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Resumen de la tesis que presenta Enrique Gilberto Zepeda Lupio como requisito parcial para la obtención 
del grado de Maestro en Ciencias en Acuicultura. 
 
Crecimiento e inducción a la carotenogénesis de la microalga Dunaliella sp. en diferentes condiciones 

de cultivo 
Resumen aprobado por: 
 

 
___________________________ 

Dra. Beatriz Cordero Esquivel 
Codirectora de tesis 

 

_______________________ 
Dr. Benjamín Barón Sevilla 

Codirector de tesis 

La producción de microalgas es una fuente importante de compuestos con un alto valor comercial, como 

pigmentos carotenoides, antibióticos, vitaminas y ácidos grasos poliinsaturados, entre otros. La microalga 

flagelada Dunaliella es la principal fuente natural de -caroteno. La microalga Dunaliella sp. utilizada en el 

presente estudio fue recolectada de una salina en el estado de Sinaloa, México. En un primer ensayo se 

evaluó su crecimiento utilizando dos medios nutritivos de cultivo: medio Guillard y medio Johnson, los 

cultivos se mantuvieron a una temperatura de 20C y en una intensidad de luz de 100 µmol m-2s-1 durante 

14 días. En otro ensayo, se evaluó la producción de biomasa en ocho intensidades de luz (100, 200, 400, 

600, 800, 1000, 1300 and 1600 µmol m-2s-1) utilizando medio “f/2” a una temperatura de 25C durante 

siete días. En un tercer ensayo se probó el efecto de la salinidad (35 y 100 ups) y el contenido de nitrógeno 

(217, 435 y 882 µmol L-1 de NaNO3, medio “f/2”) sobre el crecimiento en un período de 12 días. Para este 

experimento, además, se evaluó el contenido de pigmentos a lo largo del tiempo de cultivo. El crecimiento 

celular resultó mejor utilizando el medio de Guillard (“f” y “f/2”) que el medio Johnson (JSW y JDW), 

alcanzando densidades celulares de 10.7x106 cél mL-1 y 5.3x106 cél mL-1 en el día 14, respectivamente. La 

mayor producción de biomasa de Dunaliella sp. se obtuvo bajo dos condiciones: con una intensidad de luz 

de 100 µmol m-2s-1 en el día cuatro, alcanzando una concentración de 5.6x106 cél mL-1; y con una salinidad 

de 35 ups y contenido de nitrógeno de 882 µmol L-1 (100% nitrógeno), alcanzando 5.1x106 cél mL-1. El 

medio de cultivo, intensidad de luz, salinidad y porcentaje de nitrógeno necesarios para optimizar el 

crecimiento de Dunaliella sp. fueron el medio “f/2” de Guillard, 100 µmol m-2s-1, 35 ups y 100% nitrógeno 

(“f/2”), respectivamente. Las mayores cantidades de clorofila a (2.701 pg cél-1), β-caroteno (0.535 pg cél-

1) y cantaxantina (0.213 pg cél-1) se encontraron en el experimento de crecimiento a intensidad de luz de 

100 µmol m-2s-1, 100 ups y 882 µmol L-1 (100% nitrógeno). Para evaluar la producción de pigmentos se 

realizaron dos ensayos de inducción adicionales, donde se probaron las ocho intensidades de luz utilizadas 

en el experimento de crecimiento en combinación con tres salinidades: 35, 100 y 200 ups. El primer ensayo 

de inducción se llevó a cabo privando a los cultivos de nutrientes en su totalidad, mientras que en el 

segundo ensayo solo se removió el nitrógeno (medio “f/2”). Las mayores concentraciones de luteína (1.025 

pg cél-1) y astaxantina (0.144 pg cél-1) se encontraron en el experimento de inducción sin nitrógeno, a 

intensidades de luz entre 100 y 200 µmol m-2s-1, y salinidad de 35 (astaxantina) y 100 ups (luteína). La cepa 

de Dunaliella sp. cultivada e inducida con las diferentes combinaciones de intensidad de luz, salinidad y 

nitrógeno, no produjo cantidades importantes de los pigmentos astaxantina, cantaxantina y β-caroteno, 

en comparación con otras cepas consideradas como grandes productoras. Las concentraciones de luteína 

y clorofila a de Dunaliella sp. se encuentran en los intervalos observados en otras especies del mismo 

género. 

Palabras clave: microalga, Dunaliella, carotenoides, condiciones de luz y salinidad, volumen celular. 
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Abstract of the thesis presented by Enrique Gilberto Zepeda Lupio as a partial requirement to obtain the 
Master of Science degree in Aquaculture. 
 

Growth and carotenogenesis induction of microalgae Dunaliella sp. In different culture conditions   
 

Abstract approved by: 
 

 
___________________________ 

Dra. Beatriz Cordero Esquivel 
Thesis Codirector 

 

_______________________ 
Dr. Benjamín Barón Sevilla 

Thesis Codirector 

 
Microalgae production represents an important source of valuable commercial compounds like carotenoid 
pigments, antibiotics, vitamins and poly-unsaturated fatty acids, among others. The flagellated microalgae 
Dunaliella is the major natural source of β-carotene. In this study, Dunaliella sp. strain was isolated from 
Sinaloa, México. As a first assay to test the growth, the culture media of Guillard and Johnson were 
evaluated at 20°C and a 100 µmol m-2s-1 light intensity over 14 days. In another assay, eight light intensities 
(100, 200, 400, 600, 800, 1000, 1300 and 1600 µmol m-2s-1) were tested for biomass production with “f/2” 
medium at 25°C for seven days. In a third assay, the effect of salinity (35 and 100 ups) and nitrogen content 
(217, 435 y 882 µmol L-1 of NaNO3, “f/2” medium) were tested for biomass production for 12 days; also, 
the cells pigment content was evaluated over the growing time. Dunaliella growth was better with 
Guillard’s medium (“f” and “f/2”) than Johnson’s media (JSW and JDW), reaching cell densities of 10.7x106 

cell mL-1 and 5.3 x106 cell mL-1 at 14 days, respectively. Highest biomass production of Dunaliella was 
achieved with two conditions: in 100 µmol m-2s-1 light intensity at day four, reaching a concentration of 5.6 
x106 cell mL-1; and with a salinity of 35 ups and a nitrogen content of 882 µmol L-1 (100% nitrogen), reaching 
5.1x106 cell mL-1. The best combination of culture medium, light intensity, salinity and nitrogen content for 
Dunaliella growth was “f/2” Guillard, 100 µmol m-2s-1, 35 ups and 882 µmol L-1 of NaNO3, respectively. 
Highest amounts of chlorophyll a (2.701 pg cell-1), β-carotene (0.535 pg cell-1) and canthaxanthin (0.213 pg 
cel-1) were found in the growth experiment at light intensity of 100 μmol m-2s-1, 100 ups and 882 μmol L-1 
(100% nitrogen). Two additional induction assays were performed to evaluate pigment production, where 
the eight light intensities used in the growth experiment were tested in combination with three salinities: 
35, 100 and 200 ups. The first induction assay was carried out without nutrients, while in the second assay 
only the nitrogen was removed ("f/2" medium). Highest concentrations of lutein (1.025 pg cell-1) and 
astaxanthin (0.144 pg cell-1) were found in the induction experiment without nitrogen, at light intensities 
between 100 and 200 μmol m-2s-1, and salinity of 35 (astaxanthin) and 100 ups (lutein). Dunaliella strain 
cultivated and induced with different combinations of light intensity, salinity and nitrogen, did not produce 
significant amounts of the pigments astaxanthin, canthaxanthin and β-carotene, compared to other strains 
considered as major producers. Concentrations of lutein and chlorophyll a of this Dunaliella strain are in 
the ranges observed in another species of the same genus. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Keywords: microalgae, Dunaliella, carotenoids, light conditions, cell volume, salinity.  
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Capítulo 1.  Introducción  

Las microalgas son organismos eucariotas fotosintéticos que pueden tener una estructura unicelular, 

colonial o filamentosa; forman parte de la producción primaria de la mayoría de los sistemas acuáticos y 

ocupan hábitats muy diversos en prácticamente todo el planeta, su distribución geográfica está limitada 

por factores ambientales, que son específicos para el desarrollo de cada una de las especies. Los hábitats 

donde se distribuyen comprenden desde mares con abundancia de nutrientes hasta ambientes que 

presentan condiciones extremas, como cuerpos de agua hipersalinos (Andersen, 2013). 

Algunas microalgas ofrecen la ventaja de poder desarrollarse en cultivos controlados o semicontrolados, 

ya sean abiertos, como estanques al aire libre o en sistemas cerrados, como biorreactores. Por esta razón, 

diversas especies se han estudiado para conocer su respuesta fisiológica, evaluada bajo condiciones que 

favorecen su crecimiento y la producción de metabolitos, lo cual ha llevado a la tecnificación y 

perfeccionamiento de sus cultivos. Esto las ha convertido en organismos muy utilizados para diversos fines, 

como la investigación, producción de alimento en la acuicultura, como modelos en estudios ecológicos o 

fisiológicos, y más recientemente para la producción de sustancias químicas con un valor económico a 

nivel mundial. Hoy en día se tiene una gran variedad de productos derivados del procesamiento e 

industrialización de estos microorganismos (Barsanti y Gualteri, 2014).  

Las microalgas son una fuente importante de productos con un alto valor comercial, como los pigmentos 

carotenoides, antibióticos, vitaminas y ácidos grasos poli-insaturados, entre otros (Sevilla et al., 2004), los 

cuales pueden ser utilizados con diferentes propósitos, como suplementos para la alimentación  humana 

y animal, para la elaboración de fertilizantes, productos farmacéuticos, biorremediadores y 

biocombustibles, además de su uso en la acuicultura, principalmente por su importancia en la nutrición 

de larvas de peces, a través de organismos intermediarios como rotíferos, nauplios de Artemia y 

copépodos y, de manera directa, en la alimentación de los moluscos y algunas especies de crustáceos 

(Muller-Feuga, 2000). 

1.1 Crecimiento celular 

El crecimiento de las microalgas se puede dividir en  cinco fases o etapas de desarrollo: (1) fase de 

acondicionamiento, es la etapa de adaptación de las microalgas a las nuevas condiciones del medio; (2) 

fase exponencial, aquí las células se duplican sucesivamente en intervalos iguales de tiempo y la tasa de 

consumo de los nutrientes aumenta de manera sustancial; (3) fase de crecimiento lento, en esta etapa se 

incrementa el tiempo requerido para duplicar la población y la tasa de crecimiento se reduce; (4) fase 



2 

estacionaria, donde no hay un incremento neto de la población; (5) fase de muerte, aquí la tasa de 

mortalidad supera a la tasa de multiplicación celular (Wijffels et al., 2009).  

La optimización del crecimiento de las microalgas requiere la puesta a punto de un gran número de 

factores físicos y químicos, entre los cuales se encuentra la composición del medio nutritivo de cultivo, por 

lo que resulta importante conocer los requerimientos tanto de los nutrientes mayores como de los 

micronutrientes (metales traza y vitaminas), ya que éstos cumplen un papel vital en diversos procesos 

metabólicos y en el crecimiento celular de las microalgas, por lo que es necesario incluirlos en el medio de 

cultivo, ya sea que se elabore con agua marina o artificial (Mata et al., 2010). 

El crecimiento celular de las microalgas está determinado entre otros factores, por la calidad del medio 

utilizado para su cultivo. En el cultivo de cepas puras se requiere un riguroso control de los nutrientes en 

el medio utilizado; mientras que, para cultivos masivos, en ocasiones se suelen utilizar fertilizantes 

agrícolas, los cuales derivan de fuentes minerales (Alvarado et al., 2008). Es conveniente formular los 

medios de cultivo con concentraciones definidas, las cuales varían dependiendo de los requerimientos 

nutricionales específicos de la microalga con la que se trabaje. La definición de estos medios nutritivos 

facilita la comparación entre diferentes investigaciones (Subba, 2009). Posiblemente el medio nutritivo 

“f/2” de Guillard (1975), es el más utilizado en agua de mar, tanto para cultivar especies planctónicas como 

bentónicas, su contenido de nutrientes mayores como el nitrógeno y el fósforo es la mitad del medio “f” 

y se acerca a la concentración de muchos otros medios de cultivo (Vonshak, 1986). 

El nitrógeno es un nutriente muy importante en el crecimiento microalgal, regularmente constituye 

alrededor del 10% del peso seco total de la célula, dependiendo de las condiciones de cultivo y la 

disponibilidad del mismo. Es un constituyente fundamental en la estructura y función de las proteínas 

celulares, incluidas las enzimas, que son esenciales en la síntesis de lípidos y carbohidratos y en el 

metabolismo celular. El nitrógeno puede ser suministrado en el medio de cultivo principalmente en forma 

de nitrato, urea o amonio. La preferencia de cada microalga por una fuente de nitrógeno depende de las 

condiciones ambientales (e.q., la luz), la disponibilidad de las diferentes especies de nitrógeno en el cultivo 

y del gasto energético que podría requerir la asimilación de una fuente en particular (Giordano y Bowes, 

1997). Cuando el nitrógeno del medio es utilizado por la célula en su totalidad, el proceso de fotosíntesis 

continúa, pero a una tasa significativamente reducida, lo cual limita su crecimiento (Hu, 2013). 

Durante las etapas de crecimiento exponencial, las microalgas consumen rápidamente los nutrientes, por 

lo que resulta muy importante su renovación continua. Por otro lado, los factores ambientales como la 

intensidad y calidad de la luz, no sólo afectan el proceso fotosintético y el incremento de la biomasa celular, 

sino también las vías y actividad del metabolismo celular, por lo tanto, modifican la composición de las 
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células. La luz es una de las variables físicas de mayor importancia en el cultivo de las microalgas, debido 

a que es la fuente de energía (captada principalmente por las moléculas de clorofila) para el proceso de la 

fotosíntesis, donde el CO2 y el agua son metabolizados y convertidos a carbohidratos y oxígeno. Estos 

procesos se llevan a cabo en las membranas de los tilacoides en los cloroplastos, donde se encuentran los 

fotosistemas I y II, que son los complejos pigmento-proteína desde donde se provee a los centros de 

reacción de la célula el NADPH2 (potencial reductor) y la energía química en forma de ATP, para la 

asimilación del carbón inorgánico y la síntesis de carbohidratos. Esta molécula de NADPH2 es producida 

mediante la extracción de dos electrones de la molécula de agua, los cuales son transportados a través de 

una cadena de acarreadores de electrones, esto a consecuencia del proceso de captación de la luz 

(Masojídek et al., 2004). 

La intensidad y calidad (composición espectral) de la luz son determinantes en el desempeño de los 

cultivos microalgales, ya que al incrementar o reducir la intensidad de la luz, se pueden modificar las tasas 

de crecimiento (Sciandra et al., 1997; Solovchenko et al., 2008), lo cual tiene un efecto preponderante en 

la composición bioquímica de las células. La cantidad de luz que absorbe la célula depende de los arreglos 

en la composición y concentración de los pigmentos, lo que involucra cambios dinámicos en la estructura 

celular y en su fisiología, que le permiten ajustar su crecimiento (Dubinsky et al., 1995; Sciandra et al., 

1997).  

En condiciones de altas intensidades de luz, la tasa de fijación del CO2 de la célula microalgal no permite el 

procesamiento de la energía excedente, por lo que el proceso de la fotosíntesis se satura y genera un daño 

foto-oxidativo que inhibe la actividad del fotosistema II. Cuando la magnitud de este daño rebasa la 

capacidad de fotoprotección y el proceso de reparación, los centros de reacción en los tilacoides pierden 

la capacidad de revertir el efecto ocasionado por el exceso de energía luminosa (Osmond y Forster, 2006). 

Así, las altas intensidades de luz pueden fotoinhibir a la célula y disminuir sus tasas de crecimiento, además 

es importante considerar que no todas las especies de microalgas crecen de manera óptima en condiciones 

de luz continua (Barsanti y Gualteri, 2014). 

La salinidad es otro factor ambiental que afecta el crecimiento de las microalgas. Las variaciones en la 

salinidad del medio afectan a las células microalgales de tres formas, induciendo: a) estrés osmótico, que 

modifica la capacidad de regular su contenido de agua; b) estrés iónico, originado por la acumulación o 

perdida de iones; el cual forma parte de la aclimatación de la célula; y c) un cambio en las tasas de 

intercambio iónico, debido a la permeabilidad selectiva de la membrana (Kirst, 1990). 

Los cambios en la composición iónica del medio determinan en menor medida la productividad de las 

microalgas, ya que las condiciones ambientales extremas propician un cambio en la utilización de la 
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energía metabólica, disminuyendo aquella energía que se dedica al crecimiento, para utilizarla en procesos 

de protección, como la producción de compuestos bioquímicos de defensa, como el glicerol y los ácidos 

grasos poliinsaturados. Estos últimos permiten la adaptación de las membranas intracelulares para 

funcionar en un ambiente de concentraciones altas de glicerol, producido para balancear la presión 

osmótica externa (Renaud et al., 1994).  

