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Resumen 

La biomasa de microalgas puede ser aprovechable en el sector energético, 

nutricional, farmacéutico y cosmético. Dependiendo de la especie y las condiciones 

de cultivo, se obtienen diferentes productos de valor agregado como lípidos, 

proteínas, carbohidratos, ficobiliproteínas, ácidos grasos, vitaminas, antioxidantes, 

biopolímeros y pigmentos que pueden tener una aplicación potencial en diversas 

industrias, incluyendo su uso como suplementos nutricionales para la alimentación 

humana, fuente de β-caroteno, ácidos grasos ω-3, biopolímeros de astaxantina, 

bioplásticos, nutracéuticos, clorofila y carotenoides (luteína, zeaxantina). Los 

compuestos bioactivos de las microalgas actúan como componentes antivirales, 

antibacterianos, antipalúdicos, antioxidantes, antimicóticos, antitumorales y 

antiinflamatorios. Los pigmentos orgánicos naturales como la clorofila, los 

carotenoides y las ficobiliproteínas están ganando importancia en varias industrias 

cosméticas, alimentarias y textiles. 

En este trabajo se evaluó la producción de lípidos totales, triacilglicéridos, proteína 

total soluble, clorofila total (clorofila a y b) y carotenoides totales generados por las 

microalgas Scenedesmus acutus y Chlorella vulgaris, con la adición de ácido 

indolacético (AIA), ácido naftalenacético (ANA), bencilaminopurina (BAP), kinetina 

(KIN) y ácido acetilsalicílico (AAS) como reguladores de crecimiento exógenos. Los 

resultados mostraron que las microalgas responden a la aplicación exógena de 

reguladores de crecimiento de forma dependiente a la concentración. En S. acutus, 

BAP incrementa la proliferación (número de células) y KIN aumenta el contenido de 

proteína total soluble. Para C. vulgaris, AIA aumenta el contenido de clorofila total y 

ANA incrementa el contenido de clorofila y carotenoides. 

 

Palabras Claves: Auxinas, Citocininas, Clorofila, Carotenoides, Lípidos Totales, 

Lípidos Neutros, Proteínas. 

  



Abstract 

Microalgae biomass can be used in different sectors such as energy, nutritional, 

pharmaceutical, and cosmetic. Depending on the species and culture conditions, 

different value-added products are obtained such as lipids, proteins, carbohydrates, 

fatty acids, vitamins, antioxidants, biopolymers, and pigments, which can have a 

potential application in many industries, including their use as nutritional 

supplements for human nutrition, source of β-carotene, 3-fatty acids, astaxanthin 

biopolymers, bioplastics, nutraceuticals, chlorophyll, and carotenoids (lutein, 

zeaxanthin). The bioactive compounds of the microalgae act as antiviral, 

antibacterial, anti-malarial, antioxidant, anti-fungal, anti-tumor and anti-inflammatory 

components. Natural organic pigments such as chlorophyll, carotenoids and 

phycobiliproteins are gaining importance in several cosmetic, food and textile 

industries. 

In this work, we evaluated the production of total lipids, triacylglycerides, total soluble 

protein, total chlorophyll (chlorophyll a and b) and total carotenoids generated by the 

microalgae Scenedesmus acutus and Chlorella vulgaris, with the addition of 

indoleacetic acid (AIA), naphthaleneacetic acid (ANA), benzyl aminopurine (BAP), 

kinetin (KIN) and acetylsalicylic acid (AAS), as exogenous growth regulators. The 

results showed that microalgae respond to the exogenous application of growth 

regulators in a concentration-dependent manner. In S. acutus, BAP increases 

proliferation (cell number), and KIN increases the content of total soluble protein. For 

C. vulgaris, AIA increases the content of total chlorophyll and ANA increases the 

content of chlorophyll and carotenoids. 

 

Keywords: Auxins, Cytokinins, Chlorophyll, Carotenoids, Total Lipids, Neutral Lipids, 

Proteins 
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1. INTRODUCCIÓN 

La utilización de los recursos biológicos renovables de los organismos vivos para 

generar alimentos, energía y materiales es una importante estrategia de las 

bioeconomías. Existe un creciente interés de los consumidores en la utilización de 

productos naturales obtenidos a partir de microorganismos y organismos vegetales, 

esto llevara al establecimiento de tecnologías novedosas en la obtención de 

productos que puedan contribuir a la bioeconomía industrial. Los microorganismos 

fotosintéticos, especialmente las microalgas, son beneficiosos para producir 

metabolitos de alta calidad, incluyendo lípidos, proteínas, pigmentos y 

carbohidratos. Entre estos compuestos bioactivos, los pigmentos orgánicos 

naturales como la clorofila, los carotenoides y las ficobiliproteínas están ganando 

importancia en varias industrias cosméticas, alimentarias y textiles (Jacob-Lopes et 

al., 2020).  

El crecimiento de las microalgas depende de diversos factores abióticos y bióticos, 

entre los que se encuentra la temperatura, pH, fuente de luz, fuente de carbono, 

composición del medio y el suministro de los nutrientes. Las condiciones del 

crecimiento de las microalgas afectan la composición de la biomasa, influyendo en 

la cantidad y calidad de macromoléculas, incluyendo carbohidratos, proteínas y 

lípidos. Debido a esto, el uso final de la biomasa depende en gran medida de su 

composición. Para la producción de bioaceites o biocombustibles se buscan 

microalgas en las que su contenido lipídico sea alto, mientras que para suplementos 

alimenticios se buscan aquellas en las que la biomasa sea rica en proteínas (Aslam 

et al., 2020). 

Desde una perspectiva histórica, las clorófitas (Chlorophyta) han sido uno de los 

grupos de microalgas más estudiados en cuanto a la biomitigación del dióxido de 

carbono (CO2) y la producción de biocombustibles. Entre las especies más 

prometedoras, Chlorella y Scenedesmus han sido las más estudiadas; la especie 

Chlorella comprende a microrganismos unicelulares de 2~12 µm que presentan una 

morfología esférica o elipsoidal, estos microorganismos prosperan en aguas y 

suelos frescos y marinos. Los análisis filogenéticos moleculares indican que 



 
2 

 

Chlorella es polifilética y desciende de múltiples ancestros. Por otro lado, 

Scenedesmus aparece típicamente como una colonia plana de 4, 8 o 16 células 

dispuestas linealmente que crecen en aguas dulces y ocasionalmente salobres 

(Crofcheck et al., 2013). 

Se ha incrementado el número de publicaciones que demuestran que las 

fitohormonas exógenas que son añadidas a los cultivos de microalgas provocan 

respuestas similares que en las plantas vasculares. Las fitohormonas son una 

herramienta valiosa en los sistemas agrícolas terrestres para mejorar el crecimiento 

y el rendimiento de las plantas, además de mitigar el estrés ambiental. Es necesario 

estudiar una aplicación similar de las fitohormonas en cultivos de microalgas para 

aumentar la acumulación de biomasa, el contenido de metabolitos primarios y 

secundarios y mejorar la tolerancia al estrés que se produce durante el cultivo a 

escala comercial para la producción de biocombustibles y otras aplicaciones de la 

biotecnología (Wendy A Stirk & van Staden, 2020). Las fitohormonas son 

mensajeros químicos involucrados en un amplio espectro bioquímico de las células 

vegetales a concentraciones muy bajas. Las fitohormonas son clasificadas en cinco 

clases: auxinas, ácido abscísico, citocininas, giberelinas y etileno, así como sus 

precursores y análogos sintetizados (Han et al., 2018). 

Una tasa de crecimiento rápido es un criterio importante en el cultivo comercial, ya 

que genera un alto rendimiento de biomasa en el menor tiempo posible y reduce los 

costos de cosecha por volumen (Barsanti & Gualtieri, 2018). Chlorella vulgaris ha 

sido empleada como el sistema experimental ideal para dilucidar los mecanismos 

fisiológicos y bioquímicos de las respuestas de las fitohormonas a nivel celular, ya 

que tiene un ciclo de crecimiento corto con altas tasas metabólicas y, por lo tanto, 

responde rápidamente a los tratamientos (Piotrowska-Niczyporuk & Bajguz, 2014). 

La hipótesis planteada en este trabajo fue que los reguladores de crecimiento (RC) 

inducen en las microalgas diversos efectos que repercuten en la biosíntesis y 

cantidad de metabolitos (bioproductos) que pueden ser de interés comercial en 

diversas industrias. Para responder a esto, se estableció el objetivo de evaluar la 

generación de bioproductos en las microalgas Scenedesmus acutus UTEX-72 y 
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Chlorella vulgaris OW-O1 por efecto de diversos reguladores de crecimiento: 2 

auxinas (Ácido Indolacético (AIA) y Ácido Naftalenacético (ANA)), 2 citoquininas 

(Bencilaminopurina (BAP) y Kinetina (KIN)) y el Ácido Acetilsalicílico (AAS). Lo 

anterior se efectuó obteniendo las cinéticas de crecimiento de los cultivos de S. 

acutus y C. vulgaris en ausencia y presencia de reguladores de crecimiento, en 

donde se realizó la cuantificación de la acumulación de lípidos totales y 

triacilglicéridos (lípidos neutros), contenido de proteína total soluble y clorofila y 

carotenoides totales. 
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2. ANTECEDENTES 

2.1. Microalgas 

Las microalgas son microrganismos fotosintéticos unicelulares y multicelulares, las 

cuales pueden ser eucariotas y procariotas, comprenden más de 50,000 especies 

en la Tierra y pueden prosperar en diversos entornos, según su hábitat se clasifican 

como algas marinas y de agua dulce (Aslam et al., 2020). Poseen la capacidad de 

fijar 183,333 kilogramos de dióxido de carbono (CO2) anualmente, produciendo 

100,000 kilogramos de biomasa en el mismo tiempo (Chisti, 2007). 

Las microalgas forman parte indispensable en la cadena alimentaria y los 

ecosistemas acuosos, son microorganismos fotosintéticos extraordinarios, con 

numerosas ventajas en comparación con las plantas terrestres, y un gran potencial, 

en términos de productos de base biológica y aplicaciones derivadas, tales como: 

la facilidad de cultivo, elevada eficiencia fotosintética, capacidad para crecer en 

aguas marinas, dulces y residuales, alta velocidad de crecimiento; aunado a esto, 

pueden proporcionar beneficios ambientales a través de la captura de CO2 

atmosférico y con esto se puede contribuir a mitigar el cambio climático, entre otras 

aplicaciones (Demirbas & Demirbas, 2011; Sharma et al., 2012; Tejeda-Benítez et 

al., 2015). Dependiendo de la especie de la microalga, las condiciones de cultivo y 

por lo tanto las características de la biomasa producida, se obtienen distintos 

productos de valor agregado. Tanto la producción de biocombustibles como la 

extracción/formación de productos de valor agregado a partir de microalgas pueden 

enfrentar varios desafíos en países desarrollados y en desarrollo, incluido el 

agotamiento de combustibles fósiles, emisiones de CO2, cambio climático, escasez 

de agua, alimentos y demanda de energía renovable. Sin embargo, el uso 

energético a gran escala a partir de microalgas no es aún factible, y los productos 

que se pueden obtener a partir de las microalgas representan solo una pequeña 

parte en los mercados, lo que resulta en productos de alto valor. Además, la 

producción industrial actual se ha centrado en el uso de productos alimenticios y 

nutracéuticos, dejando hasta el 70% de la biomasa producida totalmente sin 

explotar. Para este fin, la viabilidad y sostenibilidad de la tecnología de microalgas 
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requiere el uso completo y óptimo de todos los compuestos de biomasa disponibles, 

en términos de un enfoque integrado de biorrefinería (Koutra et al., 2020). 

