan áreas como la salud 

(productos farmacéuticos y medicinas), la industria (cosméticos, textiles, lácteos, 

etc.) y el medio ambiente (103). También en la industria alimentaria como agentes 

emulsionantes y gelificantes, como agentes floculantes e hidratantes, 

emulsionantes, estabilizadores, agentes espesantes (104). Los EPS de microalgas 

y cianobacterias podrían utilizarse como nutracéuticos debido a su contenido en 

fibras, la capacidad de unión de ácidos y de intercambio catiónico, siendo también 

Muestras  Porcentaje de 
humedad en cámara 
saturada de 
Na2CO3 

Retención de 
humedad total 

EPS de Euhalothece sp. 100 79 

EPS de Synechococcus sp. 100 71 

Quitosano 100 62 

Urea 100 45 
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buenos candidatos como prebióticos (105). Los EPS solos o en combinación con 

otros compuestos tienen un gran potencial para ser utilizados en películas 

comestibles y revestimientos de alimentos, mientras que son portadores de 

aromas, colorantes, especias y nutracéuticos (106). Estos polímeros también tienen 

el potencial de ser utilizados en productos alimenticios bajos en grasa o sin grasa, 

como sustitutos de grasas en mayonesas (107,108), aderezos para ensaladas y otras 

emulsiones alimenticias (109). Los EPS de Porphyridium ya ha mostrado una buena 

capacidad de lubricación (110), siendo un excelente candidato para sustituir el ácido 

hialurónico como biolubricante. Otra aplicación prometedora podría ser como 

componente de una solución lubricante para las articulaciones, como se demostró 

inyectando el EPS de Porphyridium en las articulaciones de las rodillas de conejos 

(111), reduciendo  los trastornos causados por la artritis.  Los alginatos de 

microalgas y cianobacterias se han utilizado con mayor frecuencia en varias 

aplicaciones: liberación controlada de fármacos (112), encapsulación celular, 

andamiaje en ligamentos, ingeniería de tejidos y regeneración de casi todos los 

tejidos del organismo humano, o incluso preparación de moldes en odontología 

(113, 114, 115).  Los EPS se han aplicado ampliamente como hidrogeles, 

eventualmente combinados con otras sustancias, para ingeniería de tejidos 

neurales (116), ingeniería de tejidos cutáneos (117), ingeniería de tejidos óseos (118) 

y regeneración del músculo esquelético (119); regenerar la interfaz osteocondral 

(120); obtención  de células progenitoras endoteliales humanas (121). Kaltostat es un 

apósito de alginato disponible comercialmente que promueve la hemostasia y 

promueve el exudado en heridas con exudación baja a moderada.  Los alginatos 

también se han utilizado para crear un lecho capilar para la reconstrucción de 

tejidos (122) y en forma de soportes nanofibrosos para construir reemplazos 

vasculares que contienen células endoteliales y células de músculo liso (SMC) 

(123). Otra aplicación del alginato es como componente para la ingeniería de 

válvulas cardíacas (124). De manera similar al alginato y el quitosano se puede 

utilizar para la encapsulación celular en aplicaciones de ingeniería de tejidos 

debido a su potencial condrogénico (125). Las membranas compuestas con 

quitosano demostraron ser apósitos para heridas prometedores para la curación 

de quemaduras o úlceras (126). También el gel de agar y quitosano apoyó la 

formación de tejidos protésicos vasculares autólogos in vivo, llamados “biotubos” 
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(127). En formulaciones cosméticas, la carragenina se usa ahora para mascarillas 

faciales y en cremas tópicas (128).  El mercado de polisacáridos formadores de 

hidrogel a partir de cianobacterias tiene el potencial de crecer y desarrollarse aún 

más.  

Hay dos polisacáridos de interés cosmético disponibles en la actualidad que 

son elaborados por intervención humana, la goma de celulosa 

(carboximetilcelulosa) y la carboximetilquitina (128), y entre los polisacáridos 

utilizados en productos cosméticos, se pueden mencionar los alginatos, pectinas, 

gomas y quitosano por sus propiedades. gran aplicación como aditivos reológicos 

(128).  Sin embargo, solo se han utilizado comercialmente unos pocos EPS 

microbianos y menos aún de ambientes extremófilos. En este estudio los EPS 

mostraron una buena capacidad de absorción y retención de humedad. La 

capacidad de absorción de humedad del EPS-1 y EPS-2 fue mayor al quitosano y 

la urea. Del mismo modo, Sun et al, (127) que la capacidad de absorción de 

humedad del polisacárido extracelular producido por una bacteria marina del 

Ártico era mayor que la del quitosano, pero menor que la del hialuronato de sodio. 