Se conocen dos procesos fundamentales que permiten a las microalgas tolerar el estrés osmótico 

ocasionado por altas concentraciones de sal. En el primero, las células mantienen altas concentraciones 

intracelulares de iones inorgánicos, equivalentes a las concentraciones externas, de esta forma, todos los 

sistemas en el interior de la célula se adaptan a las altas salinidades. En el segundo mecanismo, las células 

mantienen concentraciones bajas de iones inorgánicos en el citoplasma, por lo tanto, la presión osmótica 

del medio se balancea mediante la acumulación intracelular de solutos orgánicos como el glicerol, el 

arabitol, azúcares y aminoácidos (Kirst, 1990). 

Otro factor ambiental que influye de manera importante en la productividad de los cultivos de microalgas 

es la temperatura, que, en combinación con la luz, determinan su crecimiento. En consecuencia, resulta 

de gran importancia controlar la producción de calor generada por la fuente de luz en un cultivo. La 

definición de la temperatura óptima para el crecimiento de las cepas de microalgas es crucial, ya que las 

temperaturas inferiores y superiores pueden limitar el metabolismo del carbono, lo que se puede traducir 

en daño o pérdida de los centros de reacción del fotosistema II (Kurpan Nogueira et al., 2015). Uno de los 

escenarios más comunes en los cultivos al exterior es la exposición de las células a altas intensidades de 

luz y bajas temperaturas (durante la noche y madrugada), estas condiciones térmicas disminuyen las tasas 

de fijación del CO2. Además, pueden inhibir la función antioxidante de los pigmentos accesorios, los cuales 

son capaces de captar las especies reactivas del oxígeno, protegiendo al fotosistema II de la fotooxidación 

(Vonshak et al., 2001). 

Se ha reportado que algunas especies de microalgas disminuyen su crecimiento cuando se exponen a 

temperaturas mayores que sus óptimos térmicos. Por lo regular la temperatura idónea para el crecimiento 

de una especie es aquella en la cual fue colectada, pero esto depende de otros factores ambientales. En 

un gran número de especies, se ha reportado que las temperaturas por debajo de los 16 °C disminuyen su 

crecimiento y por arriba de los 35°C resultan letales (Barsanti y Gualtieri, 2014). 
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1.2 El estrés ambiental en la producción de pigmentos carotenoides  

El estrés fisiológico se define como un desbalance metabólico en el organismo, resultado de una condición 

ambiental específica (factores limitantes), que requiere ajustes bioquímicos y metabólicos para poder 

alcanzar un estado estable de crecimiento, por lo general diferente al que mostraba antes del evento 

ambiental. Estos factores limitantes determinan las tasas de crecimiento y metabólicas en los organismos 

y dependiendo de su magnitud, pueden inducir un ajuste fisiológico en la célula o, si se rebasa su capacidad 

de respuesta, pueden inducir su muerte (Vonshak y Torzillo, 2004). 

La producción de metabolitos a partir de las microalgas, está íntimamente ligada a condiciones específicas 

de cultivo, como la disponibilidad de nutrientes, la intensidad de la luz, la temperatura y la salinidad, entre 

otros. Estos factores son utilizados en diferentes combinaciones con el fin de optimizar la productividad 

de cada metabolito (Hemaiswarya et al., 2011).  

La variación de la concentración en los nutrientes del medio, principalmente del nitrógeno y el fosforo; 

regulan la producción de productos de interés como lípidos, proteínas y pigmentos carotenoides, por lo 

tanto, resulta importante optimizar estas concentraciones para lograr el mejor rendimiento en especies 

de microalgas con interés biotecnológico (Mata et al., 2010). Algunas especies de microalgas, tienden a 

acumular pigmentos carotenoides al exponerlas a ambientes limitados de nitrógeno, lo cual conlleva una 

disminución significativa del contenido de clorofila en la célula (Ben-Amotz et al., 1982). 

Los pigmentos carotenoides comprenden una diversa gama de compuestos orgánicos que pueden 

encontrarse en organismos unicelulares como las microalgas, bacterias, hongos y hasta organismos más 

complejos como peces y crustáceos. Los carotenoides pertenecen al grupo de los isoprenoides, se 

caracterizan por una estructura de 40 átomos de carbono y son producidos a partir de lípidos. Pueden 

acumularse y modificarse en los tejidos de peces o crustáceos, como resultado de la ingesta de los 

microorganismos que los producen (Sasso et al., 2012; Schiedt, 1998). Las dobles ligaduras de su estructura 

química son responsables de la gran variedad de colores que se pueden encontrar y que determinan su 

capacidad de absorber la luz en una longitud de onda específica. Los pigmentos carotenoides que 

contienen en su estructura átomos de oxígeno se conocen como xantofilas, como la luteína o la zeaxantina. 

Aquellos que no contienen oxígeno son hidrocarbonos puros y se les denomina carotenos (licopeno, -

caroteno) (Britton, 1998).  

Los carotenoides que participan en el proceso de fotosíntesis se conocen como carotenoides primarios 

(como la luteína), todos los demás se clasifican como secundarios (astaxantina, violaxantina, cantaxantina) 

y son producidos por la célula cuando se encuentra en una condición de estrés. En el proceso de 
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fotosíntesis, los carotenoides primarios pueden tener varias funciones, una de ellas es la absorción de 

fotones en longitudes de onda diferentes a los que absorbe la clorofila, lo cual amplia el rango de captación 

de la luz, ya que la energía de estos fotones es transferida a las moléculas de clorofila, y consecuentemente 

a los centros de reacción de los fotosistemas (Goodwin, 1980). 

Cuando las células microalgales se exponen a intensidades de luz altas o a radiación UV, el exceso de 

energía captado, genera una serie de reacciones que promueven la formación de especies reactivas de 

oxígeno (ROS, por sus siglas en inglés), las cuales tienen la capacidad de oxidar los lípidos, proteínas y 

ácidos nucleicos de la célula. En consecuencia, estos cambios celulares pueden alterar negativamente las 

actividades y estructuras de las células (Asada, 2006). Los carotenoides secundarios como la astaxantina, 

tienen la capacidad de funcionar como filtros fotoprotectores y como antioxidantes, lo cual previene la 

sobreacumulación de los radicales de oxígeno. Actualmente, la función de estos carotenoides no ha sido 

explicada del todo (Boussiba, 2000; Fromme et al., 2006). 

Las microalgas responden de manera específica a la intensidad de luz a la que son expuestas, por ejemplo, 

cuando la intensidad de la luz es alta, la concentración de los pigmentos involucrados en la fotosíntesis 

(como la clorofila a y carotenoides primarios) disminuye y los pigmentos accesorios o carotenoides 

secundarios como el β-caroteno y la astaxantina, que funcionan como agentes fotoprotectores, tienden a 

incrementar sus concentraciones en la célula (Hu, 2013). Los carotenoides secundarios regularmente se 

almacenan en estructuras especializadas, como cuerpos lipídicos en el citoplasma, e impiden que llegue 

una gran cantidad de energía lumínica a la maquinaria encargada de la fotosíntesis (Vetchel et al., 1992).  

La salinidad del medio es otro factor estresor que afecta la fisiología de las microalgas. El estrés osmótico 

puede inhibir los procesos de fotosíntesis en la célula, requeridos para la producción de energía, lo cual 

reduce su capacidad de crecimiento. Sin embargo, se ha observado que, en algunas cepas de microalgas, 

al incrementar la salinidad del medio se producen incrementos significativos en las concentraciones de 

carotenoides (Borowitzka y Borowitzka, 1988). En contraste, otros estudios han encontrado que las 

variaciones en la salinidad tienen un efecto muy limitado en los procesos de carotenogénesis (Cifuentes 

et al., 2001). Es importante mencionar que, la conjunción de múltiples factores químicos y físicos puede 

generar efectos sinérgicos que se traducen en una mayor producción de pigmentos carotenoides, 

contrario al efecto que se tiene al poner a prueba solo un factor estresor en los procesos de inducción a la 

carotenogénesis en algunas especies de microalgas como Dunaliella sp. y Haematococcus sp. 

(Steinbrenner y Linden, 2001).  

La temperatura es otro factor que modula y tiende a modificar la producción de algunos pigmentos 

fotosintéticos. En tres especies de microalgas (Thalassiosira pseudonana, Phaeodactylum tricornutum, 
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Pavlova lutheri), se ha observado que un incremento en la temperatura, por encima de los niveles óptimos 

de crecimiento, produce un aumento en el contenido de clorofila a (Thompson et al., 1992); además, las 

temperaturas elevadas pueden inducir la formación de radicales activos de oxígeno en las células, lo que 

se traduce en un aumento en la producción de carotenoides, optimizando así las reacciones enzimáticas 

que promueven la carotenogénesis (Liu y Lee, 2000). 

1.3 Dunaliella spp. 

El género Dunaliella fue definido en 1905, desde entonces se han descrito 28 especies en numerosos 

ambientes, desde marinos hasta aquellos en condiciones de hipersalinidad (Borowitzka y Siva, 2007). Entre 

estas especies destaca Dunaliella salina, por su capacidad de adaptación a condiciones extremas de 

temperatura y salinidad y por qué es una de las especies con mayor importancia a nivel comercial por su 

alto contenido de β-caroteno, que puede alcanzar hasta el 16% del peso seco celular (García-González et 

al., 2003). Además, acumula en menores cantidades otro carotenoide de importancia comercial, la luteína 

(Borowitzka y Borowitzka, 1988). Debido a sus altos requerimientos de salinidad, es considerada una 

candidata idónea para su producción a escala comercial, ya que en estas condiciones de cultivo se reduce 

el número de competidores. 

Las células de Dunaliella tienen una morfología que varía de ovoide a casi esférica, piriforme, elipsoide y 

cilíndrica; usualmente su forma es radialmente simétrica, pero bajo condiciones adversas puede presentar 

asimetría. Estas diferencias en la simetría de la célula están relacionadas con la concentración de sales en 

el medio y los procesos de osmorregulación, por los cuales la célula regula su concentración interna de 

solutos mediante la producción del glicerol (Ben-Amotz y Avron, 1983). 

La célula tiene una longitud de 5 a 18 µm y no tiene pared celular, sin embargo, en su fase estacionaria 

puede desarrollar una capa externa a la membrana plasmática, la cual es rica en polisacáridos. Posee un 

solo cloroplasto, donde también se almacenan los carotenoides, en forma de glóbulos lipídicos, lo que le 

confiere a la célula una coloración rojiza o anaranjada (Ben-Amotz et al., 1982).  

En las especies del género Dunaliella se han descrito dos tipos de reproducción: una asexual, la cual se 

lleva a cabo mediante división longitudinal de la célula motil y una sexual, en la cual, dos células motiles 

se fusionan para formar un cigoto. La reproducción sexual se ha observado cuando las concentraciones 

salinas son de 30 a 100 ups (Oren, 2005).  

La producción a gran escala de Dunaliella se desarrolló en Ucrania en 1966, pero no fue hasta la década 

de los años 80 cuando inició la operación de las primeras plantas comerciales en Australia, Israel y Estados 

Unidos. A la fecha, su producción se lleva a cabo principalmente bajo dos esquemas, el sistema extensivo, 
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que consiste en la utilización de grandes estanques al aire libre (hectáreas); y el sistema intensivo, donde 

el cultivo se hace en tanques tipo “raceways” (Borowitzka y Hallegraeff, 2007). 

Algunas especies de Dunaliella son una fuente natural importante de β-caroteno, por lo que son valoradas 

por la industria alimentaria, acuícola, cosméticas y farmacéutica, ya que es utilizado como colorante, 

antioxidante y, en otras aplicaciones, como en la prevención de enfermedades como el cáncer (Albanes et 

al., 1996; Prieto et al., 2011). Recientemente, también se cultiva por su capacidad de producir ácidos 

grasos y por su potencial para la producción de biocombustibles (Tang et al., 2011).  

El β-caroteno es uno de los carotenoides más comunes, es precursor de la vitamina A, está presente en 

numerosos organismos como plantas de hojas verdes, frutas, vegetales y algunas especies de microalgas. 

Este pigmento tiene un precio en el mercado de entre 300 a 3000 dólares estadounidenses por kg, 

dependiendo de la demanda, su fuente y disponibilidad. En 2010, el valor económico de la producción 

mundial de β-caroteno, tanto natural como sintético, ascendió a los 260 millones de dólares (BCC 

Research, 2010). 

Las condiciones apropiadas para el crecimiento óptimo de Dunaliella contrastan con las necesarias para la 

producción y acumulación del β-caroteno. Se sabe que, bajo condiciones estresantes, la microalga puede 

acumular hasta el 16% de este compuesto con respecto a su peso seco orgánico total (García-González et 

al., 2003), esta acumulación ocasiona que la célula adquiera una coloración entre rojiza y anaranjada 

(Oren, 2005).  

La deficiencia de nutrientes mayores, como el nitrógeno y el fósforo, tienen un efecto secundario sobre la 

producción de pigmentos carotenoides (Ben-Amotz y Avron, 1983). Cuando Dunaliella se cultiva en 

condiciones de limitación de nitrógeno, la producción de β-caroteno se incrementa (Ben-Amotz et al., 

1982).  

La radiación fotosintéticamente activa (PAR, por sus siglas en inglés) constante, suplementada con 

radiación ultra violeta, produce incrementos en el contenido de carotenoides en la microalga Dunaliella 

bardawil. Este aumento se atribuye a la alta intensidad de luz y a cambios en las reacciones bioquímicas 

del Fotosistema II (Jahnke, 1999). La calidad espectral de la luz también influye en la producción y 

acumulación de carotenoides; Sánchez-Saavedra et al. (1996), mencionan que, con el uso de lámparas 

fluorescentes de luz roja en cultivos de D. bardawil, la densidad celular y el contenido de carotenoides 

aumentó hasta un 10% con respecto a los cultivos irradiados con luz blanca; esto indica que la luz roja 

estimula el crecimiento, el volumen celular y el contenido de carotenoides totales.  
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Algunas cepas de Dunaliella tienen la capacidad de incrementar en forma significativa la concentración de 

carotenoides cuando se incrementa la salinidad (Borowitzka et al., 1984; Cifuentes et al., 2001). Las 

microalgas Dunaliella salina y Dunaliella bardawil produjeron la mayor cantidad de carotenoides a una 

salinidad 2 M (116 ups) (Gómez-Pinchetti et al., 1992); igualmente Marín et al. (1998) encontró que a una 

salinidad 3.6 M (208 ups), se incrementó la producción de pigmentos carotenoides en D. salina, pero no 

hubo un incremento de clorofila a. 

En algunas especies de Dunaliella, la disminución de la temperatura del cultivo de 34 a 17 °C, produjo un 

incremento de 7.5 veces los niveles de β-caroteno (Orset y Young, 1999). En contraste, Tjahjono et al. 

(1994), encontró que temperaturas altas pueden inducir la formación de radicales activos de oxígeno en 

las células y conducir a procesos de estrés oxidativo, lo que estimula la carotenogénesis. 

1.4 Justificación 

Las especies del género Dunaliella son una de las principales fuentes naturales de β-caroteno, ya que 

cuentan con una capacidad significativa para la producción y acumulación de este compuesto, lo que 

representa una ventaja con respecto a las fuentes vegetales. Además, su producción no compite por áreas 

que pueden ser utilizadas para la agricultura y tiene un corto período de crecimiento y cultivo. Resulta 

imprescindible la identificación y caracterización de la microalga utilizada en este estudio, con el objetivo 

de poder evaluar y comparar su productividad con respecto a otras especies y cepas de Dunaliella que son 

utilizadas actualmente para la producción comercial de carotenoides y otros compuestos. Los resultados 

preliminares de crecimiento celular obtenidos con Dunaliella sp. objeto de este estudio, son superiores a 

los descritos para algunas cepas de Dunaliella salina, por lo que resulta importante evaluar su capacidad 

de producción de biomasa y de pigmentos carotenoides. 

1.5 Hipótesis 

 La exposición de Dunaliella sp. a condiciones de luz de 100 a 200 µmol m-2s-1 aumentará la 

concentración celular en los cultivos comparado con intensidades de luz altas (1300 a 1600 µmol 

m-2s-1). 

 La utilización del medio Johnson para el cultivo de Dunaliella sp. aumentará la concentración 

celular en los cultivos comparado con el medio “f” de Guillard. 



10 

 La exposición de Dunaliella sp. a condiciones ambientales extremas (intensidad de luz de 1300 a 

1600 µmol m-2s-1, salinidad de 200 a 300 ups y limitación de nitrógeno) incrementará la producción 

de pigmentos carotenoides. 

1.6 Objetivos 

 

1.6.1 Objetivo general 

Evaluar diferentes condiciones de intensidad de luz, salinidad y nutrientes para inducir el mayor 

crecimiento y la mayor producción de carotenoides en la microalga Dunaliella sp. 