 

2.2. Clasificación 

Según Khan et al. (2009), la clasificación de microalgas se realiza en cuatro grupos 

debido a su abundancia: diatomeas, algas verdes, algas verde-azules y algas 

doradas (Tabla 1). Esta diversidad muestra un gran potencial de explotación de 

estos microorganismos para la generación de productos de alto valor agregado y 

biocombustibles (Chisti, 2008). 

Tabla 1. Grupos más importantes de microalgas en términos de abundancia. 

TAGs = Triacilglicéridos. Fuente: (Khan et al., 2009) 

Microalga 

Especies  

conocidas 
(aprox.) 

Material  

almacenado 
Hábitat 

Diatomeas 

(Bacillariophycea) 
100000 

Quirsolaminarin 

(polímero de carbohidratos)  

TAGs 

Océanos 

agua dulce y 

salobre 

Algas verdes 

(Chlorophyceae) 
8000 

Almidón 

TAGs 

Diferentes 

hábitats 

Algas verde-azules 

(Cyanophyceae) 
200 

Almidón 

TAGs 

Diferentes 

hábitats 

Algas doradas 

(Chrisophyceae) 
1000 

TAGs 

Carbohidratos 
Agua dulce 

 

2.3. Compuestos bioactivos en microalgas 

Las microalgas están enriquecidas con diferentes tipos de compuestos activos 

como las ficobiliproteínas, ácidos grasos, vitaminas, antioxidantes y pigmentos, que 
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pueden tener una aplicación potencial en muchas industrias, pueden usarse como 

suplementos nutricionales para la alimentación humana, fuente de β-caroteno, 

ácidos grasos ω-3, biopolímeros de astaxantina, bioplásticos, nutracéuticos, 

clorofila y carotenoides (luteína, zeaxantina). Los compuestos bioactivos de las 

microalgas actúan como componentes antivirales, antibacterianos, antipalúdicos, 

antioxidantes, antimicóticos, antitumorales y antiinflamatorios. Las microalgas 

también se usan como fuente de pigmentos, tales como la clorofila que también se 

encuentra presente en las cianobacterias y plantas. Chlorella sp. (microalga verde) 

es una fuente principal para la producción de clorofila, ya que tiene un alto contenido 

de esta, y al igual que Chlamydomonas ha sido ampliamente estudiada para 

producir pigmentos naturales (Aslam et al., 2020; Ummalyma et al., 2020). 

 

2.3.1. Lípidos 

Las microalgas contienen una amplia gama de clases de lípidos, como ácidos 

grasos libres (FFA), glucolípidos, fosfolípidos, acilglicéridos, lipoproteínas y 

esteroles. Las diferentes clases de lípidos tienen propiedades físicas y químicas 

diversas, como solubilidad, polaridad y viscosidad. Los lípidos polares de las 

microalgas se utilizan para formar las membranas celulares e incluyen glucolípidos 

y fosfolípidos. Por otro lado, los lípidos no polares (lípidos neutros) se usan 

generalmente como fuente de energía y comprenden FFA y mono, di y 

triacilgliceroles. Los principales componentes de las moléculas de lípidos polares y 

no polares son los ácidos grasos de cadena larga, que pueden ser insaturados o 

saturados (Tabla 2). En general, los lípidos se almacenan en diferentes lugares de 

la célula y juegan un papel importante ya que tienen funciones celulares específicas. 

Los cuerpos lipídicos (que contienen principalmente ésteres de esteroles y 

triacilglicéridos) están rodeados por una monocapa de fosfolípidos y existen en el 

citoplasma como una forma de almacenamiento de energía (Karim et al., 2020). 
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Tabla 2. Composición de los ácidos grasos en microalgas. 

Símbolo Nombre común Nombre sistemático Estructura 

Ácidos grasos saturados 

12:0 Ácido láurico Ácido dodecanoico CH3(CH2)10COOH 

14:0 Ácido mirístico Ácido tetradecanoico CH3(CH2)12COOH 

16:0 Ácido palmítico Ácido hexadecanoico CH3(CH2)14COOH 

18:0 Ácido esteárico Ácido octadecanoico CH3(CH2)16COOH 

20:0 
Ácido 
araquídico Ácido eicosanoico CH3(CH2)18COOH 

22:0 Ácido behénico Ácido docosanoico CH3(CH2)20COOH 

24:0 
Ácido 
lignocérico Ácido tetracosanoico CH3(CH2)22COOH 

Ácidos grasos insaturados (todos los dobles enlaces son cis) 

16:1 
Ácido 
palmitoleico Ácido 9-hexadecenoico CH3(CH2)5CH

= CH(CH2)7𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶 

18:1 Ácido oleico Ácido 9-octadecenoico CH3(CH2)7CH
= CH(CH2)7𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶 

18:2 Ácido linoleico Ácido 9,12-
octadecadienoico 

CH3(CH2)4(CH
= CHCH2)2(CH2)6𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶 

18:3 
Ácido α-
linolénico 

Ácido 9,12,15-
octadecatrienoico 

CH3CH2(CH
= CHCH2)3(CH2)6𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶 

18:3 
Ácido γ-
linolénico 

Ácido 6,9,12-
octadecatrienoico 

CH3(CH2)4(CH
= CHCH2)3(CH2)3𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶 

20:4 
Ácido 
araquidónico 

Ácido 5,8,11,14-
eicosapentanoico 

CH3(CH2)4(CH
= CHCH2)4(CH2)2𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶𝐶 

20:5 EPA Ácido 5,8,11,14,17-
eicosapentanoico 

CH3CH2(CH
= CHCH2)5(CH2)2COOH 

24:1 
Ácido 
nervónico  Ácido 15-tetracosenoico CH3(CH2)7CH

= CH(CH2)13COOH 

Modificado de(Mir et al., 2020). 
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2.3.1.1. Biosíntesis de lípidos 

Los ácidos grasos (FA por sus siglas en inglés) son moléculas anfipáticas que 

consisten en un grupo de ácido carboxílico en un extremo y una cadena 

hidrocarbonada en el otro, con una longitud y un grado de saturación de la cadena 

variable entre las diferentes especies de FA. Los glicerofosfolípidos corresponden 

a los componentes estructurales básicos de las membranas celulares (Li-Beisson 

et al., 2013). El lípido de almacenamiento fisiológicamente inerte son los 

triacilglicéridos (TAG), los cuales están formados por tres ácidos grasos unidos 

mediante enlace éster al glicerol. Las rutas metabólicas de la biosíntesis de FA en 

macro y microalgas se dedujeron a partir del metabolismo lipídico de Arabidopsis. 

Sin embargo, el metabolismo lipídico de las microalgas difiere del de las plantas al 

menos en dos aspectos importantes (B. Liu & Benning, 2013). En primer lugar, en 

las microalgas la vía procariótica plastídica de la síntesis y el almacenamiento de 

los TAG desempeña un papel más directo, y en segundo lugar, las algas sintetizan 

glicerofosfolípido con grupos distintivos que no están presentes en las plantas 

(Lenka et al., 2016). 

El acetil-CoA es el precursor de la síntesis de novo lípidos en el cloroplasto. Bajo 

condiciones fotoautotróficas, la eficiencia fotosintética (PE) es crítica para controlar 

el flujo de esta reacción, ya que el precursor de carbono (acetil-CoA), la energía 

(ATP) y la potencia reductora (NADH y NADPH) son proporcionados por la 

fotosíntesis (Fig. 1). La biosíntesis de novo de ácidos grasos comienza con la 

carboxilación del acetil-CoA para formar malonil-CoA catalizada por la acetil-CoA 

carboxilasa multifuncional (ACCasa). En el cloroplasto de las algas, el malonil-CoA 

se transfiere a la proteína portadora del acilo (ACP) y posteriormente se somete a 

una serie de reacciones de elongación de la cadena de acilo para formar productos 

C16 o C18, catalizados por la enzima de ácido graso sintasa (FAS). La elongación 

de la cadena de FA termina debido a la acción de dos enzimas. En los organismos 

fotosintéticos, una de ellas es la aciltransferasa de cloroplasto que elimina el grupo 

acilo del ACP, con lo que el FA reciente se transfiere directamente del ACP al 

glicerol-3-fosfato (G-3-P). La otra enzima, la acil-ACP-tioesterasa, hidroliza el acil-

ACP y libera los FA libres. Los FAs libres se transfieren entonces a la capa externa 
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del cloroplasto y se reactivan a acil-CoA para formar glicerolípidos (Li-Beisson et al., 

2013; Ohlrogge & Browse, 1995). 

La vía de Kennedy es la vía principal para la síntesis de TAG en las microalgas y 

plantas, donde el TAG se produce mediante la transferencia secuencial de grupos 

acilos desde el acil-CoA a las diferentes posiciones del glicerol-3-fosfato por medio 

de las aciltransferasas (Li-Beisson et al., 2013). 

Aparte de la vía de Kennedy dependiente de acil-CoA, se ha caracterizado en las 

microalgas una vía de síntesis de TAG independiente de acil-CoA catalizada por 

fosfolípido:DAG aciltransferasas (PDAT), que produce TAG mediante la 

transferencia de una fracción de acilo graso de un fosfolípido (PL) a DAG. PDAT es 

una enzima multifuncional que media la rotación de lípidos de la membrana y la 

síntesis de TAG en C. reinhardtii (Yoon et al., 2012). Se especula que la 

especificidad del sustrato de la PDAT coevolucionó con la composición de los 

fosfolípidos de la membrana en varios eucariotas para mantener la función 

adecuada de la membrana (Li-Beisson et al., 2013). A diferencia de las plantas que 

tienen múltiples PDAT, C. reinhardtii contiene una sola PDAT con actividad lipasa 

con amplia especificidad de sustrato hacia los lípidos de la membrana y los lípidos 

neutros in vitro (Yoon et al., 2012). 

En las microalgas, existe interrelación entre la fotosíntesis y la biosíntesis de TAG y 

a la biogénesis de gránulos de lípidos (LD por sus siglas en ingles Lipid Droplets). 