Hasta ahora hay escasos estudios sobre absorción y retención de humedad que 

pueden aclarar este mecanismo de polisacáridos extracelulares. Un estudio de 

Chen et al, (101) informaron que la capacidad de absorción y retención de humedad 

depende del grupo 6-carboximetilo de la quitina y el quitosano. Los polisacáridos 

extracelulares de las bacterias marinas y salobres tienen gran capacidad de 

absorción y retención ya que se componen principalmente de N-

acetilglucosamina, ácido glucurónico, manosa, galactosa y fucosa, así como una 

pequeña cantidad de ramnosa y glucosa (119) Por tanto, la composición de 

monosacáridos y el peso molecular de los EPS tienen una gran relación con la 

capacidad de absorción, mientras más peso molecular hay mayor capacidad de 

retención de humedad (119). Falta aún más estudios sobre los mecanismos y 

composición que influyen en la capacidad de absorción y retención de humedad 

de los EPS. Por tanto, la capacidad de retención de humedad de Euhalothece sp. 

y Synechococcus sp. tiene gran potencial como humectante. 
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Figura. 3.7. Estructura química de A: N-acetil glusamina, B: Acido gluronico, 

C: Manosa, D: Galactosa, E: Fucosa generada en pubchem. Fuente 

(https://pubchem.ncbi.nlm.nih.gov/ 

 

Debido a la enorme variedad de especies de algas, muchos tipos de 

fracciones de polisacáridos con composiciones y propiedades aún desconocidas 

todavía están disponibles con un potencial no desarrollado.  Estas propiedades 

pueden investigarse más con el apoyo del conocimiento actual en química y 

ciencia de materiales de los polisacáridos formadores de hidrogel de algas, se 

espera que esta industria en crecimiento avance más y conduzca al desarrollo de 

nuevas aplicaciones biomédicas. La investigación sobre nuevas especies de algas 

y el desarrollo de nuevos procesos de extracción podrían respaldar aún más el 
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crecimiento de esta industria al abrir nuevas oportunidades más allá de las bien 

establecidas de alginato y agarosa.   

 

 

CAPÍTULO IV:  

4. Conclusiones y recomendaciones 

4.1.    Conclusiones 

Se aisló y cultivo 2 especies de cianobacterias halófilas de la región 

Arequipa, las especies corresponden a Euhalothece sp y 

Synechococcus sp. 

Se realizó la extracción y cuantificación de EPS de las cianobacterias 

Euhalothece sp y Synechococcus sp mediante el protocolo modificado 

de Cristiane et al (14).   

La producción de EPS se estimó en 6.4g/L para Euhalothece sp y 5,2 

g/L para Synechococcus sp. durante 15 días de cultivo. 

La capacidad de absorción del EPS de Euhalothece sp. y 

Synechococcus sp. durante 72h fue mayor que el grupo control 

quitosano y urea. 

4.2.    Recomendaciones 

• Optimizar la producción de EPS mediante variación la concentración 

de sal, luz, temperatura y pH. 

• Caracterizar la composición de los EPS de las cianobacterias 

estudiadas. 

• Realizar la aplicación de los EPS en la formulación de humectantes 

dérmicos. 

• Comparar la capacidad de absorción y retención de humedad de los 

EPS con otros humectantes: ácido hialurónico y alginato de sodio. 
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4.4 Anexos 
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Anexo 2.  Registro de datos  
 

Capacidad de absorción de humedad frente al tiempo de los EPS (EPS1 

y EPS2) en cámara saturada de K2CO3 (43% HR) 
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Capacidad de absorción de humedad frente al tiempo de los EPS (EPS1 

y EPS2) en cámara saturada de (NH4) 2SO4 (81% RH) 
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Capacidad de retención de humedad en una cámara saturada de Na2CO3 

(43% de HR).   
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