1.6.2 Objetivos específicos  

 Evaluar diferentes condiciones de luz y nutrientes en el cultivo de Dunaliella sp. para optimizar su 

crecimiento. 

 Evaluar el efecto de la exposición de Dunaliella sp. a altas intensidades de luz, salinidad y limitación 

del nitrógeno para la producción de pigmentos carotenoides. 

 Evaluar la producción de biomasa en los cultivos de Dunaliella sp. con base en el número de células 

y concentración de pigmentos carotenoides. 
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Capítulo 2.  Metodología  

2.1 Colecta y aislamiento de la cepa de Dunaliella sp. 

La microalga utilizada para este trabajo se colectó en Playa Las Glorias en el municipio de Guasave, Sinaloa, 

México, en las coordenadas 25° 17’ 42” N y -108° 30’ 54” W. Los granos de sal se trasladaron al Laboratorio 

de Microalgas en el Departamento de Acuicultura de CICESE, donde se aisló y se determinó la viabilidad 

de las células al colocarlas en un medio nutritivo; el cultivo se aclimató a una salinidad de 35 ups con base 

en el procedimiento de Prado-Brambila (2015). 

2.2 Identificación genética de la cepa de Dunaliella 

La identificación de la microalga se llevó a cabo en el laboratorio de Microbiología Molecular del 

Departamento de Biotecnología Marina en las instalaciones de CICESE, se utilizó la técnica de extracción 

de ADN por fenol-cloroformo (Ausubel et al., 1992). Se utilizaron oligonucleótidos diseñados en ese 

laboratorio (Olmos et al., 2000) para la amplificación por PCR de la secuencia 18S ribosomal. 

2.3 Producción inicial de biomasa de Dunaliella sp. 

Se realizaron cultivos en matraces Erlenmeyer de 500 mL con un volumen efectivo de 400 mL por 

duplicado, se utilizaron lámparas fluorescentes (6500 kelvin, 65 watts) con luz continua a 40 µmol m-2s-1, 

salinidad de 35 ups y una temperatura de 19 °C. Se utilizó medio de cultivo f/2 (Guillard, 1975) preparado 

con agua de mar sintética Coralife Scientific Grade, libre de nitratos y fosfatos; antes de agregar los 

nutrientes, el agua fue esterilizada en autoclave. Los cultivos se llevaron a la fase final del crecimiento 

exponencial hasta obtener la biomasa necesaria, que sirvió como inóculo para los experimentos que se 

desarrollaron en este trabajo. El nivel de iluminación (iluminancia) se midió con un luxómetro Fisher 

Scientific, para calcular la intensidad de luz (irradiancia) se utilizó un factor de conversión donde 1 lux 

corresponde a 0.014 µmol m-2s-1 (Langhans y Tibbitts, 1997).  

2.4 Optimización del crecimiento de Dunaliella sp. 

2.4.1 Evaluación de medios de cultivo. 

Para la evaluación del crecimiento, se utilizaron dos medios de cultivo, medio “f” de Guillard y medio 

Johnson. Para el medio “f” se probaron dos concentraciones: “f” y el mismo medio a la mitad de su 

concentración (“f/2”). El medio Johnson se preparó utilizando agua de mar sintética para un tratamiento 
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y agua destilada para el otro, a esta última, se le añadió cloruro de sodio hasta alcanzar 35 ups de salinidad. 

Las concentraciones de nitratos y fosfatos de cada medio se presentan en la Tabla 1. Los cultivos se 

realizaron en matraces Erlenmeyer de 200 mL por triplicado con un volumen efectivo de 150 mL, iniciando 

con un inoculo de 2.5x105 cél mL-1, se mantuvieron a una temperatura de 20.5±0.5 °C dentro del 

Laboratorio Húmedo del Departamento de Acuicultura en CICESE; el pH osciló entre 9.2 y 9.8 a lo largo del 

experimento. Los cultivos estuvieron expuestos a una intensidad de luz de 100 mol m2s-1. 

Tabla 1. Concentraciones de nitratos y fosfatos del medio f/2 y Johnson, expresados en molaridad (mM). 

      

Compuesto f/2 Johnson 

NO3 1.2 16.12 

PO4 0.05 0.36 

      

 

Se evaluó la densidad del cultivo mediante recuentos celulares, recolectando una muestra cada 24 horas 

y analizándola en un hematocitómetro (cámara de Neubauer), utilizando un microscopio compuesto 

Primo Star, Carl Zeiss. Para evaluar la densidad celular se utilizó la siguiente formula: 

                                                 C = N * 104 * dil                                               (1) 

En donde: 

C = densidad celular (cél mL-1)  

N = promedio de células en cuatro cuadrantes 

Dil = factor de dilución 

104 = factor de conversión de 0.1 µL a 1 mL 

A partir de los conteos celulares, se calculó la tasa de crecimiento específica para cada tratamiento 

utilizando la siguiente fórmula: 

                                        µ = log2 (x2) – log (x1) / (t2 – t1)                               (2) 

donde: 

µ = tasa de crecimiento 
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x2, x1 = biomasa en tiempo 2 y tiempo 1 

t1, t2 = tiempo 1 y tiempo 2 

2.4.2 Evaluación de la intensidad de la luz. 

Para evaluar el efecto de la luz sobre el crecimiento de la microalga se realizaron cultivos en placas de 24 

pocillos con 2.5 mL de cultivo. Se utilizaron ocho intensidades de luz: 100, 200, 400, 600, 800, 1000, 1300 

y 1600 µmol m-2s-1. Se utilizaron lámparas fluorescentes Sanlight® de 6500 kelvin, 65 watts y un flujo 

luminoso de 3900 lumens. Las lámparas se colocaron dentro de una campana metálica con la finalidad de 

concentrar y focalizar la luz en cada tratamiento. Para alcanzar cada una de las intensidades de luz, las 

lámparas fueron colocadas a distancias diferentes del punto focal. La biomasa utilizada en este 

experimento se centrifugó en un equipo Thermo Fisher Scientific modelo Heraeus Megafuge 16R a 2000 

rpm y se resuspendió en un volumen conocido de agua de mar sintética enriquecida con medio de cultivo 

f/2 de Guillard y a una concentración salina de 35 ups. La concentración celular inicial fue de 1 x 106 cél 

mL-1. La temperatura se midió diariamente con termómetros Sper Scientific y se mantuvo controlada a 

24.6±1.1 °C, por medio de ventiladores eléctricos colocados en los extremos del sistema de cultivo. El pH 

se midió los días 3, 6 y 8 de cultivo y osciló entre 8 y 9. El volumen evaporado de los cultivos se completó 

añadiendo agua destilada para no alterar la concentración celular en los conteos. Se realizaron conteos 

celulares diarios y se calcularon las tasas de crecimiento específico para cada tratamiento siguiendo los 

procedimientos descritos anteriormente. 

2.4.3 Efecto interactivo de la limitación del nitrógeno y exposición a dos concentraciones de 

salinidad durante un periodo de 12 días. 

Para evaluar el efecto interactivo de la concentración de nitrógeno y la salinidad sobre el crecimiento y la 

producción de pigmentos carotenoides de Dunaliella sp., se evaluaron tres porcentajes de nitrógeno, 

tomando como base el medio “f/2”:  25, 50 y 100%; lo que corresponde a 217, 435 y 882 µmol L-1 de 

NaNO3. Las dos salinidades fueron 35 y 100 ups (Tabla 2) y se combinaron con tres niveles del nitrógeno. 

Las microalgas se inocularon en la fase de máximo crecimiento exponencial (previamente aclimatadas a la 

salinidad) a una concentración de 3x105 cél mL-1, en matraces Erlenmeyer de 125 mL con un volumen 

efectivo de cultivo de 100 mL y se mantuvieron a una temperatura de 25 °C dentro de una cámara climática 

Shel Lab. Se utilizaron tres réplicas por cada tratamiento experimental. Los cultivos se expusieron a una 

irradiancia de 100 µmol m-2s-1 con lámparas fluorescentes y un fotoperiodo 12:12 por un lapso de 12 días. 

Se realizaron recuentos celulares los días 0, 4, 8 y 12 del experimento. Para evaluar la producción de 



14 

carotenoides a lo largo del tiempo se tomó una alícuota de 1.9 mL de cultivo los días 0, 4, 8 y 12. Estas 

muestras fueron centrifugadas a 10, 000 rpm durante 15 minutos, se desechó el sobrenadante y el paquete 

celular se almacenó a -80 °C para su posterior análisis en HPLC.  

Tabla 2. Diseño experimental utilizado para evaluar el efecto combinado de tres concentraciones del nitrato de sodio 
y dos diferentes salinidades para la inducción de Dunaliella sp. a la carotenogénesis. 18 unidades experimentales en 
total. 

 

 Salinidad 
(ups) 

 35 100 

NaNO3 
(µmol L-1) 

A B 

1 217 1A 1B 

2 435 2A 2B 

3 882 3A 3B 

 

2.5 Inducción a la carotenogénesis de Dunaliella sp. 

2.5.1 Estrés salino agudo y crónico 

Para la inducción a la carotenogénesis se expuso a la microalga a dos condiciones de estrés salino: agudo 

y crónico. Para el estrés agudo, una muestra de microalgas, que se encontraban en 35 ups, se traspasaron 

a las respectivas salinidades de 100, 200 y 300 ups sin pasar por un proceso de aclimatación previo. Para 

el estrés crónico, las microalgas fueron aclimatadas en forma gradual a tres salinidades experimentales: 

100, 200 y 300 ups. Para la aclimatación se utilizó la biomasa producida de acuerdo a las condiciones 

descritas en el apartado 2.3, esta biomasa se centrifugó y resuspendió en agua de mar sintética a 35 ups 

en matraces de 125 mL. Para alcanzar las salinidades de 100, 200 y 300 ups, se añadió agua de mar sintética 

con una concentración salina de 300 ups (solución concentrada), en un volumen necesario para aumentar 

la salinidad en 25 ups cada dos horas, hasta alcanzar las salinidades requeridas. Las concentraciones de 

salinidad fueron verificadas utilizando un osmómetro de la marca Wescor, modelo Vapro. 

2.5.2 Efecto interactivo de la intensidad de luz y exposición aguda a la salinidad. 

Con la finalidad de observar la respuesta de las células a un cambio repentino de salinidad, se inocularon 

tres matraces con la biomasa producida de Dunaliella sp.,   con una concentración inicial de  4.5x106 cél 

mL-1, y a las concentraciones salinas de 100, 200 y 300 ups, en agua de mar sintética libre de nutrientes. 
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No se realizaron análisis exploratorios de este experimento de inducción, debido a la lisis celular observada 

en los primeros 30 minutos posteriores a la inoculación. 

2.5.3 Efecto interactivo de la intensidad de luz, ausencia de nutrientes y exposición crónica a la 

salinidad. 

Para este experimento se aclimataron paulatinamente las células de Dunaliella sp. a cada una de las 

salinidades experimentales; los cultivos para este experimento partieron de un cultivo con una 

concentración de 4.5x106 cél mL-1, se inició con una concentración salina de 35 ups y se aumentó 

paulatinamente (25 ups cada 2 horas), añadiendo un volumen de agua de mar sintética, concentrada a 

300 ups y libre en su totalidad de nutrientes (Sadka et al., 1989), hasta llegar a las concentraciones finales 

de 100, 200 y 300 ups. 

Una vez que las células se encontraron en las concentraciones previstas, se colocaron alícuotas en placas 

de 24 pocillos con un volumen de 2.5 mL, por triplicado por tratamiento. Cabe destacar que, debido al 

período de aclimatación, se originó pérdida de la biomasa en algunas salinidades; por lo que los cultivos 

no iniciaron con la misma concentración celular. Las concentraciones celulares iniciales fueron de 5.2x106, 

4.7x106, 3x106 y 2.5x106 cél mL-1 para las salinidades de 35, 100, 200 y 300 ups, respectivamente.  

En combinación con la salinidad, se evaluaron ocho intensidades de luz: 100, 200, 400, 600, 800, 1000, 

1300 y 1600 µmol m-2s-1, en el arreglo que se presenta en la Tabla 3. Este experimento tuvo una duración 

de 11 días y se cuantificó la densidad celular mediante el conteo celular de cada una de las unidades 

experimentales.  La temperatura se monitoreo diariamente y se mantuvo en 25.9±0.6 °C. El pH estuvo 

entre 8 y 9 a lo largo del experimento y se midió con tiras indicadoras Fermont.  

Al concluir el experimento (día 11), se tomaron alícuotas de cada tratamiento (en las tres réplicas) y fueron 

almacenadas en tubos Eppendorf de 1.5 mL (para su posterior análisis en HPLC); en un ultracongelador 

marca Thermo Scientific, modelo Revco ExF a -80 °C en el laboratorio de Ecofisiología del Departamento 

de Acuicultura. 
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Tabla 3. Diseño experimental utilizado para evaluar el efecto combinado de ocho intensidades de luz y cuatro 
salinidades para la inducción a la carotenogénesis de Dunaliella sp., cultivada en un medio sin nutrientes. En cada 
tratamiento se utilizaron tres repeticiones, con un total de 96 unidades experimentales. 

 

  Salinidad (ups) 

 
 35 100 200 300 

 Intensidad de luz 
(µmol m-2s-1) A B C D 

1 100 1A 1B 1C 1D 
2 200 2A 2B 2C 2D 
3 400 3A 3B 3C 3D 
4 600 4A 4B 4C 4D 
5 800 5A 5B 5C 5D 
6 1000 6A 6B 6C 6D 
7 1300 7A 7B 7C 7D 
8 1600 8A 8B 8C 8D 

Para cuantificar el efecto de los tratamientos sobre la morfología celular, se tomaron fotografías de 30 

células previamente fijadas en lugol para cada uno de los tratamientos y las imágenes obtenidas fueron 

analizadas en un miroscopio Leica con una ampliación de 100x; se utilizó el paquete Leica Application Suite 

v.4.3.0 para medir el diámetro y la altura de las células. Con los datos obtenidos, se calculó el volumen 

celular, considerando la forma de la célula como un esferoide (Figura 1) y utilizando la ecuación de 

Hillebrand et al. (1999): 

                                                         V = 
𝜋

6
 x d2 x h                                                 (3)  

donde:                                                                

V = volumen celular en µm3 

d = diámetro de la célula en µm 

h = altura de la célula medida en µm 
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Figura 1. Representación gráfica de la forma esferoide de una célula de Dunaliella sp. Se indican el diámetro (d) y 
altura (h).  Tomado de Hillebrand et al. (1999). 

 

2.5.4 Efecto interactivo de la intensidad de luz, ausencia de nitrógeno y exposición crónica a la 

salinidad. 

En este experimento se emularon las condiciones de aclimatación del experimento anterior, las microalgas 

fueron centrifugadas y resuspendidas en medio “f/2”, pero sin la adición de nitrógeno. A partir de la gran 

mortalidad celular observada de los experimentos anteriores, se decidió eliminar del diseño experimental 

el nivel de 300 ups (Tabla 4).  

Como se mencionó anteriormente en otro experimento, una vez que las células se encontraron en las 

concentraciones previstas, se colocaron alícuotas en placas de 24 pocillos con un volumen de 2.5 mL, por 

cuadruplicado, por tratamiento, sin embargo, debido al período de aclimatación, hubo pérdida de la 

biomasa en algunas salinidades, por lo que los cultivos no iniciaron con la misma concentración celular. 

Las concentraciones celulares iniciales fueron de 4.5x106, 4x106 y 2.8x106 cél mL-1 para las salinidades de 

35, 100 y 200 ups, respectivamente. 

Al igual que en el bioensayo anterior, se calculó el volumen de 30 células de cada tratamiento. La 

temperatura se monitoreo a lo largo del experimento y se mantuvo en 24.5±1.3 °C, el pH osciló entre 7 y 

8. Este experimento tuvo una duración de 11 días. Se recolectaron alícuotas de cada tratamiento (con tres 

réplicas cada uno) al final del experimento, se transfirieron a tubos eppendorff y fueron almacenadas a -

80 °C para su posterior análisis. 
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Tabla 4. Diseño experimental utilizado para evaluar el efecto combinado de ocho intensidades de luz y tres 
salinidades, para la inducción a la carotenogénesis de Dunaliella sp. cultivada en un medio sin nitrógeno. Cada 
tratamiento fue probado con tres repeticiones, con un total de 72 unidades experimentales. 