En condiciones de alta luminosidad o de agotamiento de N, el exceso de electrones 

generados por la fotosíntesis da lugar a una sobre reducción de la cadena de 

transporte de electrones fotosintéticos y a la producción de especies reactivas de 

oxígeno citotóxicas (Hu et al., 2008). La acumulación de TAG desarrollada por el 

estrés puede actuar como un mecanismo de secuestro de electrones al eliminar los 

electrones excesivos presentes en el sistema. La comprensión mecánica de este 

fenómeno se obtuvo mediante la caracterización de un gen que codifica la lipasa de 

galacto-glicerolípidos, PGD1 en Chlamydomonas. El mutante pgd1 no era viable 

cuando estaba sometido a privación de nitrógeno (N) y puede ser rescatado 

bloqueando el transporte de electrones fotosintéticos (X. Li et al., 2012), lo que 
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sugiere que la acumulación de TAG protege a las células de las algas del estrés 

oxidativo. En respuesta a la privación de N, las células de las algas entran en una 

inactividad celular que se caracteriza por la cesación del crecimiento para conservar 

la energía y los nutrientes. Estos autores identificaron un gen, cht7 y su 

correspondiente proteína (CHT7), que actúa como represor de la inactividad en C. 

reinhardtii (Tsai et al., 2014). El mutante de CHT7 fue incapaz de degradar 

rápidamente el TAG tras el reabastecimiento de N y se vio afectado por la reversión 

de la inactividad inducida por la privación de N. Tsai et al. (2014), concluyeron que 

CHT7 podría ser un objetivo potencial para la ingeniería de microalgas para 

favorecer una alta acumulación de TAGs sin que se vea comprometida la tasa de 

crecimiento.  

Bajo déficit de N, el principal constituyente de las reservas elevadas de TAG en 

algunas microalgas (incluyendo Nannochloropsis gaditana) consiste en ácidos 

grasos saturados y monoinsaturados (Simionato et al., 2013; Tonon et al., 2002). 

En N. gaditana, el aumento de TAG es proporcional a la disminución del contenido 

en lípidos de la membrana de los ácidos grasos poliinsaturados de cadena larga 

(LC-PUFA) (Simionato et al., 2013). La distribución del flujo de carbono y la 

regulación de la vía del TAG bajo estrés no ha sido comprendida del todo en las 

microalgas. Se ha observado que el déficit de N regula a la baja la expresión de las 

enzimas que intervienen en la biosíntesis de LC-PUFA en Nannochloropsis 

oceanica IMET1 (J. Li et al., 2014). Se ha propuesto que durante el déficit de N en 

etapa temprana de crecimiento, los lípidos de la membrana se convierten 

posiblemente en TAG (Jia et al., 2015). Además del déficit de N, varios otros factores 

de estrés, como el pH, la temperatura, la salinidad y limitación de fósforo y carbono, 

inducen también la acumulación de TAG en las microalgas (Wase et al., 2015). Los 

experimentos de etiquetado en microalgas demostraron que el TAG actúa como 

reservorio de PUFAs y puede utilizarse para la formación rápida de lípidos en el 

cloroplasto (Cohen et al., 2000). Se formula la hipótesis de que al comienzo de las 

condiciones de estrés los FAs se almacenan transitoriamente como TAG y 

posteriormente se reciclan para formar lípidos si el estrés es leve. En el caso de 
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condiciones de estrés graves, el TAG se metabolizaría en sacarosa como parte del 

mecanismo de adaptación (Cohen et al., 2000).  

La biosíntesis de carotenoides puede acoplarse con la síntesis de TAG para eliminar 

los electrones excesivos o las especies reactivas de oxígeno (Y. Li et al., 2008). En 

el alga verde Haematococcus pluvialis, la mayoría de las moléculas de astaxantina 

esterificada por ácidos grasos se almacenan en LD ricas en TAG y la síntesis de 

astaxantina consume alrededor del 10% del oxígeno molecular desarrollado a partir 

de la fotosíntesis, reduciendo la producción de especies reactivas de oxígeno (Y. Li 

et al., 2008). Es probable que la formación de ésteres de astaxantina sea catalizada 

por los DGAT, que han demostrado desempeñar un papel importante en la 

carotenogénesis y en la biosíntesis de los ácidos grasos en H. pluvialis (Chen et al., 

2015). Las LD ricas en carotenoides se distribuyen generalmente hacia el exterior 

de la célula y son fotoprotectoras de la célula (Hagen et al., 1993). Es evidente que 

se ha aprendido mucho de los análisis bioquímicos y de genética molecular 

descritos anteriormente, pero el progreso hacia la comprensión del metabolismo de 

la FA y de los TAG microalgales podría acelerarse ampliando los enfoques 

computacionales que ayudan a dar sentido a la gran cantidad de datos genómicos, 

transcriptómicos, proteómicos y metabolómicos de los que se dispone actualmente 

(Lenka et al., 2016). 
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Fig. 1 Biosíntesis de FA y TAG en las microalgas. 

La biosíntesis de FA/TAG en microalgas implica una interacción coordinada entre múltiples vías en múltiples 
compartimentos subcelulares, incluidos el retículo endoplásmico y el cloroplasto. Para la biosíntesis de FA y 
TAG, la energía (ATP) y el poder reductor (NADH y NADPH) proporcionados por la fotosíntesis impulsan la 
síntesis de 3-fosfoglicerato (3-PGA) en el ciclo de Calvin. En algunas microalgas, el 3-PGA también puede 
derivarse del almidón de la molécula de almacenamiento a través de varias reacciones, incluyendo la catalizada 
por la ADP-glucosa pirofosforilasa (AGPasa). El 3-PGA se convierte en acetil-CoA (a través de los intermediarios 
fosfoenolpiruvato y piruvato, no se muestra), que es el precursor de la síntesis de lípidos de novo en el 
cloroplasto. La biosíntesis de FA/TAG comienza con la carboxilación del acetil-CoA para formar malonil-CoA, 
catalizada por el complejo enzimático acetil-CoA carboxilasa (ACCasa). Las cadenas FA se alargan por la acción 
de la ACP 3-cetoacilo (proteína portadora de acil), o enzimas KAS. Las cadenas ACP-acetil resultantes pueden 
entrar en la vía Kennedy de la biosíntesis de los TAG en el cloroplasto. Alternativamente, cuando las reacciones 
de elongación de los acilos terminan, los ácidos grasos libres son transportados a la membrana exterior del 
cloroplasto, donde pueden ser reactivados y exportados como acil-CoA, sirviendo como sustrato en la vía de 
Kennedy localizada en el ER. Los intermediarios y enzimas de la vía Kennedy incluyen el ácido lisofosfatídico 
(LPA), el ácido fosfatídico (PA), el diacilglicerol (DAG), la glicerol-3-fosfato aciltransferasa (GPAT), el ácido 
lisofosfatídico aciltransferasa (LPAAT), la fosfatasa ácida fosfatídica (PAP) y el diacilglicerol aciltransferasa 
(DGAT). Aparte de la vía Kennedy, una vía independiente de acil-CoA de biosíntesis de TAG catalizada por 
PDAT (fosfolípido: aciltransferasas de diacilglicerol) produce TAG transfiriendo una fracción de acilo graso de 
un fosfolípido a DAG. Las flechas rayadas indican reacciones de varios pasos. Los signos de interrogación 
indican enzimas o reacciones que no se ha establecido que existan en el cloroplasto de las microalgas. 
Abreviaturas de lípidos de membrana: PC, fosfatidilcolina; PE: fosfatidiletanolamina; PG: fosfatidilglicerol; PI: 
fosfatidilinositol; LD: gránulos de lípidos; ENR, enoil-ACP reductasa; FAT, acetilACP tioesterasa grasa; HD, 3-
hidroxiacilACP deshidratasa; KAR, 3-cetoacil-ACP reductasa. 

Adaptado de (Lenka et al., 2016) 
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2.3.2. Proteínas 

Las microalgas se han identificado como una fuente de proteína alternativa en 

respuesta al suministro insuficiente de este tipo de macromolécula de fuentes 

convencionales, como resultado del aumento de la población mundial (Chiong et al., 

2016). En microalgas, las proteínas representan entre el 60% - 70% de la biomasa, 

aunque la composición química de las microalgas varía sustancialmente con las 

especies, una gran parte de estas tienen un alto contenido proteico y de 

aminoácidos en comparación con otras fuentes de alimentos, esto proporciona 

respaldo para las microalgas como una fuente alternativa de proteína de alta calidad 

(Stack et al., 2020). 

Estas moléculas proteicas están presentes en diversos lugares y formas, tales como 

componentes de la pared celular, enzimas y pigmentos, lípidos o carbohidratos 

conjugados. Estos incluyen proteínas nativas (particularmente lectinas y 

ficobiliproteínas), péptidos endógenos (lineales, cíclicos, depsipéptidos o péptidos 

con uno o más enlaces de amida reemplazados por un enlace éster), aminoácidos 

libres (taurina, laminina) y aminoácidos similares a la micosporina (Dominguez, 

2013). 

La microalga ideal debe ser capaz de crecer aun cuando la concentración de 

biomasa sea ya alta y en diferentes condiciones ambientales, además de producir 

altas concentraciones de productos de interés (es decir, lípidos, proteínas, entre 

otros). La composición química de las algas varía de una especie a otra, de una 

cepa a otra, y de un lote a otro. Para obtener biomasa con un patrón deseado de 

componentes, se pueden modificar hasta cierto punto las condiciones de cultivo. 

Aunque existen marcadas diferencias en las composiciones de las clases de 

microalgas, especies y cepas, la proteína es generalmente el principal componente 

orgánico, seguido de lípidos y luego por carbohidratos. Debido a las diferentes 

condiciones de cultivo, como se mencionó anteriormente, no es de extrañar que 

incluso para la misma cepa se han reportado diferentes composiciones (Matos, 

2019). 
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Las proteínas a base de microalgas están ganando interés como una fuente de 

proteína alternativa debido a sus proporciones equilibradas de aminoácidos. La 

mayoría de las microalgas verdes se clasifican como generalmente reconocidas 

como seguras (GRAS). Esto significa que son seguras para el consumo, y por lo 

tanto potencialmente una fuente de proteínas terapéuticas para la administración 

oral con purificación mínima (Mayfield et al., 2007; Specht et al., 2010). 

Las microalgas son de importancia comercial debido a su valor estructural, funcional 

y nutricional y a un mayor rendimiento proteico (4-15 toneladas métricas ha-1 año-1) 

en comparación con las plantas terrestres (0.6-2 toneladas métricas ha-1 año-1) 

(Bleakley & Hayes, 2017). Se utilizan principalmente como alimento para animales, 

y/o suplemento alimenticio para el consumo humano. Las proteínas de algas 

también tienen importancia farmacéutica, ya que se sabe que fortalecen el sistema 

inmunológico, la digestión y los niveles de energía, reducen la fatiga, mejoran las 

funciones renales, hepáticas y cardiovasculares, y desintoxican los antinutrientes 

en el cuerpo (Mehta et al., 2018). El alto contenido proteico en varias especies de 

microalgas (por ejemplo, 55%-70% para S. platensis y 42%-55% para C. vulgaris 

en biomasa seca) ha sido una de las principales razones para considerar estos 

organismos como una fuente de alimento (Matos, 2019).  

Los aminoácidos son subunidades que conforman a las proteínas y por lo tanto la 

calidad nutricional de una proteína está determinada por el contenido, proporción y 

disponibilidad de estos compuestos orgánicos. Nueve aminoácidos se consideran 

"esenciales" para los seres humanos y deben adquirirse a través de los alimentos. 