 

  Salinidad (ups) 

 
 35 100 200  

 Intensidad de luz 
(µmol m-2s-1) A B C  

1 100 1A 1B 1C  
2 200 2A 2B 2C  
3 400 3A 3B 3C  
4 600 4A 4B 4C  
5 800 5A 5B 5C  
6 1000 6A 6B 6C  
7 1300 7A 7B 7C  
8 1600 8A 8B 8C  

 

2.6 Análisis de pigmentos en Dunaliella sp. 

Para la extracción de pigmentos, las muestras de microalgas de los diferentes cultivos experimentales se 

centrifugaron a 10,000 rpm por 15 minutos, en una centrífuga refrigerada (marca Thermo Scientific 

Heraeus, Megafuge 16R), se decantó el sobrenadante y se agregó metanol al 100%, inmediatamente se 

aplicó agitación con vortex y la mezcla se almacenó en obscuridad por 1 hora a 4 °C. A continuación, las 

muestras fueron sonicadas por 5 minutos y después se centrifugaron, se recuperó el sobrenadante en un 

tubo de 15 mL y a éste se le agregó acetato de amonio 1M (Vidussi et al., 1996) en una proporción 1:2 

(acetato de amonio:muestra en metanol) para ser analizado en HPLC. 

Para la identificación y cuantificación de los pigmentos por HPLC, se utilizó el método de gradiente de 

Vidussi et al. (1996) (Tabla 5). Se inyectaron 20 µL de cada muestra en el cromatógrafo Agilent 

Technologies®, modelo 1260 INFINITY, equipado con una columna Zorbax C8 de 4.36 x 150 mm y tamaño 

de partícula de 5 µm. Para la detección de los pigmentos se utilizaron dos longitudes de onda: 436 para 

cuantificar la clorofila a y 450 para los pigmentos carotenoides. El tiempo de elución fue de 20 minutos 

con un flujo de 1 mL min-1 de eluyente. Se utilizaron los siguientes eluyentes: (A) 100% metanol grado 

HPLC y (B) 100% metanol-acetato de amonio 0.5M (70/30 v/v). 
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Tabla 5. Condiciones de operación del HPLC, método de Vidussi et al. (1996) 

 

Gradiente Solución A Solución B 

Minuto 0 75% 25% 

Minuto 1 50% 50% 

Minuto 15 0% 100% 

Minuto 18.5 0% 100% 

Minuto 19 75% 25% 

Para la cuantificación de los pigmentos se utilizaron curvas de calibración de los estándares comerciales 

de astaxantina, luteína, cantaxantina, clorofila a y β-caroteno (DHI-Dinamarca). Para calcular la 

concentración del pigmento en pg cél-1 se utilizó la fórmula de Hooker y Heukelem (2011): 

𝐶𝑃 =
𝑣𝑥
𝑁𝑐

𝑥
𝐶𝑖
𝑣𝑐

 

donde:                                                                

CP = concentración del pigmento (pg cél-1) 

vx = volumen de metanol para extracción (µL) 

Nc = número de células en la muestra 

Ci = cantidad de pigmento inyectado (ng) 

vc = volumen inyectado en HPLC (µL) 

 

2.7 Análisis estadístico 

En todos los experimentos de este trabajo se utilizó un diseño completamente aleatorizado. Se aplicó la 

prueba de normalidad Shapiro-Wilks y para la homogeneidad de varianzas, la prueba de Levene.  

Para la comparación del crecimiento de Dunaliella sp., en el experimento con diferentes medios nutritivos 

de cultivo y para el experimento con ocho intensidades de luz, se utilizó un ANOVA de una vía con un nivel 

de significancia de 0.05. En este último experimento se utilizó un análisis de correlación de Pearson para 

demostrar la relación que existe entre la intensidad de luz y la concentración celular. Para el bioensayo de 
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limitación de nitrógeno con dos concentraciones de salinidad se utilizó un ANOVA de dos vías. En los casos 

donde se encontraron diferencias significativas se aplicó una prueba a posteriori de Fisher LSD. 

En los resultados del volumen celular y de inducción a la carotenogénesis se utilizaron pruebas ANOVA de 

dos vías con un nivel de significancia de 0.05. En los casos donde se encontraron diferencias significativas 

se realizó una prueba a posteriori de Fisher LSD. En donde no se encontró normalidad u homogeneidad de 

varianzas, los datos fueron transformados con la función log10. Si los datos transformados no presentaban 

normalidad, se aplicó la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis. Para evaluar la relación de la salinidad 

y el volumen celular de Dunaliella sp. se utilizaron análisis de correlación de Pearson con un nivel de 

significancia de 0.05. 

Todos los análisis estadísticos se realizaron con los programas STATISTICA 10 y SigmaPlot 12.  
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Capítulo 3. Resultados  

3.1 Identificación genética de la especie de Dunaliella 

De acuerdo al análisis genético, se llegó a la conclusión de que la microalga pertenece al género Dunaliella, 

sin embargo, los oligonucleótidos no amplificaron para las especies D. parva, D. salina ni D. bardawil, por 

lo que no fue posible identificar a la especie del presente trabajo, por lo anerior se seguirá reportando 

como Dunaliella sp. 

3.2 Evaluación de crecimiento de Dunaliella sp. 

3.2.1 Evaluación de medios de cultivo para la producción de biomasa. 

Los resultados del crecimiento de Dunaliella sp. en los medios de cultivo “f” de Guillard y Johnson, a 100 

µmol m-2s-1 y 20 °C, se muestran en la Figura 2 y en la Tabla 6. El crecimiento fue lento en todos los cultivos 

hasta el día tres, a partir de este día comienza la fase de crecimiento exponencial y para el día cinco, se 

observaron diferencias significativas (p<0.05) en el crecimiento con los dos medios (Figura 2). La densidad 

celular fue superior con los medios “f” y “f/2” (1.95x106 cél mL-1), en contraste, con el medio Johnson 

preparado a partir de agua sintética donde la densidad celular fue de 1.43x106 cél mL-1.  

Para el día 14, las microalgas cultivadas con el medio “f” y “f/2”, alcanzaron sus concentraciones máximas, 

de 10.7x106 y 9.4x106 cél mL-1, respectivamente, las cuales fueron mayores (p<0.05) a las obtenidas con 

las microalgas cultivadas con el medio Johnson, las cuales fueron de 4.7x106 cél mL-1 para el medio 

formulado con sales sintéticas y 5.3 x106 cél mL-1 para la formulación con NaCl.  

 

Figura 2. Crecimiento de Dunaliella sp. con el medio “f” y “f/2” de Guillard y con dos variantes del medio Johnson, 
uno preparado con agua de mar sintética (JMS) y otro con agua destilada (JD+NaCl). Las barras indican el error 
estándar. 
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La máxima tasa de crecimiento (µ) con el medio “f/2” se presentó el día 5 con una µ de 1.47 div día-1 (Tabla 

6). Con el medio f, la máxima tasa de crecimiento se presentó el día 3, con un valor de 1.05 div día-1 y en 

los días siguientes hubo una disminución en la tasa de crecimiento. Para el medio Johnson, la máxima tasa 

de crecimiento se presentó el día 5 (1.21 div día-1) con el medio preparado con sales sintéticas y el día 6 

(0.83 div día-1) para el preparado con agua destilada y NaCl. Cabe destacar, que aparentemente ninguno 

de los tratamientos de este experimento alcanzó la fase estacionaria en las curvas de crecimiento. 

 

Tabla 6. Tasas de crecimiento (µ) de Dunaliella sp. cultivada con los medios de cultivo de Guillard (“f” y “f/2”) y 
Johnson (con agua de mar sintética (JMS) y con agua destilada (JD+NaCl). Los números en paréntesis muestran el 
error estándar. 

Día µ (div día-1) 

  f/2 f JMS JD+NaCl 

1 -0.06 0.11 -0.01 0.14 

  (0.07) (0.04) (0.29) (0.05) 

2 0.50 0.65 0.69 0.26 

  (0.17) (0.05) (0.31) (0.18) 

3 1.06 1.05 0.93 0.59 

  (0.16) (0.12) (0.21) (0.10) 

4 0.41 0.86 -0.11 0.36 

  (0.06) (0.20) (0.53) (0.19) 

5 1.47 0.69 1.21 0.47 

  (0.09) (0.30) (0.52) (0.24) 

6 0.36 0.49 -0.03 0.83 

  (0.25) (0.20) (0.15) (0.50) 

7 0.13 0.31 0.87 0.59 

  (0.32) (0.19) (0.25) (0.25) 

8 0.46 0.36 -0.13 -0.10 

  (0.04) (0.05) (0.32) (0.29) 

9 0.08 0.33 0.26 0.25 

  (0.10) (0.06) (0.36) (0.20) 

10 0.40 0.04 0.34 0.17 

  (0.19) (0.32) (0.12) (0.21) 

11 0.03 0.05 -0.06 0.23 

  (0.11) (0.10) (0.28) (0.07) 

12 0.16 0.15 0.12 0.38 

  (0.12) (0.14) (0.10) (0.29) 

13 0.18 0.26 0.23 0.14 

  (0.20) (0.08) (0.26) (0.19) 

14 0.27 0.39 0.15 0.34 

  (0.06) (0.10) (0.07) (0.08) 

 

 



23 

3.2.2 Evaluación de ocho intensidades de luz para la producción de biomasa. 

La máxima concentración celular se obtuvo al día cuatro con el tratamiento de 100 µmol m-2s-1, con una 

densidad de 5.6x106 cél mL-1 (Figura 3), en contraste, con los tratamientos de 800 y 1000 µmol m-2s-1 se 

obtuvieron las menores densidades (p < 0.05), con 3.5 y 3.4x106 cél mL-1, respectivamente. Para el día tres, 

la mayoría de los tratamientos alcanzaron su máximo crecimiento exponencial, excepto el tratamiento de 

400 µmol m-2s-1, que lo alcanzó el día cinco de cultivo con 5.3x106 cél mL-1. Para el día uno de cultivo no se 

encontraron diferencias significativas entre las densidades de los distintos tratamientos (p>0.05).  

A los dos y tres días de cultivo se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05), y 

se observó una segmentación en dos grupos, entre los tratamientos de 100 a 600 µmol m-2s-1 y los de 800 

a 1600 µmol m-2s-1. Al aplicar un análisis de correlación entre la intensidad de luz y la densidad celular se 

observó que existe una correlación negativa (p=-0.40) entre las dos variables, por lo tanto, intensidades 

de luz altas dan como resultado concentraciones celulares menores. Como se aprecia en la Figura 3, la 

mayoría de los cultivos llegaron a su fase estacionaria el día cuatro de cultivo. No obstante, solo el 

tratamiento de 800 µmol m-2s-1 alcanzó la fase de muerte celular en el tiempo que duro el experimento (7 

días).  

 

Figura 3. Crecimiento de Dunaliella sp. expuesta a ocho intensidades de luz (100 a 1600 µmol m-2s-1), a una 
temperatura de 25°C y salinidad de 35 ups. Las barras indican el error estándar. 

 

La máxima tasa de crecimiento, para las intensidades de luz de 100 a 800 µmol m-2s-1 se observó entre los 

días dos y tres de cultivo (entre 0.85 y 1.03 div día-1). En las intensidades de luz altas, la máxima tasa se 
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observó al día tres de crecimiento, siendo en la intensidad de 1600 µmol m-2s-1 donde se observó el valor 

mayor, 1.26 div día-1. En algunos tratamientos experimentales (100, 600, 1300 y 1600 µmol m-2s-1) se 

observó un aumento gradual de la tasa de crecimiento a medida que transcurrió el cultivo (Tabla 7) y a 

partir del día 4 en todos los tratamientos se observó una disminución en la tasa de crecimiento. 

 

Tabla 7. Tasas de crecimiento (µ) de Dunaliella sp. cultivada con diferentes intensidades de luz (100 a 1600 µmol m-

2s-1). Los números en paréntesis muestran el error estándar. 

                  

Día  (div dia-1) 

 µmol m-2s-1 100 200 400 600 800 1000 1300 1600 

1 0.18 0.34 0.12 0.36 -0.11 0.28 0.06 0.08 
  (0.24) (0.17) (0.08) (0.13) (0.18) (0.11) (0.08) (0.08) 
2 0.75 1.01 0.94 0.45 1.03 0.19 0.59 0.13 
  (0.05) (0.17) (0.14) (0.22) (0.11) (0.1) (0.21) (0.26) 
3 0.85 0.54 0.89 0.80 0.23 1.21 0.98 1.26 
  (0.22) (0.08) (0.08) (0.39) (0.11) (0.08) (0.16) (0.13) 

                  

 

3.2.3 Efecto interactivo de la limitación de nitrógeno y exposición a dos concentraciones de 

salinidad. 

La inducción a la carotenogénesis de Dunaliella sp. con tres diferentes porcentajes del contenido de la 

fuente de nitrógeno en el medio “f/2”, en combinación con dos concentraciones de salinidad y una 

irradiancia de 100 µmol m-2s-1, indicó una máxima concentración celular de 5.1x106 cél mL-1 al día 12 con 

el tratamiento de 35 ups y 100% de la fuente de nitrógeno (Figura 4); los tratamientos con 25% nitrógeno 

y 35 y 100 ups, produjeron las menores densidades, con 1.7 y 1.9x106 cél mL-1, respectivamente. El día 12 

de cultivo (último día), la mayoría de los tratamientos alcanzaron su máxima concentración celular, 

excepto el tratamiento de 35 ups y 25% de nitrógeno, que lo alcanzó el día ocho de cultivo con 2.6x106 cél 

mL-1. No se encontraron diferencias estadísticamente significativas (p>0.05) el día cuatro de cultivo entre 

los tratamientos, lo que indica que no hubo un efecto de la salinidad ni de la concentración de nitrógeno 

en el crecimiento para este día. El día ocho se observó un efecto significativo (p<0.05) de la salinidad en el 

crecimiento de Dunaliella sp. Las microalgas cultivadas a 35 ups crecieron más que las cultivadas a 100 

ups, no obstante, en este primer grupo (35 ups), el crecimiento también fue afectado por la disponibilidad 

de nitrógeno en una relación directa. Para el día uno se observa un marcado efecto de la disponibilidad de 

nitrógeno (p<0.001) y de su interacción con la salinidad (p<0.05), solamente en el tratamiento de 35 ups y 
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25% nitrógeno se observó la fase de muerte celular en el tiempo que duró el experimento, al día 12 su 

concentración resultó similar a la del tratamiento de 100 ups y 25% de nitrógeno.  

 

Figura 4. Crecimiento de Dunaliella sp. expuesta a dos concentraciones de salinidad (35 y 100 ups), un medio de 
cultivo (f/2) con tres niveles de nitrógeno (100, 50 y 25%), y a una temperatura de 25°C. Las barras indican el error 
estándar. Los porcentajes de 100, 50 y 25% de nitrógeno equivalen a una concentración de 217, 435 y 882 µmol L-1 

de NaNO3, respectivamente. 

 

3.2.3.1. Cuantificación de los pigmentos carotenoides y clorofila a. 

Los resultados de la concentración de los pigmentos en los cultivos de Dunaliella sp. los días cuatro, ocho 

y doce se muestran en la Tabla 8. Los datos se presentan para cada pigmento y se denotan las diferencias 

significativas entre tratamientos (salinidad y concentración de nitrógeno) para cada pigmento en cada día. 

La concentración inicial de astaxantina de 0.003 y 0.006 pg cél-1 fue similar para 35 y 100 ups, 

respectivamente (p=0.54). De acuerdo al análisis estadístico, hubo un efecto altamente significativo 

(p<0.001) en la concentración del pigmento por efecto de la concentración del nitrógeno durante los tres 

días analizados; en el día doce se cuantificó la mayor cantidad del pigmento, con una media de 0.079 ± 

0.006 pg cél-1 en el tratamiento de 100 ups y 100% nitrógeno (Figura 5). Se encontró un efecto significativo 

(p<0.001) de la salinidad a los ocho y doce días del bioensayo y no se encontraron diferencias significativas 

(p>0.05) de la interacción entre la concentración de nitrógeno y la salinidad.  

La menor cantidad del pigmento astaxantina (0.006 ± 0.002 pg cél-1) se presentó en el día ocho de cultivo 

con el tratamiento de 35 ups y 25% de nitrógeno. Se encontraron diferencias significativas (p<0.05) en los 
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resultados del día doce con respecto al día ocho para el tratamiento de 100 ups y 100% nitrógeno, sin 

embargo no presentó diferencias significativas (p=0.098) con el día cuatro, donde se obtuvo una 

concentración del pigmento de 0.060  0.008 pg cél-1. 

 

Figura 5. Concentración promedio y error estándar del pigmento astaxantina en los cultivos de Dunaliella sp. 
expuestos a dos concentraciones de salinidad (35 y 100 ups) y tres concentraciones de nitrógeno en el medio (100, 
50 y 25%). Las letras denotan diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05). 
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Tabla 8. Concentración de pigmentos carotenoides y clorofila a (pg cél-1) en los cultivos de Dunaliella sp. a los cuatro, ocho y 12 días de exposición a las diferentes 
combinaciones de concentración de nitrógeno en el medio (f/2) y salinidad. Las letras mayúsculas denotan diferencias significativas de la salinidad entre tratamientos 
(p<0.05, A > B) por pigmento para cada día; y las minúsculas indican diferencias significativas de la concentración de nitrógeno entre tratamientos (p<0.05) por pigmento 
para cada día. Los números en paréntesis muestran el error estándar. Los porcentajes de 100, 50 y 25% de nitrógeno equivalen a una concentración de 217, 435 y 882 
µmol L-1 de NaNO3, respectivamente. 

                          

Pigmento  
(pg cél-1) 

Tiempo (días) 
 

0 
 

4 
 

8 
 

12 

% Nitrógeno -  100 50 25  100 50 25  100 50 25 

Astaxantina 

35 upsA 0.003 35 upsA 0.066ab 0.049bc 0.038c 

35 upsB 0.016a 0.017a 0.006b 

35 upsB 0.052a 0.031b 0.032b 

(0.005) (0.006) (0.007) (0.002) (0.002) (0.002) (0.001) (0.004) (0.003) 

100 upsA 0.006 100 upsA 0.060ab 0.047b 0.016c 

100 upsA 0.038a 0.030ab 0.019b 

100 upsA 0.079a 0.043bc 0.033b 

(0.008) (0.007) (0.002) (0.006) (0.002) (0.003) (0.006) (0.004) (0.004) 

Luteína 

35 ups 0 35 upsB 0 0 0 

35 upsB 0.030b 0.064ab 0c 

35 upsB 0.332a 0.229a 0.212a 

(0) (0) (0) (0.011) (0.023) (0) (0.017) (0.036) (0.046) 

100 ups 0 100 upsA 0.071ab 0.097a 0b 

100 upsA 0.213a 0.217a 0.135a 

100 upsA 0.699a 0.542a 0.579a 

(0.071) (0.026) (0) (0.078) (0.080) (0.068) (0.069) (0.025) (0.105) 

Cantaxantina 

35 upsB 0.001 35 upsB 0.087ab 0.047b 0.044b 

35 upsB 0.042b 0.057ab 0.009c 

35 upsB 0.115a 0.066b 0.072b 

(0.014) (0.010) (0.008) (0.007) (0.005) (0.004) (0.007) (0.007) (0.008) 

100 upsA 0.130 100 upsA 0.174a 0.153a 0.055b 

100 upsA 0.153a 0.132a 0.099a 

100 upsA 0.213a 0.140b 0.135b 

(0.030) (0.027) (0.019) (0.017) (0.019) (0.026) (0.017) (0.013) (0.020) 

Clorofila a 

35 upsB 0.049 35 upsB 1.697a 1.273a 1.147a 

35 upsB 0.673b 0.858ab 0.385c 

35 upsB 1.197a 0.859a 1.023a 

(0.143) (0.113) (0.099) (0.068) (0.052) (0.047) (0.055) (0.078) (0.091) 

100 upsA 1.896 100 upsA 2.701a 2.552a 1.796b 

100 upsA 2.175a 1.799ab 1.526b 

100 upsA 2.312a 1.565b 1.713b 

(0.291) (0.226) (0.261) (0.195) (0.196) (0.273) (0.186) (0.120) (0.250) 

β-caroteno 

35 upsB 0.260 35 upsB 0.425a 0.407a 0.358b 

35 upsB 0.130b 0.172a 0.171a 

35 upsB 0.106c 0.129b 0.203a 

(0.007) (0.006) (0.004) (0.004) (0.003) (0.003) (0.003) (0.007) (0.006) 

100 upsA 0.320 100 upsA 0.446b 0.442b 0.535a 

100 upsA 0.306a 0.250b 0.280ab 

100 upsA 0.176b 0.146c 0.207a 

(0.011) (0.007) (0.013) (0.008) (0.009) (0.019) (0.006) (0.005) (0.018) 
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En relación al pigmento luteína, no se encontró en los cultivos al inicio del bioensayo (día cero), ni en el 

día cuatro en el tratamiento con 35 ups en las diferentes concentraciones de nitrógeno, ni en el día ocho, 

con el tratamiento de 35 ups y 25% de nitrógeno; sin embargo, al día doce de cultivo se observó la mayor 

concentración, en la salinidad de 100 ups, sin diferencias significativas (p˃0.05) entre las tres 

concentraciones de nitrógeno, con valores de 0.542± 0.025 a 0.699± 0.069 pg cél-1. 

En el día ocho se observaron diferencias significativas (p<0.001) en los resultados obtenidos a 35 ups en 

las diferentes concentraciones de nitrógeno, y un efecto significativo (p<0.05) en la interacción del 

nitrógeno y la salinidad sobre la concentración de luteína. Se observó un aumento de la concentración de 

luteína a lo largo del tiempo (Figura 6). 

 

 

Figura 6. Concentración promedio y error estándar del pigmento luteína en los cultivos de Dunaliella sp. expuestos 
a dos concentraciones de salinidad (35 y 100 ups) y tres concentraciones de nitrógeno en el medio (100, 50 y 25%). 
Las letras denotan diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05). No se encontró pigmento en el día 0 de 
cultivo.  

 

La concentración de cantaxantina en el día 0 de cultivo fue de 0.001 y 0.130 pg cél-1 para 35 y 100 ups, 

respectivamente y se encontró un efecto significativo (p<0.05) de la salinidad en la concentración de 

cantaxantina (Tabla 8 y Figura 7). De acuerdo al análisis estadístico, hubo un efecto altamente significativo 

(p<0.001) en la producción de este carotenoide con relación a la concentración del nitrógeno y la salinidad 

(evaluados individualmente) durante los tres días analizados (4, 8 y 12), el día doce se cuantificó la mayor 

cantidad, con una media de 0.213 ± 0.017 pg cél-1 en el tratamiento de 100 ups y 100% nitrógeno, sin 

diferencias significativas (p>0.05) entre las otras dos concentraciones de nitrógeno (50 y 25%) en la misma 

salinidad. No se encontró un efecto significativo (p>0.05) en la interacción entre el nitrógeno y salinidad 
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sobre la concentración de cantaxantina en los cultivos. La menor cantidad del pigmento (0.009 ± 0.004 pg 

cél-1) se presentó en el tratamiento de 35 ups y 25% de nitrógeno en el día ocho de cultivo.  

 

Figura 7. Concentración promedio y error estándar del pigmento cantaxantina en los cultivos de Dunaliella sp. 
expuestos a dos concentraciones de salinidad (35 y 100 ups) y tres concentraciones de nitrógeno en el medio (100, 
50 y 25%). Las letras denotan diferencias significativas entre los tratamientos analizados (p<0.05). 

 

La concentración inicial de clorofila a en Dunaliella sp. fue de 0.049 y 1.896 pg cél-1 para 35 y 100 ups, 

respectivamente, observándose un efecto significativo (p<0.05) de la salinidad en la concentración de 

clorofila a en el día cero. Se encontró un efecto altamente significativo (p<0.001) de la concentración del 

nitrógeno y la salinidad durante los tres días analizados (4, 8 y 12) en la cuantificación de clorofila a; siendo 

el día cuatro donde se presentó la mayor cantidad del pigmento con una media de 2.701 ± 0.291 pg cél-1 

en el tratamiento de 100 ups y 100% nitrógeno y no se encontraron diferencias significativas (p>0.05) con 

el tratamiento de 50% nitrógeno en la misma salinidad. La interacción del nitrógeno y la salinidad sobre la 

concentración de clorofila a en los cultivos no tuvo un efecto significativo (p>0.05). En todos los días de 

bioensayo hubo diferencias altamente significativas entre la salinidad de 35 y 100 ups en todas las 

concentraciones de nitrógeno (Tabla 8). La menor cantidad del pigmento se presentó en el día ocho de 

cultivo en el tratamiento de 35 ups y 25% de nitrógeno (0.385 ± 0.047 pg cél-1). Al igual que en la presencia 

de cantaxantina no se observó un cambio en la cantidad de clorofila a a lo largo del periodo de 

experimentación (Figura 8), el tratamiento con mayor cantidad del pigmento (100 ups con 100% 

nitrógeno) mantuvo, en general, concentraciones similares a lo largo de los cuatro días evaluados en el 

experimento. 
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Figura 8. Concentración promedio y error estándar del pigmento clorofila a en los cultivos de Dunaliella sp. expuestos 
a dos concentraciones de salinidad (35 y 100 ups) y a tres concentraciones de nitrógeno en el medio (100, 50 y 25%). 
Las letras denotan diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05).  

 

En el pigmento β-caroteno se encontró un efecto altamente significativo (p<0.001) de la salinidad y de la 

interacción entre la concentración de nitrógeno y la salinidad, durante los tres días analizados (4, 8 y 12). 

En el día ocho se detectó un efecto altamente significativo (p<0.001) de la concentración de nitrógeno 

sobre la producción de β-caroteno. Las concentraciones iniciales de β-caroteno fueron de 0.260 y 0.320 

pg cél-1 para 35 y 100 ups, respectivamente. La salinidad tuvo un efecto significativo (p<0.05) en la 

concentración de β-caroteno en el día cero. En el tratamiento de 100 ups y 25% nitrógeno, al día cuatro 

se detectó la mayor cantidad del pigmento con una media de 0.535 ± 0.013 pg cél-1 (Figura 9). La menor 

cantidad del pigmento se presentó el día doce de cultivo (0.106 ± 0.003 pg cél-1) en el tratamiento de 35 

ups y 100% de nitrógeno. Se observa una clara disminución de este pigmento carotenoide en los 

tratamientos de cultivo entre los días cuatro y ocho (Figura 9). Se encontraron diferencias altamente 

significativas (p<0.001) en las concentraciones de β-caroteno para el tratamiento con mayor cantidad del 

pigmento (100 ups con 25% nitrógeno) en el día cuatro con respecto a los días posteriores y al día inicial 

del bioensayo. 
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Figura 9. Concentración promedio y error estándar del pigmento β-caroteno en los cultivos de Dunaliella sp. 
expuestos a dos concentraciones de salinidad (35 y 100 ups) y a tres concentraciones de nitrógeno en el medio (100, 
50 y 25%). Las letras denotan diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05).  

 

3.3 Inducción a la carotenogénesis de Dunalliela sp. Estrés salino agudo y crónico 

3.3.1 Efecto interactivo de la intensidad de luz y exposición aguda a la salinidad. 

La exposición súbita (estrés salino agudo) de las células de Dunaliella sp. a las salinidades de 100, 200 y 

300 ups (inmediato), produjo el rompimiento celular después de un periodo de 30 minutos. Este 

tratamiento es letal para la microalga y por lo tanto no es útil para inducir la carotenogénesis. Sin embargo, 

cuando la exposición a estas salinidades se hizo en forma gradual (estrés salino crónico), la microalga se 

aclimató satisfactoriamente, por lo tanto, el ensayo y análisis de inducción de la carotenogénesis se realizó 

con el esquema de estrés salino crónico.  

3.3.2 Efecto interactivo de la intensidad de luz, ausencia de nutrientes y exposición crónica a la 

salinidad. 

Los resultados del volumen celular para el día 11 (final) del cultivo, correspondientes a cada tratamiento 

para la inducción salina crónica, se presentan en la Tabla 9, las letras mayúsculas en la tabla denotan 

diferencias significativas para la salinidad y las minúsculas para la intensidad de luz entre los tratamientos. 

Los resultados del tratamiento con la intensidad de luz de 1300 µmol m-2s-1 y salinidad de 35 ups no se 

reportan debido a la pérdida de la muestra (no se detectaron células) y los datos de volumen celular para 
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las intensidades de 600 a 1600 µmol m-2s-1 y 300 ups no se midieron debido a rompimiento celular durante 

el bioensayo, por lo tanto, el análisis estadístico para la salinidad de 300 ups se hizo separado de las 

salinidades de 35 a 200 ups. Los datos de las intensidades de luz de 1300 y 1600 µmol m-2s-1 no se 

incluyeron en el análisis por la falta de datos en algunas salinidades, pero si se analizaron en el siguiente 

experimento de inducción (medio “f/2” sin nitrógeno). Debido a esto, los tratamientos mencionados 

anteriormente no fueron contemplados para el análisis estadístico. 

Los promedios del volumen celular fueron: en 35 ups, de 18.65 a 26.43 µm3, en 100 ups, de 23.87 a 36.84 

µm3, en 200 ups, de 34.49 a 49.10 µm3 y en 300 ups oscilaron entre los 36.53 a 57.33 µm3. De acuerdo al 

análisis estadístico, se observa que hubo un efecto altamente significativo de la luz (p<0.001), la salinidad 

(p<0.001) y de la interacción entre la intensidad de luz y la salinidad (p<0.001) en los resultados de volumen 

celular.  

Tabla 9. Volumen celular (µm3) de Dunaliella sp. expuesta a diferentes combinaciones de intensidad de luz y 
salinidad, para la inducción crónica salina a la carotenogénesis en ausencia de nutrientes. Las letras mayúsculas 
denotan diferencias significativas de la salinidad entre los tratamientos (p<0.05) y las letras minúsculas diferencias 
significativas de la intensidad de luz entre los tratamientos (p<0.05). Los números en paréntesis muestran el error 
estándar.  

                     

     Intensidad de luz (µmol m-2s-1) 

    100 200 400  600 800 1000 1300 1600 

Salinidad 
(ups) 

35C 18.65b 26.43a 18.91b  21.09bc 22.67ac 25.30a - 21.14 

(1.3) (1.5) (1.6)  (1.2) (1.1) (1.1) - (1.2) 

100B 23.87b 36.84a 34.69a  32.99a 32.08a 35.97a 29.71 29.54 

(1.2) (2.7) (2.5)  (2.1) (1.9) (2.0) (2.0) (1.7) 

200A 34.49c 43.08ab 49.10a  44.74a 46.35a 40.64bc 44.16 - 

(2.6) (3.2) (3.3)  (1.7) (2.9) (4.4) (2.9) - 

300 
36.53b 48.25a 57.33a  - - - - - 

  (2.6) (3.2) (3.5)  - - - - - 

                     
Los mayores valores del volumen celular fueron en los cultivos mantenidos en los tratamientos a 400 µmol 

m-2s-1 y 300 ups de salinidad, en el de 200 µmol m-2s-1 y 300 ups y en el tratamiento de 400 µmol m-2s-1 y 

200 ups, sin diferencias significativas entre ellos. Para cada intensidad de luz, se encontraron diferencias 

significativas (p<0.001) entre las concentraciones de salinidad de 35, 100 y 200 ups. Las células con el 

menor volumen se observaron en el tratamiento de 100 µmol m-2s-1 y 35 ups, con una media de 18.65 ± 

1.3 µm3 (Figura 10). 
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Figura 10. Volumen celular promedio (µm3) de Dunaliella sp. expuesta a diferentes combinaciones de intensidad de 
luz y salinidad, para la inducción crónica salina en ausencia de nutrientes. 

 

Al aplicar un análisis de correlación (Figura 11) entre el volumen celular medido y las cuatro salinidades en 

el tratamiento de 400 µmol m-2s-1, se observó una relación significativa (p<0.001) con un coeficiente de 

determinación de 0.95. El análisis se hizo con los datos obtenidos a 400 µmol m-2s-1, debido a que este fue 

uno de los tratamientos en donde se alcanzaron los mayores volúmenes celulares. Se observó que el 

aumento de intensidad de 100 a 400 µmol m-2s-1 acentuaba el efecto de la salinidad sobre el volumen de 

la célula, el coeficiente de determinación para 100 y 200 µmol m-2s-1 fue de 0.885 y 0.933, 

respectivamente. A partir de 400 µmol m-2s-1 se observó un efecto menor de la intensidad de luz sobre el 

volumen, como en el caso del tratamiento de 1000 µmol m-2s-1, donde se obtuvo un coeficiente de 

determinación de 0.886.  
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Figura 11. Correlación entre la concentración salina del medio sin nutrientes y el volumen celular de Dunaliella 
expuesta a una intensidad de luz de 400 µmol m-2s-1. Los puntos representan el volumen celular promedio y las barras 
el error estándar. 

 

3.3.2.1 Cuantificación de pigmentos carotenoides y clorofila a en la inducción crónica a la 

salinidad y ausencia de nutrientes. 

Para el análisis estadístico de la concentración de los pigmentos carotenoides y de la clorofila a, se 

consideraron las ocho intensidades de luz (100 a 1600 µmol m-2s-1) y su interacción solo con dos 

concentraciones de salinidad (35 y 100 ups) en un medio de cultivo sin nutrientes. En la salinidad de 200 

ups solo se analizaron los pigmentos en los tratamientos desfasados de 100, 400, 800 y 1300 µmol m-2s-1, 

debido a que las lecturas espectrofotométricas de los cultivos; previas al análisis de pigmentos en HPLC; 

mostraron absorbancias muy bajas. Por lo anterior, se optó por hacer un análisis exploratorio de la 

producción de pigmentos en los cultivos, con la finalidad de entender el comportamiento de la célula a 

esta salinidad. Cabe destacar que el análisis para todos los pigmentos en la salinidad de 200 ups, se realizó 

independientemente de las salinidades de 35 y 100 ups, debido a la falta de datos en ciertas intensidades 

de luz. Los cultivos de 300 ups no se analizaron debido a que la muerte celular a lo largo del bioensayo 

redujo de manera sustancial la biomasa algal. Los resultados de este experimento corresponden al último 

día de cultivo (día 11). 