Debido a su importancia biológica, los aminoácidos son importantes en la nutrición 

y se utilizan comúnmente en suplementos nutricionales, fertilizantes, y tecnología 

alimentaria (Becker, 2013; Tibbetts et al., 2016). Según Becker (2013) la 

composición de aminoácidos de casi todas las algas es comparable con el requisito 

de la FAO (Organización de la Alimentación y la Agricultura), con deficiencias 

menores entre los aminoácidos que contienen azufre (metionina y cisteína), un 

hecho que es característico de muchas proteínas vegetales (Matos, 2019). 

Dependiendo de las especies de hábitat, estación de año y algas, la composición 
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de las proteínas también puede variar. Normalmente contienen altas cantidades de 

aminoácidos no esenciales como ácido glutámico y ácido aspártico. En 

comparación con las plantas terrestres, se han reportado cantidades más altas de 

metionina, lisina, histidina, triptófano, treonina y cisteína en proteínas de algas 

(Guedes et al., 2019).  

Los péptidos bioactivos generalmente se componen de 2 a 20 residuos de 

aminoácidos y han recibido mucha atención debido a sus actividades biológicas y 

beneficios para la salud. Las algas producen una variedad de moléculas bioactivas, 

que pueden desarrollarse como nutracéuticos y farmacéuticos para la 

suplementación de nutrición humana y la terapia de enfermedades (Korhonen & 

Pihlanto, 2006). Como muchas microalgas tienen un alto contenido de proteínas, 

existe un enorme interés en el uso de estas como fuente de péptidos bioactivos 

(Samarakoon & Jeon, 2012). Dependiendo de la secuencia de aminoácidos, los 

biopéptidos derivados de microalgas pueden estar involucrados en diversas 

funciones biológicas, incluyendo antioxidantes, anticancerígeno, antihipertensivo y 

efectos inmunomoduladores (Fan et al., 2014; Kim et al., 2013; Sheih et al., 2010). 

 

2.3.3. Pigmentos 

Entre los componentes de la biomasa, los pigmentos han recibido un gran interés 

biotecnológico e industrial debido a su valor nutricional y farmacéutico. Los 

pigmentos de microalgas, incluidas las clorofilas, los carotenoides y las ficobilinas, 

son de vital importancia para la fotosíntesis, el aprovechamiento de la luz y la 

disipación del exceso de energía, manteniendo la función y la integridad adecuadas 

de OaV cpOuOaV de aOJaV� /oV SiJmentoV miV conocidoV incOu\en cOoUofiOaV, β-

caroteno, astaxantina, violaxantina, luteína y fucoxantin, los cuales han sido 

utilizados como colorantes naturales, suplementos nutricionales e ingredientes 

cosméticos debido a su alta actividad antioxidante (Begum et al., 2016). La 

acumulación de los pigmentos fotosintéticos depende de varios factores, incluidas 

las especies de algas utilizadas y varias condiciones ambientales. Por lo general, 

se observa un aumento en la concentración de clorofila a baja intensidad de luz, 

como resultado de la adaptación a la limitación de luz. Por el contrario, la reducción 
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de clorofila se puede observar bajo el agotamiento de nutrientes, principalmente 

nitrógeno y fósforo, una tendencia también es observada durante la deficiencia de 

micronutrientes. La acumulación de pigmentos fotosintéticos accesorios y 

carotenoides se desencadena por condiciones ambientales desfavorables que 

incluyen alta intensidad de luz y aumento de temperaturas, así como el estrés 

osmótico (da Silva Ferreira & Sant’Anna, 2017; Koutra et al., 2020). 

 

2.3.3.1. Clorofila 

Los organismos fotosintéticos que evolucionan con el oxígeno contienen clorofila a 

(Chl a) que participan en las reacciones fotoquímicas del fotosistema I (PSI), y del 

fotosistema II (PSII). La clorofila a es el principal pigmento fotosintético de estos 

organismos y su concentración en microalgas está relacionada con la nutrición 

mineral en los medios de cultivo y la exposición a la luz. En las células sanas, se ha 

informado que su contenido constituye alrededor del 5% del peso de la biomasa 

seca en las células de Chlorella sp. (Marks, 1966). Las clorofilas se encuentran en 

orgánulos intracelulares llamados cloroplastos, donde se unen a las proteínas que 

forman las lamelas del cloroplasto. Son membranas que encierran "sacos" 

aplanados llamados tilacoides, donde se absorbe la luz durante el proceso de 

fotosíntesis (Dujardin et al., 1975). El proceso de evolución distribuyó las Chl a, b, 

c, d y f entre los diversos grupos de microalgas, y su presencia o ausencia es de 

importancia taxonómica (Ritchie, 2006). La clorofila b está presente en Chlorophyta 

(algas verdes) y Euglenophyta; la clorofila c está presente en Bacillariophyta, 

Phaeophyta, Pyrrophyta y Cryptophyta; la clorofila d está presente sólo en 

Rhodophyta (van den Hoek et al., 1995). 

En las algas verdes, tanto Chl a como Chl b tienen funciones en el proceso de 

fotosíntesis, en las reacciones dependientes de la luz. Mientras que Chl a está 

presente en el núcleo del complejo antena y en los centros de reacción, y es 

importante para la recolección de luz y la transferencia de electrones (Larkum, 

2016), Chl b se asocia con la antena del PSII (Pocock et al., 2007; Szyszka et al., 

2007), principalmente presente en los complejos de antenas periféricas (Green & 
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Durnford, 1996; La Roche et al., 1996) y además de la recolección de luz actúa en 

la estabilización de los complejos de antenas periféricas. La proporción Chl a:Chl b 

suele ser de 3:1 en las algas verdes, pero el contenido de Chl b puede aumentar en 

las algas verdes adaptadas a la sombra, disminuyendo la proporción a 1.8 - 2.2 

(Falkowski & Owens, 1980). La clorofila b es la segunda más abundante entre los 

pigmentos de clorofila en la naturaleza y se encuentra en el aparato de recolección 

de luz, con una importante función como pigmento accesorio (Cahoon & Timko, 

2003). 

En la Fig. 2 se muestra la estructura de la clorofila a (Chl a) y de la clorofila b (Chl 

b). La clorofila b, que tiene un peso molecular (M.W) de 907 g/mol, difiere de la Chl 

a (M.W. 839 g/mol). La diferencia entre ambas clorofilas es que Chl a presenta un 

grupo metilo (-CH3) en el perímetro del anillo tetrapirrólico, mientras que en Chl b 

este grupo ha sido oxidado para formar un grupo formol (-CH=O), también conocido 

como grupo formilo (da Silva & Lombardi, 2020).  

  

Clorofila a (Chl a) Clorofila b (Chl b) 

Fig. 2 Representación esquemática de la clorofila a y la clorofila b. 
En Chl a el grupo lateral en el tercer carbono es un grupo metilo (-CH3) mientras que en el Chl b 
es un grupo aldehído (-CHO). 

Adaptado de (da Silva & Lombardi, 2020) 
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2.3.3.1.1. Biosíntesis  

La biosíntesis de la clorofila a en las algas es un proceso complejo que comprende 

varias reacciones enzimáticas y reducciones estereoespecíficas que producen la 

clorofila a a partir de la protoclorofila a. La protoclorofila a, se convierte en clorofila 

a, siendo la reducción enzimática de la protoclorofila a un paso regulador clave en 

este proceso. La vía de la protoporfirina IX a la clorofila a se presenta en Von 

Wettstein et al. (1995) y en Cahoon & Timko (2003). En la Fig. 3 se presenta una 

secuencia general y sintética de los pasos de la biosíntesis de la clorofila a, 

modificada a partir de Bogorad (1967) (da Silva & Lombardi, 2020). 

Se ha documentado la existencia (y coexistencia) de dos estrategias genética y 

bioquímicamente diferentes para la biosíntesis de la clorofila a que depende de los 

requerimientos de luz (Gálová et al., 2008). Cuando la reducción enzimática de la 

protoclorofila a a la clorofila a tiene la luz como cofactor, se dice que la biosíntesis 

de la clorofila a depende de la luz (da Silva & Lombardi, 2020). Pero, si ocurre en 

ausencia de luz, se dice que es independiente de la luz. La mayoría de las 

microalgas y muchos otros organismos fotosintéticos pueden producir su clorofila 

por ambas vías, en condiciones de luz y de oscuridad (Bogorad & Goodwin, 1976; 

Porra, 1997; Von Wettstein et al., 1995). Como se presenta en Marks (1966), la 

protoclorofila a puede reducirse a clorofila a mediante una reacción enzimática 

(Smith, 1960), que se produce en la oscuridad (como en el caso de Chlorella sp (da 

Silva & Lombardi, 2020). 

De acuerdo con Bogorad (1976) en las microalgas del género Chlorella, la clorofila 

a puede ser producida normalmente a través de la protoclorofila a. Según Kirk & 

Tilney-Bassett(1978) y Armstrong (1998) la reducción de la protoclorofila en 

ausencia de luz de la mayoría de las algas se correlaciona con la presencia de los 

genes chlB, chlL y chlN (Armstrong, 1998; Gálová et al., 2008; Kirk & Tilney-Bassett, 

1978). 

Según Rüdiger (2002) la Chl a y Chl b siguen la misma vía biosintética y la diferencia 

es sólo un paso, la transformación del grupo 7-metilo en el grupo 7-formilo. Los 

experimentos realizados con C14 en Chl a y Chl b en Chlorella pyrenoidosa y 
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Scenedesmus obliquus por Blass et al. (1959) demostraron que el Chl a puede ser 

un precursor del Chl b (Blass et al., 1959; Bogorad & Goodwin, 1976; Rüdiger, 

2002). En las algas verdes y en las plantas, el ensamblaje del complejo de captación 

de luz (LHC) requiere la presencia de Chl b. Eggink et al. (2004) demostraron que 

la transformación del grupo 7-metilo en Chl a al grupo 7-formilo en Chl b es una 

reacción que utiliza oxígeno molecular y es catalizada por la enzima clorofílica a 

oxigenasa (CAO). Basándose en la ubicación de la CAO, los autores sugieren que 

las membranas de la envoltura del cloroplasto son el sitio inicial de la síntesis del 

Chl b. Algunos años más tarde, Nakagawara et al. (2007) demostraron que una 

proteasa del cloroplasto (Clp) participa en la regulación de la biosíntesis de la 

clorofila mediante la desestabilización de la proteína CAO en respuesta a la 

acumulación de clorofila b (da Silva & Lombardi, 2020; Eggink et al., 2004; 

Nakagawara et al., 2007). 