Para contrastar los efectos de la intensidad de la luz y la salinidad sobre la inducción a la carotenogénesis, 

se tomó una muestra inicial de las microalgas que se habían aclimatado en forma paulatina a cada una de 

las salinidades experimentales. Las concentraciones iniciales de los pigmentos analizados se muestran en 

la Tabla 10. 
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Para la astaxantina, las concentraciones iniciales fueron en promedio 0.009 pg cél-1 en las tres salinidades 

(35, 100 y 200) (Tabla 10). De acuerdo al análisis estadístico de las muestras analizadas al finalizar el 

experimento (día 11), se observó un efecto altamente significativo de la luz (p<0.001), de la salinidad 

(p<0.05) y de la interacción entre éstas variables (p<0.05) en la concentración del pigmento astaxantina. 

La mayor cantidad de astaxantina se encontró en los tratamientos de 35 ups, en las intensidades de luz de 

600 y 800 µmol m-2s-1 (Tabla 11), sin diferencias significativas entre ambos tratamientos (p=0.329) y con 

un promedio de 0.115 pg cél-1 (Figura 12). Las menores concentraciones del pigmento se presentaron en 

el tratamiento de 100 ups y 1000 µmol m-2s-1 (con 0.029 ± 0.003 pg cél-1) (Figura 13), así como en los 

tratamientos de 200 ups con 800 y 1300 µmol m-2s-1, sin diferencias estadísticas entre éstos dos últimos 

valores, con un promedio de 0.021 pg cél-1 (Figura 14). Las diferencias altamente significativas (p<0.001) 

se encontraron entre los tratamientos de 35 y 100 ups con 600 y 800 µmol m-2s-1.  

La concentración inicial de luteína fue de 0.096, 0.065 y 0 pg cél-1 para la concentración salina de 35, 100 

y 200 ups, respectivamente. En el análisis estadístico para este pigmento, se observó un efecto altamente 

significativo de la luz y de la salinidad (p<0.001). Las mayores cantidades del pigmento se encontraron en 

los tratamientos de 100 ups y 100 a 800 µmol m-2s-1 (Figura 13), con un promedio entre éstas intensidades 

de 0.410 pg cél-1. Las menores concentraciones se observaron en los tratamientos con las intensidades 

más altas (1000 a 1600 µmol m-2s-1), en las tres salinidades (Figuras 12, 13 y 14). En cuanto a la salinidad 

de 200 ups, el tratamiento de 100 µmol m-2s-1 resultó con la mayor cantidad de luteína (Fig. 14), con un 

valor de 0.491 ± 0.041 pg cél-1.  

En relación al carotenoide cantaxantina las concentraciones fueron las siguientes: 0.131, 0.122 y 0.160 pg 

cél-1 para las salinidades de 35, 100 y 200 ups, respectivamente. Se encontró un efecto significativo de la 

luz (p<0.05) en este pigmento en el último día del bioensayo, mientras que en la variable salinidad y la 

interacción luz x salinidad se encontró un efecto altamente significativo (p<0.001). No se encontraron 

diferencias significativas (p>0.05) entre las salinidades de 35 y 100 ups, en los tratamientos de 100 y 400 

µmol m-2s-1. La mayor cantidad de este carotenoide se encontró en el tratamiento con una salinidad de 35 

ups, en las intensidades de luz de 100, 200 y 800 µmol m-2s-1, con un promedio de 0.053 pg cél-1 (Figura 

12), sin diferencias significativas entre éstos tratamientos (p>0.05). Se observó una tendencia similar en la 

salinidad de 100 ups para las intensidades de luz de 100 y 200 µmol m-2s-1 (Figura 13). Las menores 

concentraciones, en ambas salinidades, fueron en los tratamientos con una intensidad de 1000 a 1600 

µmol m-2s-1. En la salinidad de 200 ups y 100 µmol m-2s-1, solo se observaron pequeñas concentraciones de 

este carotenoide (0.041 pg cél-1), en las otras intensidades de luz las concentraciones fueron casi 

indetectables.  
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Tabla 10. Concentración inicial (pg cél-1) de pigmentos carotenoides y clorofila a en la inducción crónica salina y 
ausencia de nutrientes. 

  Pigmentos (pg cél-1) 

Salinidad (ups) Astaxantina Luteína Cantaxantina Clorofila a β-caroteno 

35 0.010 0.096 0.131 1.385 0.090 

100 0.009 0.065 0.122 1.284 0.100 

200 0.008 0 0.160 1.573 0.141 

 

Las concentraciones iniciales de clorofila a en las tres salinidades fueron en promedio 1.41 pg cél-1. La luz 

tuvo un efecto altamente significativo sobre la concentración de clorofila a (p<0.001) mientras que la 

salinidad solo tuvo un efecto significativo en las dos últimas intensidades de luz (1300 y 1600 µmol m-2s-1). 

La mayor cantidad de clorofila se encontró en el tratamiento con 100 ups y en las tres primeras 

intensidades de luz (100, 200 y 400 µmol m-2s-1) (Figura 13), sin diferencias significativas entre éstas 

(p=0.584). La menor concentración de clorofila a se observó en el tratamiento a 200 ups e intensidad de 

luz de 1300 µmol m-2s-1 (0.053 ± 0.010 pg cél-1). 

En relación al β-caroteno las concentraciones iniciales, en las tres salinidades, fueron en promedio 0.11 pg 

cél-1. Al finalizar el bioensayo, se encontró un efecto altamente significativo (p<0.001) de la intensidad de 

la luz, la salinidad y de la interacción entre las dos variables, sobre la concentración del β-caroteno. La 

mayor concentración (0.230 ± 0.003 pg cél-1) de este pigmento se observó en la concentración salina de 

200 ups a una intensidad de luz de 100 µmol m-2s-1 y la menor en 35 ups y 1000 µmol m-2s-1 (0.111 ± 0.005 

pg cél-1). No se encontraron diferencias significativas (p>0.05) en las concentraciones de β-caroteno 

obtenidas en las salinidades de 35 y 100 a las intensidades de luz de 800 a 1600 µmol m-2s-1 (Figuras 12 y 

13), sin embargo, si fueron diferentes a la salinidad de 200 ups en 800 y 1300 µmol m-2s-1 (Figura 14).  
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Tabla 11. Concentración de pigmentos carotenoides y clorofila a (pg cél-1) en los cultivos de Dunaliella sp. a los 11 
días de exposición a diferentes combinaciones de intensidad de luz y salinidad en ausencia de nutrientes. Las letras 
mayúsculas denotan diferencias significativas en la salinidad entre tratamientos (p<0.05) y las minúsculas denotan 
diferencias significativas en la intensidad de luz para cada salinidad (p<0.05). Los números en paréntesis muestran el 
error estándar. El símbolo – representa ausencia de dato en esa intensidad de luz con la combinación de 200 ups de 
salinidad. 

                    

Pigmento 
(pg cél-1) 

Salinidad 
Intensidad de luz (µmol m-2s-1) 

100 200 400 600 800 1000 1300 1600 

Astaxantina 

35 0.058bc 0.048c 0.060bc 0.121Aa 0.108Aa 0.033d 0.074b 0.070Ab 

(0.004) (0.005) (0.004) (0.002) (0.025) (0.001) (0.016) (0.005) 

100 0.055cd 0.055cd 0.057cd 0.090Bab 0.052Bd 0.029e 0.073bc 0.056Bcd 

(0.001) (0.004) (0.010) (0.002) (0.010) (0.003) (0.002) (0.002) 

200 
0.050a - 0.027b - 0.020c - 0.022bc - 

(0.003) - (0.002) - (0.001) - (0.002) - 

Luteína 

35 
0.226Ba 0.246Ba 0.185Bab 0.185Bab 0.235a 0.025c 0.128ab 0.078b 

(0.030) (0.049) (0.024) (0.005) (0.067) (0.009) (0.011) (0.026) 

100 
0.448Aa 0.667Aa 0.378Aa 0.238Aab 0.320a 0.027bc 0.105bc 0.076c 

(0.018) (0.032) (0.076) (0.012) (0.057) (0.021) (0.021) (0.007) 

200 
0.491a - 0.356b - 0.098c - 0.035c - 

(0.041) - (0.007) - (0.007) - (0.026) - 

Cantaxantina 

35 0.055ab 0.053Ba 0.035b 0.042Ab 0.050Aab 0.009Ade 0.019Abcd 0.004Ae 

(0.002) (0.005) (0.002) (0.001) (0.010) (0.001) (0.005) (0.001) 

100 0.048ab 0.080Aa 0.024b 0.020Bb 0.012Ba 0Bc 0Bc 0Bc 

(0.002) (0.007) (0.005) (0.001) (0.006) (0) (0) (0) 

200 
0.041 - 0.005 - 0 - 0 - 

(0.004) - (0.001) - (0) - (0) - 

Clorofila a 

35 
0.802ab 0.780ab 0.542bc 0.591b 0.625b 0.212c 0.370Abc 0.217Ac 

(0.060) (0.104) (0.039) (0.018) (0.092) (0.004) (0.042) (0.016) 

100 
1.068a 1.382a 0.656ab 0.402bc 0.327bcd 0.178cd 0.143Bd 0.059Be 

(0.022) (0.092) (0.118) (0.012) (0.067) (0.031) (0.009) (0.028) 

200 
1.039a - 0.407b - 0.071c - 0.053c - 

(0.100) - (0.017) - (0.006) - (0.010) - 

β-caroteno 

35 
0.119Be 0.165Bab 0.127Bde 0.146Abc 0.140cd 0.111f 0.144cd 0.132cde 

(0.004) (0.014) (0.004) (0.002) (0.010) (0.005) (0.010) (0.005) 

100 
0.162Abc 0.195Aa 0.176Aab 0.126Bef 0.146cd 0.120f 0.129def 0.143cde 

(0.004) (0.004) (0.013) (0.002) (0.001) (0.005) (0.002) (0.001) 

200 
0.230a - 0.186b - 0.185b - 0.165c - 

(0.003) - (0.002) - (0.001) - (0.002) - 
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Figura 12. Concentración promedio y error estándar de los pigmentos astaxantina (ASXT), luteína (LUT), cantaxantina 
(CAN), clorofila a (CLOA) y β-caroteno (BCAR) en los cultivos de Dunaliella sp. expuestas a ocho intensidades de luz 
(100 a 1600 µmol m-2s-1), una concentración salina de 35 ups y ausencia de nutrientes. Las letras denotan diferencias 
significativas entre los tratamientos (p<0.05). 

 

Figura 13. Concentración promedio y error estándar de los pigmentos astaxantina (ASXT), luteína (LUT), cantaxantina 
(CAN), clorofila a (CLOA) y β-caroteno (BCAR) en los cultivos de Dunaliella sp. expuestas a ocho intensidades de luz 
(100 a 1600 µmol m-2s-1), una concentración salina de 100 ups y ausencia de nutrientes. Las letras denotan diferencias 
significativas entre los tratamientos (p<0.05). No se encontró cantaxantina en los tratamientos de 1000 a 1600 µmol 
m-2s-1.  
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Figura 14. Concentración promedio y error estándar de los pigmentos astaxantina (ASXT), luteína (LUT), cantaxantina 
(CAN), clorofila a (CLOA) y β-caroteno (BCAR) en los cultivos de Dunaliella sp. expuestas a cuatro intensidades de luz 
(100, 400, 800 y 1300 µmol m-2s-1), una concentración salina de 200 ups y ausencia de nutrientes. Las letras denotan 
diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05). No se encontró cantaxantina en los tratamientos de 800 y 
1300 µmol m-2s-1. Los tratamientos de 200, 600, 1000 y 1600 µmol m-2s-1 no fueron analizados en la salinidad de 200 
ups. 

 

3.3.3 Efecto interactivo de la intensidad de luz, ausencia de nitrógeno y exposición crónica a la 

salinidad  

Los resultados de volumen celular de Dunaliella sp.  expuesta a los tratamientos de inducción salina 

crónica, ausencia de nitrógeno y ocho intensidades de luz se presentan en la Tabla 12, las letras mayúsculas 

en la tabla denotan diferencias significativas para la salinidad y las minúsculas para la intensidad de luz 

entre los tratamientos. Los resultados corresponden al día 11 (final) de cultivo.  

De acuerdo al análisis estadístico, se deduce que hubo un efecto altamente significativo de la intensidad 

de luz (p<0.001), la salinidad (p<0.001) y de la interacción entre estas variables (p<0.001) en el volumen 

celular de Dunaliella sp. Los valores promedio del volumen celular en las concentraciones salinas de 35, 

100, 200 ups oscilaron entre los 21.03 a 28.64 µm3, 27.75 a 40.91 µm3 y 44.69 a 67.67 µm3, 

respectivamente (Tabla 12).  
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Tabla 12. Volumen celular (µm3) de Dunaliella sp. expuesta a diferentes combinaciones de intensidad de luz y 
salinidad, para la inducción crónica salina de la carotenogénesis en ausencia de nitrógeno. Las letras mayúsculas 
denotan diferencias significativas de la salinidad entre tratamientos (p<0.05) y las letras minúsculas diferencias 
significativas de la intensidad de luz entre los tratamientos (p<0.05) en cada salinidad. Los números en paréntesis 
muestran el error estándar. Para este diseño se descartó la salinidad de 300 ups. 

                    

    Intensidad de luz (µmol m-2s-1) 

    100 200 400 600 800 1000 1300 1600 

Salinidad 

35C 21.03c 26.22ab 22.90c 28.64a 23.77bc 24.49bc 22.07c 24.90abc 

(1.0) (1.1) (1.2) (1.7) (1.3) (1.3) (1.0) (1.2) 

100B 27.75d 33.08c 33.48c 34.42bc 35.11abc 36.09abc 33.27c 40.91a 

(1.5) (2.0) (1.5) (1.7) (1.5) (2.0) (1.5) (2.4) 

200A 44.69d 49.06cd 67.67a 56.19bc 48.33d 58.51ab 59.97ab 55.17bc 

(1.7) (2.2) (3.9) (3.1) (2.6) (2.9) (3.3) (2.3) 

                    
 

Se observaron diferencias en el volumen celular entre las tres concentraciones salinas (35, 100 y 200 ups) 

para cada una de las intensidades de luz (p<0.001), con los mayores volúmenes en la concentración más 

alta (200 ups) y los valores más bajos se encontraron en el tratamiento de 100 µmol m-2s-1 y 35 ups, con 

una media de 21.03±1.0 µm3 (Figura 15).  

 
Figura 15. Volumen celular promedio (µm3) de Dunaliella sp. expuesta a diferentes combinaciones de intensidad de 
luz y salinidad, para la inducción crónica salina y ausencia de nitrógeno. 
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El análisis de correlación entre la salinidad en el medio de cultivo y el volumen celular de Dunaliella sp., 

cultivada con una intensidad de luz de 400 µmol m-2s-1 indicó una relación altamente significativa 

(p<0.001), con un coeficiente de determinación de 0.97 (Figura 16). El análisis se hizo con el tratamiento 

de 400 µmol m-2s-1 debido a que en este se alcanzaron los mayores volúmenes celulares. Al igual que en el 

análisis de correlación del experimento anterior,  se  observó  que  con  el  aumento  de 100 a 400 µmol 

m-2s-1 se acentuaba el efecto de la salinidad sobre el volumen de la célula y a partir de 400 µmol m-2s-1 se 

observó un efecto menor de la intensidad de luz sobre el volumen. 

 
 

Figura 16. Correlación entre la concentración salina del medio sin nitrógeno y el volumen celular de Dunaliella sp. 
expuesta a una intensidad de luz de 400 µmol m-2s-1. Los puntos representan el volumen celular promedio y las barras 
el error estándar.  

 

3.3.3.1. Cuantificación de pigmentos carotenoides y clorofila a en la inducción crónica a la 

salinidad y ausencia del nitrógeno. 
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altamente significativo de la luz, la salinidad y de la interacción entre la intensidad de luz y la salinidad 

(p<0.001) en la concentración de astaxantina en la microalga Dunaliella sp. La mayor cantidad de 

astaxantina se encontró en los tratamientos de 100 y 600 µmol m-2s-1 y 35 ups (p=0.354) (Figura 17). Las 

menores concentraciones del pigmento se presentaron en el tratamiento de 200 ups, sin diferencias 

significativas entre las intensidades de luz (Figura 19). Se encontraron diferencias altamente significativas 

(p<0.001) en la concentración del pigmento entre las salinidades de 35 y 100 ups en todas las intensidades 

de luz (Figura 17 y 18). 