 

Fig. 3 Esquema de la biosíntesis de la clorofila a. 
Modificado y Adaptado de (da Silva & Lombardi, 2020) 

 

2.3.3.2. Carotenoides 

Los carotenoides actúan durante la fase de luz de la fotosíntesis, son útiles para 

proteger el aparato fotosintético del exceso de luz, secuestrando las especies 

reactivas de oxígeno (ROS por sus siglas en inglés) y radicales libres 
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suplementarios. La mayor parte de los carotenoides están diseñados para mitigar el 

oxígeno singulete y atrapar los radicales peroxilo. Tienen acción antiinflamatoria y 

protección contra la luz ultravioleta debido a su mayor actividad antioxidante (Aslam 

et al., 2020) 

En las algas se encuentran diversos carotenoides. En la Fig. 4 se ilustran las 

estructuras de algunos ejemplos de los carotenoides importantes de las microalgas 

fototróficas. Entre ellos, aproximadamente 30 tipos exhiben posibles funciones 

fotosintéticas, y otros pueden ser intermediarios de la carotenogénesis o 

carotenoides acumulados. Algunos carotenoides se encuentran sólo en ciertas 

divisiones o clases de algas; por lo tanto, estos carotenoides y también las clorofilas 

pueden utilizarse como marcadores quimiotaxonómicos (Shinichi Takaichi, 2020). 

Los carotenoides contienen algunos grupos funcionales únicos. El grupo aleno 

(C=C=C) es una estructura única en los compuestos naturales y se encuentra 

principalmente en los carotenoides (Dembitsky & Maoka, 2007), incluyendo la 

fucoxantina en las algas cafés y las diatomeas, la 19-aciloxifucoxantina en la 

haptofita y la dinofita, la peridinina en los dinoflagelados y la 9’-cis neoxantina en las 

aOJaV YeUdeV \ OaV SOantaV teUUeVtUeV� (O JUuSo acetiOeno �&Ł&� eV tamEipn una 

estructura única, y los carotenoides acetilénicos se encuentran sólo en las algas 

como parte de la composición de la aloxantina, la crocoxantina y la monadoxantina 

en Cryptophyta, diadinoxantina y la diatoxantina en Heterokontophyta, Haptophyta, 

Dinophyta y Euglenophyta. Los carotenoides acetilados (C-O-CO-CH3) como la 

fucoxantina, la peridinina y la dinoxantina también se encuentran principalmente en 

algas como Heterokontophyta, Haptophyta y Dinophyta (Shinichi Takaichi, 2020). 
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Fig. 4 Estructuras de algunos carotenoides 
Adaptado de (Shinichi Takaichi, 2020) 
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Euglenophyta, Chlorarachniophyta y Chlorophyta contienen los mismos 

caUotenoideV, entUe eOOoV β-caroteno, violaxantina, 9’-cis neoxantina (Shinichi 

Takaichi & Mirauro, 1998) y luteína, así como clorofila a y b, que se encuentran en 

las plantas terrestres (Fig. 4). Algunas clases contienen carotenoides adicionales, 

como la loroxantina, la sifonaxantina y la prasinoxantina, que son derivados de la 

luteína y son específicos de cada clase (Shinichi Takaichi, 2011).  

2.3.3.2.1. Biosíntesis 

Las vías de carotenogénesis y las enzimas entre los fotótrofos oxigenados se han 

investigado principalmente en las cianobacterias (S Takaichi & Mochimaru, 2007) y 

las plantas terrestres (Liaaen-Jensen, 1998). Especialmente en las plantas 

terrestres, se estudian detalladamente las vías de carotenogénesis y las 

características de las enzimas (Fig. 5). Sin embargo, las algas contienen vías 

comunes para las plantas terrestres y también vías adicionales específicas de las 

algas, que se han propuesto únicamente sobre la base de las estructuras químicas 

de los carotenoides (Fig. 5) (Shinichi Takaichi, 2011). Se sugieren algunos genes 

carotenogénicos comunes en las algas a partir de la homología con otros genes 

conocidos (Bertrand, 2010; Frommolt et al., 2008), pero la mayoría de los genes y 

enzimas que participan en las vías específicas de las algas siguen siendo 

desconocidos (Fig. 5) (Shinichi Takaichi, 2020). 
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Fig. 5 Vías de carotenogénesis y enzimas, cuyas funciones están confirmadas, en 
fotótrofos oxigenados. 

Adaptado de (Shinichi Takaichi, 2020) 
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2.4. Reguladores de Crecimiento 

2.4.1. Fitohormonas en las microalgas 

Las microalgas verdes se dividen en dos linajes: la clorófita (Chlorophyta), que 

comprenden la mayoría de las especies, y la estreptofita (Streptophyta), que 

comprende la carofitas (Charophyta), que dio origen a las plantas terrestres (Leliaert 

et al., 2012; Umen, 2014). Durante la colonización de las tierras secas, las plantas 

se encontraron con condiciones ambientales más diversas y extremas, como la 

desecación, fluctuaciones de temperatura, tensiones osmóticas y radiación 

ultravioleta (Depuydt & Hardtke, 2011; Leliaert et al., 2012). Se adaptaron con éxito 

a esas condiciones aumentando su complejidad morfológica y alterando sus ciclos 

de vida y procesos fisiológicos para mejorar sus mecanismos de tolerancia. Esas 

respuestas incluyeron innovaciones bioquímicas como la síntesis de diversos 

metabolitos secundarios como isoprenos y fenólicos, proteínas de choque térmico, 

mecanismos mejorados de reparación del ADN y el establecimiento de una red de 

comunicación intracelular en la que participan fitohormonas para percibir y 

responder a las señales ambientales (Leliaert et al., 2012). Estas adaptaciones a un 

hábitat terrestre se vincularon con una expansión del genoma y la expresión de los 

genes (Depuydt & Hardtke, 2011; Leliaert et al., 2012). 

El desarrollo de las técnicas moleculares ha dado lugar a una vasta acumulación de 

datos genómicos con un número cada vez mayor de estudios que dilucidan el origen 

de los genes de las plantas terrestres. Esos estudios sugieren que muchos de los 

rasgos morfológicos, citológicos, bioquímicos y fisiológicos asociados a las plantas 

terrestres estaban presentes en las algas ancestrales, de modo que estaban 

preadaptadas a la colonización de la tierra (Leliaert et al., 2012; Umen, 2014). Con 

respecto a las fitohormonas, se han identificado en algunas Chlorophyta y 

Streptophyta algunos genes, receptores y enzimas que participan en la biosíntesis 

y las vías de señalización de diversas clases de fitohormonas, lo que sugiere que 

en las microalgas pueden darse vías metabólicas similares a las de las plantas 

vasculares (Alsenani et al., 2019; De Smet et al., 2011; Frébort et al., 2011; Hanada 

et al., 2011; Leliaert et al., 2012; Lu et al., 2014; Lu & Xu, 2015; Nambara & Marion-

Poll, 2005; Umen, 2014) 
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2.4.2. Auxinas 

Las auxinas son fitohormonas que tienen funciones en la división y expansión 

celular para facilitar el crecimiento de las células vegetales, tienen efectos directos 

sobre la mitosis, la transición de las células de la latencia al estado activo, estimulan 

la respiración y la tolerancia a factores ambientales adversos e influye positivamente 

en los procesos biosintéticos. La composición y las concentraciones de auxinas 

varían fisiológicamente con las especies, las diferentes fases de crecimiento y las 

condiciones de cultivo. Las auxinas también funcionan como una molécula de señal 

que participa en la red de defensa de la planta contra los estrés biótico y abiótico 

�ýaUni et aO�, ����� +an et al., 2018). Las sustancias dominantes de las auxinas en 

las microalgas son el ácido indol-3-acético (AIA) y el ácido indol-3-butanoico (IBA). 

El AIA (Fig. 6) se sintetiza en cloroplastos, y además forma conjugados con glucosa, 

oligosacáridos, ácido aspártico, ácidos nucleicos y proteínas. Las auxinas 

desempeñan un papel versátil en el crecimiento y metabolismo de las microalgas, e 

incluso concentraciones muy pequeñas de auxinas pueden estimular el crecimiento, 

la producción de biomasa y la biosíntesis de biomoléculas valiosas (Han et al., 

2018). 

 
Fig. 6 Estructura del ácido indol-3-acético (AIA) 

(Han et al., 2018) 

 

Existen varias vías para la biosíntesis del ácido indol-3-acético (AIA) biológicamente 

activo en las plantas vasculares. Estos incluyen una vía independiente del triptófano 

y cuatro vías dependientes del triptófano (denominadas así por los metabolitos 

intermedios), las cuales son, vía de la indol-3-acetamida (IAM), ácido indol-3-

pirúvico (IPA), triptamina (TRA) e indol-3-acetaldoxima (IAOx). Otros metabolitos 
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intermedios son el indol-3-acetonitrilo (IAN) y el indol-3-acetaldehído, que forman 

parte de las vías de la IAOx y la IPA, respectivamente. Las vías IAM e IPA son las 

principales rutas de la biosíntesis de la AIA en las plantas vasculares (Mano & 

Nemoto, 2012). Las auxinas endógenas están presentes en las microalgas. Se 

identificaron los precursores triptófano (TRP) y antranilato en Chlorella minutissima, 

lo que indica que las vías dependientes del TRP son posibles en las microalgas (W 

A Stirk et al., 2014). En siete cepas de Chlorella y 24 diversas especies de 

microalgas aisladas, se detectó la presencia de AIA y IAM siendo AIA presente en 

concentraciones más elevadas en la mayoría de las cepas (Jirásková et al., 2009; 

Wendy A Stirk et al., 2013). El AIA y la IAM (en concentraciones más altas que la 

AIA) también se identificaron en C. minutissima junto con TRA (W A Stirk et al., 

2014).  

La secuenciación de ARN utilizada para caracterizar los cambios transcripcionales 

en respuesta al tratamiento con AIA en Chlorella sp. sugiere que las vías TRA, IAOx, 

IAM y IAN son posibles rutas biosintéticas en las microalgas (Alsenani et al., 2019). 

Se han identificado en las microalgas genes que codifican para las enzimas 

asociadas a las vías TRA e IAN (Kiseleva et al., 2012). Basados en los reportes de 

los perfiles de auxinas para las microalgas, se puede especular que el AIA se 

sintetiza por la vía de la IAM, así como posiblemente por la vía del TRA (Wendy A 

Stirk & van Staden, 2020).  

El exceso de AIA libre puede ser inhibidor. En las plantas vasculares, el exceso de 

AIA se convierte en conjugados de almacenamiento al combinarse con azúcares 

para formar ésteres-AIA y con aminoácidos para formar amidas-AIA. La 

desactivación se realiza mediante la oxidación del anillo indólico para formar ácido 

oxindol-3-acético (oxAIA) o mediante la conjugación para formar indol-3-

acetilaspartato (AIA-Asp) e indol-3-acetilglutamato (AIA-Glu) (Ludwig-Müller, 2011). 

Las plantas no vasculares tienen menos conjugados de AIA, formando 

predominantemente conjugados de amida en comparación con las plantas 

vasculares que sintetizan tanto conjugados de amida como de éster (Ester Sztein 

et al., 1999; Sztein et al., 1995). En el 2017 se reportó un artículo en donde se 

seleccionaron 20 especies de cianobacterias y microalgas en representación de los 
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principales linajes, en las cuales fueron detectados en grandes concentraciones el 

AIA junto con el catabolito primario oxAIA, por otro lado el conjugado AIA-Asp fue 

detectado en concentraciones muy bajas �äiåNoYi et aO�, �����. También se 

detectaron oxAIA y bajos niveles de AIA-Asp en C. minutissima (W A Stirk et al., 

2014). La adición del radiomarcado [3H]AIA en Stigeoclonium helveticum, Chlorella 

vulgaris, Microthamnion kuetzingianum y Scenedesmus obliquus, se metabolizó 

gradualmente en las células y el medio, de modo que después de 6 horas se 

detectaron AIA-Asp, AIA-glucosyl ester (AIA-GE) y 8 metabolitos no identificados. 

En comparación, el ácido [3H]naftaleno acético (ANA) y el ácido [3H]2,4-

diclorofenoxiacético (2,4-D) no se metabolizaron, lo que sugiere que las microalgas 

no pudieron sintetizar estos compuestos �äiåNoYi et aO�, �����. Así pues, la 

homeostasis de las auxinas en las microalgas parece menos compleja que en las 

plantas vasculares con niveles de AIA regulados por tasas de biosíntesis y oxidación 

de novo. También hay diferencias en comparación con las plantas vasculares con 

metabolitos no identificados asociados a la biosíntesis detectada en las microalgas 

(Wendy $ 6tiUN 	 Yan 6taden, ����� äiåNoYi et aO�, �����. 
 

2.4.3. Citocininas 

Las citocininas naturales son derivados nitrogenados de la base púrica adenina. Se 

clasifican por sus cadenas laterales como isoprenoides o aromáticas. Hay cuatro 

grupos de citocininas isoprenoides, las cuales son, trans-zeatina (tZ), cis-zeatina 

(cZ) (Fig.7), dihidrozeatina (DHZ) e isopenteniladenina (iP). Los dos grupos de 

citocininas aromáticas son la benciladenina (BA) y sus formas hidroxiladas, las 

topolinas. Las citocininas desempeñan un papel integral en la regulación del ciclo 

celular, promoviendo la división celular. También intervienen en muchos procesos 

fisiológicos de las plantas vasculares (Sakakibara, 2006).  
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Fig. 7 Estructuras de cis-zeatina y trans-zeatina  

(Han et al., 2018) 

 

Las citocininas se sintetizan en las plantas vasculares desde el pirofosfato de 

dimetilalilo hasta los ribótidos (nucleótidos), los precursores inmediatos de la 

citocinina, por dos vías de activación, que son, la vía del mevalonato (MVA) y la vía 

del metil-eritritol-fosfato (MEP). Estas reacciones son catalizadas por las 

isopenteniltransferasas. Los ribótidos se convierten en sus correspondientes bases 

libres, que son las formas más activas biológicamente. Los ribótidos y las bases 

libres se someten a una inactivación transitoria por glicosilación para formar O-

glucósidos que tienen una actividad biológica débil. La pérdida de actividad biológica 

se produce por medio de reacciones catabólicas a los N-glucósidos (N3-, N7- y N9-

glucósidos). Esta pérdida de actividad es reversible o irreversible dependiendo de 

la especie vegetal y del tipo específico de citocinina (Hoyerová & Hošek, 2020). Las 

citocininas también son desactivadas irreversiblemente por la enzima citocinina 

oxidasa/deshidrogenasa (CKX) por la ruptura de la cadena lateral de N6 (Frébort et 

al., 2011; Sakakibara, 2006). Los niveles de citocininas activas están regulados por 

el equilibrio de estas reacciones. Además, la degradación del ARNt es una fuente 

de citocininas de tipo cZ (Frébort et al., 2011).  

Auer (1997) pudo discernir patrones en la conjugación de las citocininas en algas, 

musgos y helechos, estos produjeron bases libres de iP y Z y sus conjugados de 

ribótidos mientras que las gimnospermas y angiospermas tenían un complemento 

de citocininas más complejo que incluía citocininas de tipo DHZ, O- y N-glucósidos 

y citocininas aromáticas (Wendy A Stirk & van Staden, 2020). En estudios recientes 
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con microalgas se identificaron 19 citocininas en 24 microalgas taxonómicamente 

diversas siendo los derivados de cZ las principales citocininas presentes, seguidos 

por los derivados de iP, concentraciones moderadas de derivados de tZ y bajas 

cantidades de derivados de DHZ. Los ribótidos eran la forma dominante de 

citocinina con cantidades moderadas de bases libres y conjugados de O-glucósido 

más bajos y sólo un N9-glucósido (trans-zeatin-9-glucósido; tZ9G) detectado en 

concentraciones muy bajas en nueve especies (Wendy A Stirk et al., 2013). En siete 

cepas de Chlorella en crecimiento estacionario, el total de derivados iP se produjo 

en concentraciones más altas que los derivados cZ y se detectaron cantidades muy 

bajas de tZ (Jirásková et al., 2009). En nueve cepas de microalgas en crecimiento 

estacionario, las citocininas de tipo iP y cZ predominaron con cantidades menores 

de citocininas de tipo tZ y cantidades muy bajas de citocininas de tipo DHZ. También 

estaban presentes citocininas aromáticas (BA y topolinas) (Ördög et al., 2004). En 

20 cepas seleccionadas por su representación de los principales linajes 

taxonómicos en las cianobacterias y microalgas, estaban presentes los mismos 

perfiles, siendo ricos en bases libres y ribótidos, bajos en O-glucósidos y N-

glucósidos. Los tipos cis-Z y los derivados 2-(metiltio)etilamina fueron los mayores 

contribuyentes al conjunto de citocininas, principalmente debido a las citocininas 

unidas al ARNt, lo que sugiere que la degradación del ARNt es una fuente esencial 

de citocininas en las microalgas. La DHZ estaba presente en las cantidades más 

bajas �äiåNoYi et aO�, �����.  

La adición de radiomarcado [3H]tZ a Chroococcus minutus (Cianobacteria), 

Chlorococcum elbense, Klebsormidium flaccidum y S. obliquus se metabolizó 

rápidamente en 1 hora, después de 4 horas se detectaron productos de degradación 

(adenina y adenosina), así como nucleótidos (mono, di y trifosfato de adenosina), 

DHZ y ribósido de dihidrozeatina (DHZR) tanto en las células como en los medios. 

A las 24 horas, había una conversión casi completa de [3H]tZ en todas las especies 

excepto en el K. flaccidum, con una alta concentración de un metabolito 

desconocido �äiåNoYi et aO�, �����. La conversión a adenina y adenosina planteó la 

cuestión de la posible actividad de CKX. Sin embargo, no se detectó actividad de 

CKX en las 8 especies analizadas �äiåNoYi et aO�, �����. La CKX degrada 
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preferentemente las bases libres y los ribótidos, siendo los O-glucósidos menos 

susceptibles (Frébort et al., 2011). La detección de altas concentraciones de 

metabolitos desconocidos en estas microalgas indica la posibilidad de un proceso 

de degradación desconocido.  

Trans-Z e iP se consideraban las formas de citocinina predominantes en las plantas 

vasculares, pero con técnicas analíticas mejoradas se encontró con frecuencia que 

la cZ es la forma dominante, y a menudo representa más del 50% del conjunto total 

de citocininas. Inicialmente se pensó que las formas cis-Z tenían poca actividad 

biológica, pero estudios recientes han demostrado que los derivados de la cZ tienen 

una actividad débil y es muy probable que funcionen para mantener niveles mínimos 

de citocininas en respuesta a las condiciones de limitación del crecimiento 

(Gajdošová et al., 2011). Las altas concentraciones de cZ se cuantifican 

rutinariamente en las microalgas. Se ha formulado la hipótesis de que su función es 

un medio de desactivación o reducción de la actividad biológica, cumpliendo 

parcialmente el papel de los N-glucósidos que no están presentes en las microalgas 

(KiseOeYa et aO�, ����� äiåNoYi et aO�, �����.  

Sobre la base de los perfiles de citocininas, parece que existe una red simplificada 

de citocininas en las microalgas en comparación con las plantas vasculares, donde 

los niveles de citocininas activas están regulados principalmente por la biosíntesis 

de novo, con poca glucosilación a las formas de almacenamiento, mínima 

desactivación a los N-glucósidos y ninguna degradación por CKX. La degradación 

del ARNt es también una fuente probable de citocininas en las microalgas (Wendy 

A Stirk & van Staden, 2020). 

El tipo cZ es la citocinina predominante en las microalgas, se han identificado 

concentraciones bajas de tZ y concentraciones más bajas de citocininas de tipo 

DHZ. Se ha encontrado que las citocininas juegan un papel clave en los procesos 

biológicos de las microalgas, incluida la inducción de la división celular, la 

estimulación de los procesos de crecimiento y el aumento de la actividad 

fotosintética. En condiciones adversas, las citocininas de microalgas tienen un 

efecto protector sobre las actividades fisiológicas, especialmente la fotosíntesis 

(Han et al., 2018). 
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2.4.4. Ácido acetilsalicílico 

El ácido acetilsalicílico es sintetizado a partir del ácido salicílico; el ácido salicílico 

(SA) es un miembro de una clase de moléculas pequeñas llamadas fenólicas en 

plantas que se definieron como un anillo aromático sustituido por un grupo hidroxilo 

o su derivado (Czerpak et al., 2002). SA actúa como una molécula de señal para la 

inducción de mecanismos de defensa contra el estrés biótico y abiótico en las 

plantas vasculares. La acumulación de SA es inducida por estrés biótico y abiótico 

como la radiación UV, metales tóxicos, estrés por calor y frío, estrés osmótico y 

salino e infección de patógenos. El SA es crucial para la regulación de las 

respuestas al estrés, ya que mejora la capacidad antioxidante al activar las enzimas 

antioxidantes e inducir los genes responsables de los mecanismos de protección. 

El SA es un compuesto fenólico derivado de la vía shikimato-fenilpropanoide. La 

fenilalanina se convierte en ácido cinámico, éste se hidroxila para formar ácido o-

cumárico con una mayor oxidación de la cadena lateral o bien se oxida para formar 

ácido benzoico que luego se hidroxila más. Una tercera ruta biosintética es a través 

del ácido clorhídrico y el ácido isocorísmico (Horváth et al., 2007). En las microalgas, 

la síntesis de ácido fenólico se limita a la vía del shikimato, que sólo produce 

fenilalanina y tirosina como precursores y, por lo tanto, es la vía probable para la 

síntesis de SA en las microalgas (Wendy A Stirk & van Staden, 2020). SA estimula 

el contenido de pigmentos fotosintéticos: clorofila a y b y carotenoides totales; 

además de inhibir la biosíntesis de etileno (Czerpak et al., 2002). 

2.4.5. Efecto endógeno en microalgas 

Si bien las microalgas son unicelulares o tienen una morfología multicelular menos 

compleja, poseen diversos procesos fisiológicos similares a los de las plantas 

vasculares que necesitan ser coordinados a nivel celular y molecular. También 

responden a las fluctuaciones ambientales y han desarrollado mecanismos de 

defensa para sobrevivir a distintos tipos de estrés abiótico y biótico (Yoshida et al., 

2003). La presencia de fitohormonas biológicamente activas, sus precursores e 

intermediarios biosintéticos y conjugados, sugiere que las fitohormonas tienen un 

papel activo en las microalgas en lugar de ser simplemente productos secundarios 
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de otros procesos metabólicos sin relevancia funcional (Wendy A Stirk & van 

Staden, 2020). 