Para la luteína se encontraron concentraciones iniciales de 0.033 a 0.188 pg cél-1 en las salinidades de 35, 

100 y 200 ups (Tabla 13). El análisis estadístico reveló un efecto altamente significativo (p<0.001) de la 

intensidad de la luz, la salinidad y la interacción entre las dos variables sobre la concentración de este 

pigmento. La mayor cantidad del pigmento se encontró en el tratamiento de 100 ups y 200 µmol m-2s-1 

(Tabla 14), con un valor de 1.025±0.015 pg cél-1 y las menores concentraciones se observaron en los 

tratamientos de 100 ups y 1600 µmol m-2s-1 (0.200 pg cél-1) y en 200 ups en todas las intensidades de luz 

(Fig. 19). En la salinidad de 100 ups, a partir de 1000 µmol m-2s-1 se observó un decremento en la 

concentración de luteína, conforme se incrementó la intensidad de luz. 

Con relación al pigmento cantaxantina, al iniciar el experimento, las concentraciones fueron de 0.163, 

0.140 y 0.084 pg cél-1 para las salinidades de 35, 100 y 200 ups, respectivamente. Se encontró un efecto 

altamente significativo (p<0.001) de la intensidad de la luz, la salinidad y la interacción de las dos variables 

en la concentración de este pigmento. La mayor concentración de este carotenoide (0.196 ± 0.008) se 

encontró en el tratamiento con una salinidad 35 ups y 100 µmol m-2s-1 (Figura 17). Las menores 

concentraciones se observaron a 100 ups, en las intensidades de 400 a 1600 µmol m-2s-1, así como en todas 

las intensidades de 200 ups. Al igual que con la luteína, se observó una disminución considerable del 

pigmento a medida que se incrementaron la intensidad de luz y la salinidad (Tabla 14).  

Tabla 13. Concentración inicial (pg cél-1) de pigmentos carotenoides y clorofila a en la inducción crónica salina y 
ausencia del nitrógeno. 

  Pigmentos (pg cél-1) 

Salinidad (ups) Astaxantina Luteína Cantaxantina Clorofila a β-caroteno 

35 0.012 0.111 0.163 1.775 0.123 

100 0.014 0.118 0.140 1.830 0.146 

200 0.006 0.033 0.084 1.59 0.182 
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La concentración de clorofila a se encontró en concentraciones iniciales de 1.590 a 1.830 pg cél-1 en las 

tres concentraciones de salinidad (35, 100 y 200 ups). Los resultados mostraron un efecto altamente 

significativo (p<0.001) de la intensidad de la luz, la salinidad y la interacción entre ambas variables en la 

concentración de este pigmento en la microalga. La mayor cantidad de clorofila a se encontró en el 

tratamiento de 35 ups con 100 µmol m-2s-1 (Tabla 14), con 2.355 ± 0.082 pg cél-1 y la menor cantidad (0.251 

± 0.019 pg cél-1) en el tratamiento de 100 ups e intensidad de luz de 1600 µmol m-2s-1. Se encontraron 

diferencias altamente significativas (p<0.001) en la concentración del pigmento entre las salinidades de 35 

y 100 ups en todas las intensidades de luz y se observó una disminución del pigmento al aumentar la 

salinidad y la intensidad de luz, a partir de 800 µmol m-2s-1. 

Las concentraciones iniciales del pigmento β-caroteno fueron de 0.123, 0.146 y 0.182 pg cél-1 para las 

salinidades de 35, 100 y 200, respectivamente (Tabla 13). Se encontró un efecto altamente significativo de 

la intensidad de la luz y de la interacción entre la intensidad de la luz y salinidad (p<0.001), en la 

concentración del β-caroteno en las células de Dunaliella sp. Las mayores concentraciones de este 

pigmento fueron alrededor de 0.377 pg cél-1 (en las concentraciones de 35 ups con 100 y 600 µmol m-2s-1, 

y en 100 ups con 200 µmol m-2s-1) (Tabla 14). 
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Tabla 14. Concentración de pigmentos carotenoides y clorofila a (pg cél-1) en los cultivos de Dunaliella sp. a los 11 
días de exposición a diferentes combinaciones de intensidad de luz y salinidad en ausencia de nitrógeno. Las letras 
mayúsculas denotan diferencias significativas en la salinidad entre tratamientos (p<0.05) y las minúsculas denotan 
diferencias significativas en la intensidad de luz para cada salinidad (p<0.05). Los números en paréntesis muestran el 
error estándar. El símbolo – representa ausencia de dato en esa intensidad de luz con la combinación de 200 ups de 
salinidad. 

                    

Pigmento  
(pg cél-1) 

Salinidad 
Intensidad de luz (µmol m-2s-1) 

100 200 400 600 800 1000 1300 1600 

Astaxantina 

35A 0.144a 0.084bc 0.101b 0.133a 0.098b 0.075c 0.066c 0.071c 

(0.004) (0.001) (0.004) (0.010) (0.003) (0.003) (0.001) (0.005) 

100B 0.053b 0.048bcd 0.041de 0.054b 0.078a 0.034f 0.040ef 0.026g 

(0.001) (0.003) (0.001) (0.003) (0.003) (0.005) (0.005) (0.002) 

200 
0.022a - 0.020a - 0.019a - 0.016a - 

(0.002) - (0.002) - (0.001) - (0.003) - 

Luteína 

35 
0.799a 0.536Bcd 0.533cd 0.704Aab 0.655b 0.467de 0.604Abc 0.432Ae 

(0.037) (0.028) (0.023) (0.071) (0.010) (0.014) (0.010) (0.046) 

100 
0.762b 1.025Aa 0.512c 0.516Bc 0.697b 0.389d 0.413Bd 0.200Be 

(0.047) (0.015) (0.010) (0.059) (0.015) (0.028) (0.046) (0.011) 

200 
0.377a - 0.377ab - 0.248ab - 0.138b - 

(0.004) - (0.018) - (0.004) - (0.030) - 

Cantaxantina 

35A 0.196a 0.140b 0.105b 0.109b 0.117b 0.065c 0.063c 0.043d 

(0.008) (0.003) (0.005) (0.014) (0.003) (0.003) (0.001) (0.006) 

100B 0.111a 0.117a 0.047b 0.031c 0.059b 0.017d 0.014d 0.000e 

(0.007) (0.004) (0.002) (0.003) (0.003) (0.004) (0.003) (0) 

200 
0.068 - 0.018 - 0.000 - 0.000 - 

(0.009) - (0.005) - (0) - (0) - 

Clorofila a 

35A 2.355a 1.540b 0.859de 0.985cd 1.086c 0.803efg 0.906de 0.594h 

(0.082) (0.058) (0.036) (0.075) (0.029) (0.027) (0.009) (0.009) 

100B 1.650b 2.052a 0.596e 0.703d 0.937c 0.520e 0.550e 0.251f 

(0.076) (0.047) (0.026) (0.056) (0.037) (0.042) (0.034) (0.019) 

200 
0.791a - 0.525b - 0.357c - 0.357c - 

(0.055) - (0.065) - (0.015) - (0.016) - 

β-caroteno 

35 
0.367Aa 0.231Bc 0.222c 0.379Aa 0.232Bc 0.215c 0.231c 0.236Ab 

(0.006) (0.005) (0.005) (0.015) (0.004) (0.006) (0.007) (0.004) 

100 
0.282Bc 0.384Aa 0.198e 0.210Bde 0.335Ab 0.207de 0.229d 0.191Be 

(0.014) (0.004) (0.001) (0.022) (0.007) (0.007) (0.011) (0.005) 

200 
0.174c - 0.216b - 0.273a - 0.275a - 

(0.014) - (0.006) - (0.002) - (0.008) - 
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Figura 17. Concentración promedio y error estándar de los pigmentos astaxantina (ASXT), luteína (LUT), cantaxantina 
(CAN), clorofila a (CLOA) y β-caroteno (BCAR) en los cultivos de Dunaliella sp. expuestas a ocho intensidades de luz 
(100 a 1600 µmol m-2s-1), una concentración salina de 35 ups y ausencia de nitrógeno. Las letras denotan diferencias 
significativas entre los tratamientos (p<0.05). 

 

 
Figura 18. Concentración promedio y error estándar de los pigmentos astaxantina (ASXT), luteína (LUT), cantaxantina 
(CAN), clorofila a (CLOA) y β-caroteno (BCAR) en los cultivos de Dunaliella sp. expuestas a ocho intensidades de luz 
(100 a 1600 µmol m-2s-1), una concentración salina de 100 ups y ausencia de nitrógeno. Las letras denotan diferencias 
significativas entre los tratamientos (p<0.05). No se encontró cantaxantina en el tratamiento de 1600 µmol m-2s-1.  
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Figura 19. Concentración promedio y error estándar de los pigmentos astaxantina (ASXT), luteína (LUT), cantaxantina 
(CAN), clorofila a (CLOA) y β-caroteno (BCAR) en los cultivos de Dunaliella sp. expuestas a cuatro intensidades de luz 
(100, 400, 800 y 1300 µmol m-2s-1), una concentración salina de 200 ups y ausencia de nitrógeno. Las letras denotan 
diferencias significativas entre los tratamientos (p<0.05). No se encontró cantaxantina en los tratamientos de 800 y 
1600 µmol m-2s-1. Los tratamientos de 200, 600, 1000 y 1600 µmol m-2s-1 en combinación con la salinidad de 200 ups 
no fueron analizados. 
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Capítulo 4. Discusión  

Las microalgas del género Dunaliella han sido abordadas en numerosos estudios, los cuales han permitido 

delimitar las condiciones específicas de su crecimiento para alcanzar mayores biomasas en cultivo (Herrero 

et al., 1991; Hosseini y Shariati, 2008; Santos y Maciel, 2010; Hossein y Ghasemi, 2016), esto con fines de 

alimentación en acuicultura (Fabregas et al., 1986; Borowitzka, 1997; Supamattaya et al., 2005; 

Hemaiswarya et al., 2011) o para generar metabolitos de interés tales como pigmentos carotenoides, 

lípidos y glicerol (Jin y Melis, 2003; Lamers et al., 2012; Seok-Young et al., 2014). Este género se ha 

encontrado en diferentes ambientes, en condiciones muy variadas y, a la fecha, se han reportado una gran 

diversidad de especies, por lo que es de suma importante la caracterización biológica de cada una de las 

cepas aisladas en las diferentes localidades.  

 

La cepa de Dunaliella utilizada en este trabajo se ha expuesto a una serie de pruebas experimentales para 

evaluar su crecimiento, composición lipídica y contenido proteico. Los resultados indican que es una 

candidata idónea para la producción de estos compuestos. En cuanto a su crecimiento, se han evaluado 

intensidades de luz bajas (100 a 300 mol m-2s-1) y medios nutritivos preparados a partir de fertilizantes 

agrícolas, los cuales tienen una fuente de nitrógeno a base de amonio y urea (Prado-Brambila, 2015). Estos 

medios se compararon con el medio “f/2”, el cual es utilizado de manera común en una gran diversidad 

de especies de microalgas y ha resultado favorable para el crecimiento de Dunaliella primolecta, D. 

tertiolecta, D. bardawil y D. parva (Uriarte et al., 1993, Sánchez-Saavedra et al., 1996 y Cifuentes et al., 

2001), además, debido a que el medio Johnson es uno de los medios de cultivo más utilizados para el 

cultivo de Dunaliella spp., se consideró adecuado evaluarlo con la cepa utilizada en este trabajo.  

 

La evaluación de los medios de cultivo utilizados para el crecimiento de Dunaliella sp., arrojó los mejores 

resultados de crecimiento con el medio “f” de Guillard y con una intensidad de luz de 100 mol m-2s-1, con 

concentraciones celulares de hasta 10.7x106 cél mL-1, lo cual concuerda con lo encontrado por Prado-

Brambila (2015), quien alcanzó las mayores concentraciones celulares con 100 mol m-2s-1, sin embargo, 

este autor encontró mejores resultados utilizando el fertilizante agrícola Triple 17, con concentraciones 

celulares de 9.24x106 cél mL-1. Las concentraciones celulares obtenidas en esta tesis, coinciden con las 

reportadas por diversos autores (Subba Rao, 1981; Herrero et al., 1991; Cifuentes et al., 2001) para la 

especie D. tertiolecta, donde se utilizaron condiciones similares a las de este trabajo, como 

concentraciones celulares iniciales, medios de cultivo (“f”) y temperaturas (18-25 C). 
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La salinidad tiene un efecto importante en el crecimiento de Dunaliella, en este trabajo se observó que la 

microalga tiene un mejor desempeño en una concentración salina de 35 ups, lo cual concuerda con las 

condiciones de salinidad descritas para D. tertiolecta que tiene su crecimiento óptimo en salinidades de 

20 a 40 ups, sin embargo, su crecimiento disminuye con salinidades de 100 a 200 ups (Jahnke y White, 

2003). En contraste, D. pseudosalina, D. parva y D. salina, tienen un mayor potencial de crecimiento en un 

medio de mayor salinidad y alcanzan sus mayores concentraciones celulares con una salinidad de 114 ups 

(Shariati, 2003). Otras especies del género Dunaliella, como D. viridis tienen la capacidad de tolerar un 

amplio intervalo de salinidades e inclusive, pueden crecer en salinidades superiores a 100 ups, alcanzado 

su límite salino máximo a 228 ups; no obstante, la mayoría tendrá su óptimo crecimiento a salinidades 

más bajas (20-50 ups) (Johnson et al., 1968).  

 

La disponibilidad del nitrógeno en el medio de cultivo regula el crecimiento en las microalgas; en D. salina, 

un incremento en la concentración de la fuente de nitrógeno, mejora el crecimiento celular, en contraste, 

si la disponibilidad de nitrógeno es limitada, disminuye su crecimiento, pero se potencia la producción de 

pigmentos carotenoides (Pisal y Lele, 2005; Sánchez-Estudillo et al., 2006). Los resultados de este trabajo 

mostraron un mayor crecimiento de la microalga cuando las células se mantuvieron con una concentración 

de nitrógeno equivalente al 100% de la concentración de este compuesto en el medio “f/2” (NaNO3), y se 

presentó una disminución considerable de la densidad celular cuando se combinaron altas salinidades (100 

ups) con una privación casi total de nitrógeno. Esta respuesta de las células, varía dependiendo de la 

especie de Dunaliella y de la fuente de nitrógeno (Giordano y Bowes, 1997), los resultados de estudios 

previos con la cepa de Dunaliella utilizada en este trabajo, sugieren que prefiere el nitrógeno de una fuente 

como la urea, como el que estuvo disponible en el fertilizante Triple 17 (Prado-Brambila, 2015), es posible 

que la preferencia por esta forma de nitrógeno se deba a que la asimilación de la urea es energéticamente 

menos costosa que la del nitrato de sodio (Ibañez et al., 2006). 

 

La mayor tasa de crecimiento () para Dunaliella, observada en este trabajo, fue de 1.47 div·día-1 con el 

medio “f/2” y coincide con las observadas por Humphrey (1979) y Cifuentes et al. (2001), quienes utilizaron 

condiciones de temperaturas e intensidades de luz similares a las de este trabajo, y obtuvieron una tasa 

de crecimiento de 1.4 div·día-1 para D. parva y 1.7 div·día-1 para D. tertiolecta, en medios de cultivo Johnson 

y “f”, respectivamente. Es importante mencionar que las divisiones celulares varían dependiendo de la 

especie, del medio nutritivo utilizado, así como de la intensidad de luz y la temperatura (Borowitzka y 

Borowitzka, 1988). 
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En este trabajo fue evidente una relación directa entre el volumen celular y la concentración salina, ya que 

a medida que las salinidades fueron más altas se observó un mayor volumen y un cambio en la morfología 

de la célula, pasando de una forma ovoide a una esférica. Estos cambios en el volumen de Dunaliella se 

han reportado en otros trabajos (Jiménez y Niell, 1991; Avron y Ben-Amotz, 1992), lo que se atribuye al 

proceso de osmorregulación de la célula, que sintetiza y acumula glicerol, para contrarrestar el efecto 

osmótico del incremento de solutos (sal) en el medio. Jiménez y Niell (1991), mencionan que, al aumentar 

la salinidad, además de este osmolito, D. viridis acumula nitratos, proteínas estructurales y aminoácidos 

libres.  

 

Los mayores volúmenes celulares, de 57.33 a 67.67 m3, se alcanzaron con salinidades de 200 y 300 ups y 

con una intensidad de luz de 400 mol m-2s-1. De manera similar, Jiménez y Niell (1991) observaron 

volúmenes celulares de 115 m3 en D. viridis cultivada en un medio de 200 ups. En contraste, cuando D. 

salina, se cultiva en un medio con una salinidad de 300 ups, puede incrementar su volumen celular hasta 

2000 m3 (García et al., 2007). 

 

En condiciones de estrés salino, Dunaliella produce glicerol para proteger los sistemas encargados de la 

fotosíntesis en la célula, este proceso biosintético involucra la utilización del bióxido de carbono y de los 

recursos energéticos para la producción de este osmolito. Cuando D. parva se cultiva en un medio con una 

salinidad superior a 290 ups y se le suministra almidón como principal fuente de carbono, la energía que 

las células obtienen es utilizada exclusivamente para la producción de glicerol (Ben-Amotz y Avron, 1973). 

Además del glicerol, se ha reportado que cuando Dunaliella se cultiva en un medio con deficiencia de 

nitrógeno, también mejora la asimilación fotosintética de CO2, para producir substancias de reserva (Liska 

et al., 2004). Aunque en este trabajo no se analizó la producción de glicerol por parte de Dunaliella, el 

volumen celular podría ser un indicativo de que se haya producido en las células con mayor volumen, sin 

embargo, queda pendiente este estudio, para considerarlo en futuros trabajos con esta especie. 

 

En cuanto a la intensidad de luz, se utilizó una intensidad superior a los 300 mol m-2s-1, ya que el estudio 

realizado por Hejazi et al. (2004), demostró que cuando Dunaliella salina se cultiva con una intensidad de 

800 a 1500 mol m-2s-1, se pueden alcanzar las máximas concentraciones celulares, sin embargo, en este 

trabajo se encontró que las intensidades de luz por arriba de los 400 mol m-2s-1 combinadas con 

salinidades de 300 ups ocasionaban la muerte de las células, por lo que es posible que, en esta condición, 

la célula aún tenga la capacidad de fotosintetizar, más no de producir pigmentos accesorios de protección 

contra los efectos adversos de la luz, como los pigmentos carotenoides. Además, en este trabajo, el análisis 
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de pigmentos reveló que con las mayores salinidades y con las mayores intensidades de luz, la producción 

de pigmentos carotenoides como la luteína, fue menor. 

 

Es importante mencionar que la gran mayoría de los trabajos con Dunaliella se enfocan principalmente en 

la producción de -caroteno y, de manera regular, se analiza este pigmento, o el contenido total de 

carotenoides y la clorofila a. En este sentido, este trabajo contribuye a la caracterización fisiológica de esta 

microalga y, el análisis de su composición de pigmentos, ofrece un panorama más completo sobre su 

posible utilización para la producción de otros pigmentos de interés. 

 

La evaluación de la composición de pigmentos de Dunaliella, indicó que cuando se cultiva con una 

combinación de diferentes concentraciones de nitrógeno y salinidad, ésta última promueve cambios en la 

concentración de clorofila a durante las fases de crecimiento. En este estudio, la mayor cantidad de 

clorofila a se produjo con una salinidad de 100 ups. Marín et al. (1998) encontraron que un incremento en 

la salinidad del medio también produce un aumento en la cantidad de clorofila a, pero hasta una salinidad 

máxima de 208 ups, ya que más allá de este límite, la concentración de este pigmento disminuye en forma 

considerable. Este mismo efecto se observó en los experimentos de inducción en el presente trabajo, 

donde se probaron salinidades de hasta 300 ups. 

 

En relación con el efecto de la disponibilidad de nitrógeno sobre la concentración de clorofila a, las 

mayores cantidades de este pigmento se encontraron en las microalgas cultivadas con concentraciones 

de nitrógeno de 50 y 100%, en salinidad de 100 ups. En D. tertiolecta, Young y Beardall (2003) y López-

Elías et al. (2013) observaron que, al limitar a la célula de nitrógeno, los niveles de clorofila a disminuían, 

pero al incrementar la concentración de nitrógeno en el medio, la producción del pigmento se restablecía 

en 24 horas. De manera similar, otros estudios han demostrado que, en D. salina, la concentración de 

clorofila a por célula no difiere bajo condiciones de limitación de nitrógeno, lo contrario sucede con el -

caroteno. Esta característica de D. salina se ha utilizado para la optimización de la producción de este 

pigmento (Sánchez-Estudillo et al., 2006). 

 

La mayor concentración de clorofila a (2.7 pg cél-1) se encontró en el día cuatro de cultivo con una 

concentración de 100% nitrógeno y 100 ups de salinidad, cabe destacar que la intensidad de luz en este 

experimento fue de 100 mol m-2s-1; la concentración máxima del pigmento corresponde al 12% del peso 

seco de la célula. En el experimento sin nitrógeno y una salinidad de 100 ups, pero con una intensidad de 

luz de 200 mol m-2s-1, se observaron los valores mayores (1.38 pg cél-1) . En un estudio previo con D. salina 
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(Gutiérrez-Millán, 1996), cuantificaron concentraciones de clorofila a de 2.9 pg cél-1 a los 18 días de cultivo 

con un medio rico en nitrato, salinidad de 150 ups, temperatura de 29 C e intensidad de luz de 150 mol 

m-2s-1. Otros estudios en D. salina han encontrado cantidades de clorofila a en un intervalo de 4.29 a 10 

pg cél-1 (Orset et al., 1999; Cifuentes et al., 2001; García et al., 2007). 

 

En relación con la luteína, se observó una relación inversamente proporcional entre su concentración y la 

del -caroteno durante el período de crecimiento. La concentración de luteína se incrementó desde el 

inicio del cultivo hasta el día 12 en la salinidad de 100 ups, mientras que la concentración de -caroteno 

disminuyó en todos los tratamientos a partir del día ocho e inclusive siguió disminuyendo para el día 12 

de cultivo. La producción de luteína está ligada al precursor , -caroteno, en una ruta metabólica 

diferente a la que se producen la cantaxantina y la astaxantina, que tienen como precursor al isómero , 

-caroteno. Este aumento en la concentración de luteína y por consecuencia, la disminución del -

caroteno, podría explicarse por el efecto de la intensidad de luz, ya que cuando la concentración celular 

en los cultivos es muy reducida, la penetración de la luz es mayor y puede provocar que la ruta bioquímica 

se perfile hacia la producción de luteína. Según Douce y Joyard (1996), en las cepas con una capacidad 

limitada para producir -caroteno, la luteína es el principal pigmento fotoprotector de la célula, lo cual 

podría además explicar las cantidades tan bajas de cantaxantina y astaxantina cuantificadas en el presente 

estudio.  

 

Las mayores concentraciones de luteína (1.03 pg cél-1, correspondientes al 4.6% del peso seco de la célula), 

se obtuvieron con un medio de cultivo sin nitrógeno, a 200 mol m-2s-1 y 100 ups de salinidad. En el 

experimento con limitación total de nutrientes también se alcanzó la mayor producción del pigmento en 

estas mismas condiciones ambientales. Las concentraciones obtenidas de luteína con base en peso seco 

fueron de 46.2 mg g-1 en el medio de cultivo sin nitrógeno, a 200 mol m-2s-1 y 100 ups de salinidad, éstos 

valores fueron superiores a las obtenidas por López-Elías et al. (2013), quienes reportaron concentraciones 

máximas de 10 pg cél-1 en D. tertiolecta cultivada con concentraciones limitadas de nitrógeno (medio 

“f/6”), intensidad de luz y salinidad menores (139 mol m-2s-1 y  38 ups) y temperatura de 26 C. El-Baky 

et al. (2004), también obtuvieron valores más bajos en D. salina, (7.14 mg g-1 de peso seco), en condiciones 

de cultivo de 80 ups de salinidad y en un medio nutritivo rico en nitrógeno.  

 

En el experimento de crecimiento, la producción de -caroteno alcanzó una concentración máxima de 0.54 

pg cél-1 (2.4% del peso seco de la célula), al día cuatro, con el tratamiento de 100% nitrógeno, 100 ups e 

intensidades de luz entre 100 y 200 mol m-2s-1. En los experimentos de inducción se observaron 
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resultados similares, la mayor concentración de -caroteno (0.38 pg cél-1) se encontró con la salinidad de 

100 ups, pero con limitación total de nitrógeno. Ocampo-Álvarez (2005) encontró concentraciones de 

hasta 10 pg cél-1 en tres cepas de D. salina, cultivadas por un mayor tiempo (30 días) con una intensidad 

de luz de 200 mol m-2s-1 y salinidades entre 87 y 116 ups. Una gran cantidad de estudios han evaluado la 

concentración de -caroteno en diversas especies de Dunaliella, principalmente en D. salina y D. bardawil, 

que se destacan por su capacidad de producir grandes cantidades de este pigmento, con concentraciones 

entre 4 y 9 pg cél-1 (Kleinegris et al., 2001; Hejazi et al., 2004; Pisal y Lele, 2005). Las cantidades producidas 

de -caroteno, mencionadas anteriormente, y las obtenidas en otros trabajos, superan las cantidades del 

pigmento encontradas en este estudio, lo que podría sugerir que esta cepa no sea una  productora 

potencial del pigmento, sin embargo, es pertinente aclarar que al momento de ser recolectada esta 

microalga se encontraba totalmente roja en su ambiente natural, lo que fue confirmado en el laboratorio 

por observaciones al microscopio, lo que indica que se requiere seguir evaluando otras condiciones de 

cultivo que permitan descartar ésta suposición. 

 

La evaluación del contenido del carotenoide astaxantina en muestras tomadas durante el proceso de 

crecimiento de Dunaliella, mostró una disminución de su concentración al día ocho de cultivo, mientras 

que para el día 12 la concentración se incrementó nuevamente hasta alcanzar los valores observados el 

día cuatro. La concentración de nitrógeno tuvo un efecto en la producción de astaxantina a lo largo del 

experimento, por lo que una menor cantidad de nitrógeno en el medio de cultivo se relacionó con una 

menor producción del pigmento y las diferencias entre las concentraciones para los diferentes niveles del 

nitrógeno fueron significativas. Resultados similares fueron observados en D. tertiolecta por López-Elías et 

al. (2013). 

La mayor cantidad de astaxantina (0.14 pg cél-1) se obtuvo con una combinación de 100 mol m-2s-1, una 

salinidad de 35 ups y con un medio de cultivo sin nitrógeno, esta concentración corresponde al 0.24% del 

peso seco de la célula, una concentración muy similar a la obtenida en las microalgas cultivadas con un 

medio sin nutrientes y con salinidades de 35 ups. El-Baky et al. (2004) reportaron una producción de 

astaxantina de hasta 21.31 mg g-1 en D. salina, cultivada con una salinidad de 160 ups y limitación de 

nitrógeno, mientras que en este experimento solo se alcanzaron 4 mg g-1 con una salinidad de 100 ups. De 

acuerdo con los resultados de Scibilia et al. (2015) para Haematococcus pluvialis, la interacción entre la 

limitación de nitrógeno (17.65 mM de nitrato de sodio) y las altas intensidades de luz (400 mol m-2s-1) 

potencian la producción de astaxantina, de tal forma que se alcanzan concentraciones de hasta 2000 pg 

cél-1. Los resultados de la producción de astaxantina con la cepa utilizada en este estudio indican que no 
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es una candidata viable para la producción de este pigmento, comparada con especies del género 

Haematococcus, que son grandes productoras de astaxantina. 

 

La cantaxantina alcanzó valores máximos de 0.21 pg cél-1 (0.95% del peso seco de la célula) en la fase de 

crecimiento (día 12), con una disponibilidad del 100% de nitrógeno, 100 ups de salinidad y 100 mol m-2s-

1, lo cual concuerda con el experimento de inducción con la misma salinidad, pero sin nutrientes. No se 

encontraron trabajos que documentaran la presencia de este pigmento para Dunaliella, pero Grama et al. 

(2014) encontraron una producción de 6 mg L-1 de cantaxantina, como carotenoide primario, en la 

microalga Dactylococus dissociatus, cultivada en un medio no limitado de nitrógeno y con intensidades de 

luz de 600 mol m-2s-1. En este trabajo, cuando la microalga se cultivó sin limitación del nitrógeno, la mayor 

producción de este pigmento fue de 0.74 mg L-1. 

 

Al evaluar el efecto de la intensidad de luz y la salinidad en la inducción a la carotenogénesis de Dunaliella 

sp. en los cultivos con altas concentraciones celulares (> 4.5x106 cel·ml-1), se observó un efecto significativo 

de estas variables en la concentración de los pigmentos astaxantina, cantaxantina y -caroteno en los dos 

experimentos, sin nutrientes y sin nitrógeno. Sin embargo, en el experimento sin nutrientes, la luteína y la 

clorofila a, no fueron afectados por la salinidad, ni por su interacción con la intensidad de luz.  

 

Las mayores concentraciones de pigmentos se cuantificaron con intensidades de luz entre 100 y 600 mol 

m-2s-1, con intensidades de luz mayores, se observó una disminución considerable de los pigmentos, 

excepto para el -caroteno, que tiene una concentración similar sin importar la intensidad de la luz. Ben-

Amotz y Avron (1990) y Orset y Young, (1999), explican que las intensidades altas de luz (600-800 mol m-

2s-1) en combinación con otros estresores, como altas salinidades (>100 ups) y bajas temperaturas (17C) 

modulan el contenido de -caroteno; sin embargo, Ben-Amotz (1996) explica que la deficiencia de 

nitrógeno (como en los dos experimentos de inducción del presente trabajo) pueden promover la 

producción de este pigmento con cualquier intensidad de luz. 

 

Los pigmentos luteína y -caroteno mostraron un aumento en su concentración en relación directa con el 

incremento en la salinidad, pero solo con intensidades de luz entre 100 y 400 mol m-2s-1, es posible que 

este efecto esté relacionado con la capacidad de la célula para utilizar la energía en la producción de 

glicerol (que funciona como un osmolito) y que limita o impide la síntesis de pigmentos carotenoides (Ben-

Amotz y Avron, 1973).  
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En relación con la identificación de la cepa de Dunaliella utilizada en este estudio, los resultados de los 

análisis genéticos no permitieron conocer su identificación a nivel de especie, no obstante, se pudo 

descartar que se tratara de D. parva, D. salina o D. bardawil.  

 

La cepa de Dunaliella estudiada en este trabajo, en las condiciones de cultivo ensayadas,  no mostró una 

capacidad destacada para la producción de pigmentos carotenoides de importancia comercial como el -

caroteno o la astaxantina, sin embargo, al igual que la mayoría de las clorofitas, tiene la capacidad de 

sintetizar cantidades considerables de clorofila a y luteína. En este sentido y tomando en consideración 

los conocimientos acumulados hasta ahora para esta microalga, resulta una candidata importante para la 

producción de ácidos grasos y biomasa, que puede ser utilizada tanto para la alimentación de otros 

organismos de importancia en la acuicultura, como para la producción de biocombustibles o para la 

biorremedación de efluentes. Cabe destacar que es posible cultivar esta microalga con fertilizantes 

agrícolas, por su capacidad de asimilar de manera indistinta el amonio, la urea y el nitrato como fuente de 

nitrógeno. Por último, dada la capacidad de adaptación de esta microalga a las altas salinidades del medio 

de cultivo, con el consecuente aumento de su volumen, resulta conveniente evaluar y medir su capacidad 

de producción de glicerol, que es otro compuesto químico de gran importancia económica.  
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Capítulo 5. Conclusiones  

1. Los mejores crecimientos de Dunaliella sp. en este estudio se obtuvieron con el medio “f”, sin 

embargo, los estudios previos de esta microalga sugieren que se puede cultivar con el fertilizante 

agrícola Triple 17, con resultados similares y posiblemente con un menor costo.   

2. La intensidad de luz en la que se encontraron los mejores crecimientos de Dunaliella sp. fue de 

100 mol m-2s-1, lo que confirma las observaciones de Prado-Brambila (2015) para la misma cepa. 

3. La cepa de Dunaliella sp. estudiada en este trabajo tiene una amplia tolerancia a la salinidad 

(halotolerante), pero su crecimiento óptimo se encontró a 35 ups de salinidad y en un medio sin 

limitación de nitrógeno. 

4. El incremento en la salinidad del medio de cultivo produce un cambio en el volumen celular de 

Dunaliella, los mayores volúmenes celulares se observaron cuando la microalga se cultivó en un 

medio con una salinidad de 200 ups, una intensidad de luz de 400 mol m-2s-1 y en ausencia de 

nitrógeno. 

5. La intensidad de luz, la salinidad del medio, la disponibilidad del nitrógeno y sus interacciones 

juegan un papel importante en la producción de pigmentos en Dunaliella sp., sin embargo, la 

concentración de estos fue muy limitada bajo las condiciones de estudio. 

6. Las mayores cantidades de clorofila a, β-caroteno y cantaxantina se encontraron en el 

experimento de crecimiento a intensidad de luz de 100 µmol m-2s-1, 100 ups y 882 µmol L-1 (100% 

nitrógeno). Las mayores concentraciones de luteína y astaxantina se encontraron en el 

experimento de inducción sin nitrógeno, a intensidades de luz entre 100 y 200 µmol m-2s-1, y 

salinidad de 35 (astaxantina) y 100 ups (luteína). 

7. Las concentraciones de luteína y clorofila a de Dunaliella sp. se encuentran en los intervalos 

observados en otras especies del mismo género. 
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