 
2.4.5.1. Respuesta del crecimiento regulada por fitohormonas 

Los niveles de fitohormonas endógenas fluctúan con las etapas de crecimiento y del 

ciclo de vida de las microalgas, lo que demuestra que determinadas fitohormonas 

regulan el ciclo celular y, por consiguiente, las tasas de crecimiento.  

El contenido de fitohormonas endógenas se comparó con las tasas de crecimiento 

de 24 especies de microalgas de diversas familias de la Chlorophyta (17 

Chlorophyceae, 5 Trebouxiophyceae y 1 Ulvophyceae) y una especie de la 

Charophyceae. Las tasas de crecimiento se basaron en la acumulación de biomasa 

en el día 4. Las especies que crecieron más rápido tenían generalmente un mayor 

contenido de auxina en comparación con las especies de crecimiento más lento. 

Las concentraciones de auxina eran de 2 a 4 veces más altas que las de citocinina. 

Si bien había poca correlación entre el contenido total de citocinina y la acumulación 

de biomasa, las especies con mayores proporciones de bases libres generalmente 

tenían una mayor acumulación de biomasa. Esto sugiere que las auxinas y las 

citocininas pueden desempeñar un papel en la división celular y el crecimiento de 

las microalgas (Wendy A Stirk et al., 2013). 

Se monitorearon los cambios en los perfiles de la citocinina y la auxina en S. 

obliquus a lo largo de su ciclo de crecimiento. El total de citocininas libres fue más 

alto en los cultivos de crecimiento activo y disminuyó después, de manera que, en 

la fase estacionaria, hubo una disminución 9 veces mayor. En comparación, los 

niveles de auxina aumentaron con la edad del cultivo y el AIA alcanzó 

concentraciones máximas en el día 13, junto con el oxAIA. Los aminoácidos 

conjugados AIA-Asp y oxAIA-GE sólo se detectaron en las fases de crecimiento 

exponencial y lineal y el ácido fenilacético (PAA) fue alto durante todo el 

experimento. Estos resultados mostraron la clara implicación de las citocininas y las 

auxinas en el ciclo celular �äiåNoYi et aO�, �����. 

La luz es una importante variable externa que interactúa con las fitohormonas para 

regular el ciclo celular. En los cultivos sincronizados de C. minutissima, las células 
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se dividieron durante el período de oscuridad y aumentaron de tamaño durante el 

período de luz en el período de seguimiento de 48 h. Los niveles de auxina, 

citocinina y ABA (aunque muy bajos) en estos cultivos aumentaron con el tiempo, 
en contraste con el contenido de giberelina y brasinoesteroides los cuales 

disminuyeron con el tiempo. Los cultivos mantenidos en oscuridad continua, con la 

adición de glucosa como fuente de carbono perdieron su sincronización, pero 

siguieron dividiéndose a lo largo de un periodo posterior de 48 h. La tendencia del 

contenido de fitohormonas fue similar a los cultivos sincronizados en crecimiento 

activo. En comparación, los cultivos que se mantuvieron en oscuridad continua 

durante 48 h no crecieron. El contenido de auxina y citocinina se mantuvo bajo 

durante todo el período experimental. El contenido de giberelina y de 

brasinoesteroides sólo disminuyó ligeramente con el tiempo, de modo que al final 

del período de 48 h, las concentraciones eran más altas que en los cultivos de 

crecimiento activo. El contenido de ABA aumentó bruscamente en estos cultivos. La 

comparación de los cambios en los niveles de fitohormonas en las células en 

crecimiento activo frente a las que no se dividen sugiere que las auxinas, las 

citocininas y las giberelinas están implicadas en el ciclo celular, ya que los niveles 

sólo cambiaron/fluctuaron más en los cultivos en crecimiento activo, mientras que 

las giberelinas están implicadas principalmente en la elongación celular. Los 

brasinoesteroides participan probablemente en otros procesos fisiológicos y el ABA 

funciona como hormona del estrés (W A Stirk et al., 2014). 

En un cultivo sincronizado de C. minutissima y Chlorella sp., las concentraciones de 

citocininas eran bajas durante el período oscuro y aumentaban durante el período 

de luz con los ribótidos, tales como, el ribósido de cis-zeatina-5- monofosfato 

(cZRMP) que sólo se detectaba durante el período de luz. Los cultivos mantenidos 

en la oscuridad continua no sufrieron división celular y los niveles de citocinina 

permanecieron bajos. Las mediciones de las tasas de biosíntesis de novo en C. 

minutissima utilizando deuterio mostraron que las tasas de biosíntesis más altas se 

producían durante el período de luz para la isopenteniladenosina (iPR)>iP>cZ, 

mientras que el ribósido de cis-zeatina (cZR) tenía la tasa de biosíntesis más baja y 
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la síntesis máxima se producía durante el período de oscuridad (Wendy A Stirk et 

al., 2011). 

La biosíntesis de la citocinina se activó durante el período oscuro en la cianobacteria 

Nostoc sp., lo que provocó un aumento de los niveles de citocinina durante el 

período de luz. La luz también influyó en la expresión de algunos genes asociados 

con la transducción de señales (Frébortová et al., 2017). 

Esto demuestra que las fitohormonas están intrínsecamente implicadas en la 

regulación del ciclo celular de las microalgas y que sus tasas de biosíntesis están 

influenciadas por una clave ambiental, tal como, la luz. Estos conocimientos podrían 

aplicarse para estimular la división celular y mejorar la acumulación de biomasa en 

el cultivo de microalgas como forma de asegurar que el cultivo masivo de microalgas 

como materia prima para la producción de biocombustibles y otras aplicaciones sea 

más sostenible desde el punto de vista económico (Wendy A Stirk & van Staden, 

2020). 

 

2.4.6. Efecto de la adición de las fitohormonas en microalgas 

2.4.6.1. Respuestas fisiológicas de las microalgas a la aplicación de 

fitohormonas exógenas 

Se ha incrementado el número de publicaciones que demuestran que las 

fitohormonas exógenas que son añadidas a los cultivos de microalgas provocan 

respuestas similares que en las plantas vasculares. Las fitohormonas son una 

herramienta valiosa en los sistemas agrícolas terrestres para mejorar el crecimiento 

y el rendimiento de las plantas y para mitigar el estrés ambiental. Es necesario 

estudiar una aplicación similar de las fitohormonas para aumentar la acumulación 

de biomasa, el contenido de metabolitos primarios y secundarios y mejorar la 

tolerancia al estrés que se produce durante el cultivo a escala comercial para la 

producción de biocombustibles y otras aplicaciones de la biotecnología (Wendy A 

Stirk & van Staden, 2020). 

Una tasa de crecimiento rápido es un criterio importante en el cultivo comercial, ya 

que genera un alto rendimiento de biomasa en el menor tiempo posible y reduce los 

costos de cosecha por volumen (Barsanti & Gualtieri, 2018). C. vulgaris ha sido 
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empleada como el sistema experimental ideal para dilucidar los mecanismos 

fisiológicos y bioquímicos de las respuestas de las fitohormonas a nivel celular, ya 

que tiene un ciclo de crecimiento corto con altas tasas metabólicas y, por lo tanto, 

responde rápidamente a los tratamientos. Los cultivos pueden sincronizarse y las 

condiciones de cultivo pueden manipularse fácilmente para estudiar respuestas 

ambientales específicas (Piotrowska-Niczyporuk & Bajguz, 2014).  

Se han realizado diversos experimentos empleando C. vulgaris, con los cuales se 

ha observado que:  

x La aplicación exógena de auxinas influyó en el crecimiento de manera dosis 

dependiente, siendo que las concentraciones más altas suprimen la división 

celular. Las auxinas naturales eran las más activas biológicamente (AIA>ácido 

indol-3-butírico (IBA)>PAA). ANA, una auxina sintética, tuvo la menor actividad. 

Las auxinas también aumentaron el contenido de metabolitos primarios 

(proteínas solubles, clorofila, carotenoides y monosacáridos) y de los 

metabolitos antioxidantes (ascorbato y glutatión), aumentaron la actividad de las 

enzimas antioxidantes como la superoxidasa dismutasa (SOD), la catalasa 

(CAT) y el ascorbato dismutasa (APX). Esto se relacionó con una disminución 

de la peroxidación de los lípidos (concentración de malondialdehído (MDA)) y la 

peroxidación de hidrógeno (contenido de H2O2) (Piotrowska-Niczyporuk & 

Bajguz, 2014).  

x La adición de citocininas (difenilurea (DPU)>Z>kinetina>BA) estimuló el 

crecimiento (número de células) de manera dependiente de la dosis, siendo que 

la concentración de 10-3 M inhibía el crecimiento y el óptimo entre 10-8 y 10-6 M 

dependiendo de la citocinina. La aplicación de citocinina influyó tanto en el 

metabolismo del carbono como en el del nitrógeno. La estimulación de la 

actividad del hidroxipiruvato dependiente de la nicotinamida adenina 

dinucleorida (NADH) que participa en el metabolismo del carbono dio lugar a un 

aumento del contenido de pigmentos fotosintéticos (clorofila y carotenoide), 

glicolato y monosacáridos. La estimulación de la actividad del glutamato 

deshidrogenasa dependiente de NADH, que desempeña un papel fundamental 

en la asimilación del nitrógeno y la biosíntesis de los aminoácidos, indujo un 



 
36 

 

aumento del contenido de ARN, proteínas solubles y polipéptidos (Piotrowska & 

Czerpak, 2009). 

x El ácido acetilsalicílico afecta  los cultivos de manera dosis-dependiente, 

aumentando el número de células, el peso seco y el contenido de metabolitos 

primarios como la clorofila, los carotenoides, los monosacáridos, la proteína 

soluble, el ADN y el ARN (Czerpak et al., 2002). 

Estos resultados muestran que las diversas fitohormonas desempeñan un papel 

integral en la regulación del crecimiento a corto plazo, así como en la influencia de 

diversos procesos metabólicos y en la mejora de los mecanismos asociados al 

estrés oxidativo en C. vulgaris, las fitohormonas también son eficaces reguladores 

del crecimiento de otras especies de microalgas (Wendy A Stirk & van Staden, 

2020).  

Al igual que en las plantas vasculares, los niveles de fitohormonas en las microalgas 

están regulados por una interacción hormonal con ejemplos de relaciones 

sinérgicas y antagónicas entre los tratamientos con fitohormonas. Los efectos de 

las fitohormonas exógenas pueden ser controlados por mecanismos de 

homeostasis que implican la biosíntesis, la conjugación y la degradación (Lu et al., 

2014), así como mecanismos de retroalimentación positiva y negativa en los que los 

genes de biosíntesis y desactivación pueden ser regulados en respuesta a la 

fitohormona exógena (Yamaguchi, 2008). 

Se han empleado combinaciones de fitohormonas para conocer su influencia en los 

cultivos de las microalgas, tal es el caso de las citocininas y los brasinoesteroides 

exógenos que estimularon el crecimiento y el contenido de metabolitos (proteínas 

solubles, clorofilas y monosacáridos) en C. vulgaris de forma dosis-dependiente, 

siendo tZ y BL las formas más activas (tZ>kinetina>DPU y BL>24- 

epiBL>homoBL>CS>24-epiCS>homoCS). La co-aplicación de citocininas y 

brasinoesteroides tuvo un efecto sinérgico, siendo la combinación más efectiva 

BL+tZ. Las citocininas exógenas también aumentaron la acumulación de 

brasinoesteroides endógenos, incluyendo BL y CS e intermedios tanto de las vías 

C6 tempranas (6-deoxoTE, 6-deoxo-3-dehydroTE, 6-deoxoCS) como de las vías C6 

tardías (TE, TY) (Bajguz & Piotrowska-Niczyporuk, 2014). La aplicación exógena de 
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AIA estimuló los niveles de brasinoesteroides endógenos en C. vulgaris (Bajguz & 

Piotrowska-Niczyporuk, 2013) y los brasinoesteroides exógenos mejoraron el 

contenido de AIA, ABA y las citocininas en C. vulgaris (Bajguz, 2009, 2011; Bajguz 

& Piotrowska-Niczyporuk, 2014). En Acutodesmus obliquus, las auxinas 

(AIA<IBA<PAA) y las citocininas (tZ>Kin>DPU) mejoraron la acumulación de 

biomasa. Las citocininas aumentaron el número de células y las auxinas el tamaño. 

Las proteínas y los ácidos grasos aumentaron con ambos tratamientos y el 

contenido de monosacáridos disminuyó. El contenido de clorofila, caroteno y 

xantofila aumentó con las citocininas siendo más eficaces que las auxinas 

(Piotrowska-Niczyporuk et al., 2018). 

Se observaron efectos sinérgicos en C. sorokiniana, en el cual todos los 

tratamientos con fitohormonas aumentaron la acumulación de biomasa y el 

contenido de clorofila, siendo las auxinas (ANA e IBA) las más eficaces, seguidas 

de las citocininas y el GA3 el menos eficiente. La aplicación conjunta de diferentes 

auxinas no mostró diferencias en la respuesta en comparación con las aplicaciones 

individuales de auxinas. La aplicación conjunta de dos fitohormonas (ANA+GA3; 

ANA+tZ) aumentó el crecimiento y el contenido de clorofila, siendo el mayor efecto 

aditivo una combinación de auxina, citocinina y giberelina (ANA+GA3+tZ). El 

contenido de proteínas y lípidos no se vio afectado por ninguno de los tratamientos 

con fitohormonas (Hunt et al., 2010). Del mismo modo, la aplicación de diversas 

combinaciones de Z, GA3 y AIA, genero estrés en A. obliquus lo que provocó un  

aumentó en la acumulación de biomasa, el contenido en lípidos, proteínas y 

carbohidratos,  mejorando la actividad fotosintética, siendo la zeatinina la más 

influente y el AIA el menos influyente (Renuka et al., 2018). 

Los efectos antagónicos de los tratamientos con fitohormonas combinadas también 

se producen en las microalgas. Las citocininas y el ABA tuvieron una respuesta 

antagónica en N. oceanica deficiente en nitrógeno (N). Las citocininas exógenas 

(BA) estimularon la progresión del ciclo celular mientras que el ABA exógeno 

reprimió el crecimiento y aumentó la regulación de las respuestas al estrés (mejora  

la eficiencia fotosintética) en condiciones de deficiencia de N y de manera similar 

cuando se expone a una alta intensidad de luz. El perfil temporal de la actividad 
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transcripcional y el contenido de metabolitos mostró que la biosíntesis de la 

citocinina se reprimía en condiciones de deficiencia de N y la biosíntesis de ABA se 

incrementaba. Siendo que las citocininas funcionan como antagonistas del ABA 

tanto a nivel transcripcional como metabólico, de manera similar a las plantas 

vasculares y desempeñan un papel clave en las respuestas al estrés (Lu et al., 

2014).  

Estos ejemplos muestran que las fitohormonas exógenas tienen el potencial de 

aumentar la productividad de las microalgas. Provocan múltiples respuestas 

fisiológicas, influyendo en el crecimiento y en el contenido de metabolitos primarios 

y alterando diversas vías metabólicas. Cada tipo de fitohormona induce una 

cascada de señalización que provoca una serie de respuestas específicas que 

dependerá de la especie de microalga, la concentración de la fitohormona utilizada 

y a las condiciones de cultivo. Además, el cruce hormonal (hormonal crosstalk) 

modifica aún más las respuestas al interaccionar con las fitohormonas endógenas. 

Las condiciones de los cultivos se encuentran en un estado de cambio constante, 

por ejemplo, el agotamiento gradual de los nutrientes, los cambios en el pH y el 

aumento del agotamiento de la luz a medida que los cultivos aumentan en la 

densidad celular. La aplicación de fitohormonas relacionadas con el estrés puede 

permitir que las células de las microalgas se adapten a estas condiciones 

cambiantes de los cultivos y, por lo tanto, mantengan una mayor tasa de división y 

expansión celular en una gama más amplia de condiciones de cultivo no óptimas y 

durante períodos de tiempo más largos, lo que da lugar a una mayor acumulación 

de biomasa (Wendy A Stirk & van Staden, 2020).  

Un componente integral del cultivo en gran escala es la producción de suficiente 

inóculo de microalgas para iniciar los cultivos en masa. Esta ampliación suele 

hacerse mediante cultivos semicontinuos o mediante incrementos graduales, por 

ejemplo, de 10 mL a 100 mL a 1 L, etc., hasta que se produzca suficiente inóculo. 

Esto lleva mucho tiempo y conlleva un mayor riesgo de contaminación (Borowitzka 

& Vonshak, 2017). El tratamiento con fitohormonas podría potencialmente aumentar 

las tasas de crecimiento en cada etapa, disminuyendo así el tiempo y los riesgos 

que se toman para producir el inóculo (Wendy A Stirk & van Staden, 2020). 
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2.5. Biorrefinería microalgal 

El objetivo de una biorrefinería sostenible de microalgas se puede lograr mediante 

la extracción de bioproductos. Durante el crecimiento de las microalgas, junto con 

las macromoléculas, algunos otros metabolitos también se producen en cantidad 

traza, llamados bioproductos o co-productos. Entre los co-productos generados se 

pueden mencionar a los polisacáridos, quitina, fucoidan, agar, carragenano, 

aOJinato, teUSenoideV, tocofeUoOeV, fOoUotanino, β-carotenoides, ficobiliproteínas y 

ácidos grasos poliinsaturados. Estos co-productos se consideran materias primas 

valiosas para las industrias bioenergética, médica, farmacéutica, cosmética y 

bioquímica. Con lo anterior, la biorrefinería a base de algas (Fig. 8) es la integración 

de la producción de biomasa en conjunto con la producción de diferentes moléculas 

de importancia industrial para equilibrar la sostenibilidad de las industrias 

microalgales. El procesamiento de la biomasa depende en gran medida del uso final 

y la calidad del producto a obtener, puede incluir varias etapas de recolección, 

secado, disrupción celular, extracción, fraccionamiento y pasos de purificación 

(Aslam et al., 2020; Koutra et al., 2020; Ummalyma et al., 2020). 

 

 

Fig. 8 Biorrefinería a base de microalgas 
Adaptado de Ummalyma et al., 2020 
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3. JUSTIFICACIÓN  
 

Los bioproductos derivados de las microalgas S. acutus UTEX-72 y C. vulgaris OW-

01 tales como lípidos, proteínas, aminoácidos, carbohidratos, azucares, ácidos 

nucleicos, vitaminas, clorofilas y carotenoides pueden ser utilizados en la industria 

farmacéutica, cosmética, en la producción de biocombustibles, nutraceúticos, 

suplementos alimenticios, entre otros. A la fecha, existe escasa información sobre 

el uso de reguladores de crecimiento en los cultivos de microalgas y su atribución 

en la acumulación de bioproductos de alto valor agregado.  

Por lo tanto, en este trabajo se plantea inducir la mayor acumulación de lípidos 

totales y neutros (triacilglicéridos), proteína total soluble, clorofila y carotenoides en 

las microalgas S. acutus y C. vulgaris utilizando los reguladores de crecimiento: 

ácido indolacético, ácido naftalenacético, bencilaminopurina, kinetina y ácido 

acetilsalicílico.  

Los resultados de esta investigación permitirán la obtención de bioproductos para 

establecer condiciones óptimas de crecimiento para las microalgas empleadas y 

obtener un proceso económicamente viable mediante el uso de reguladores de 

crecimiento. 

 

4. HIPÓTESIS  
 

Los reguladores de crecimiento inducen en las microalgas diversos efectos que 

repercuten en la biosíntesis y cantidad de metabolitos (bioproductos) que pueden 

ser de interés comercial en diversos tipos de industrias. 
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5. OBJETIVO GENERAL 
 

Evaluar la obtención de bioproductos en las microalgas Scenedesmus acutus 

UTEX-72 y Chlorella vulgaris OW-O1 por efecto del uso de reguladores de 

crecimiento.  

 

5.1. OBJETIVOS PARTICULARES  
 

a) Mantenimiento y propagación de S. acutus y C. vulgaris en ausencia y 

presencia de reguladores de crecimiento en medio basal Bold líquido. 

b) Obtener las cinéticas de crecimiento de los cultivos de S. acutus y C. vulgaris 

en ausencia y presencia de reguladores de crecimiento. 

c) Cuantificar la acumulación de lípidos totales y triacilglicéridos. 

d) Determinar el contenido de proteínas totales. 

e) Evaluar el contenido de clorofila y carotenoides totales. 
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6. MATERIAL Y MÉTODOS  

6.1. Microorganismos, medio de cultivo y sistema de aireación  

Las microalgas Scenedesmus acutus UTEX 72 y Chlorella vulgaris OW-O1 fueron 

donadas por el Dr. Roberto Rico Martínez, profesor-investigador titular C en el 

Departamento de Química de la Universidad Autónoma de Aguascalientes.  

El medio de cultivo empleado en las dos especies de microalgas fue el medio Basal 

Bold (NaNO3 2.94 mM, MgSO4·7H2O 0.3 mM, NaCl 0.43 mM, K2HPO4 0.43 mM, 

KH2PO4 1.29 mM, CaCl2·2H2O 0.17 mM, ZnSO4·7H2O 0.307 µM, MnCl2·4H2O 7.28 

µM, MoO3 4.93 µM, CuSO4·5H2O 6.29 µM, Co(NO3)2·6H2O 1.68 µM, H3BO3 18.50 

mM, EDTA 17.10 mM, KOH 55.30 mM, FeSO4·7H2O 0.179 mM, H2SO4 (conc.) 1 

mL) (CCAP (Culture Collection of Algae and Protozoa)). 

El suministro de carbono, en forma de CO2, se realizó mediante un sistema de 

aireación (difusión de aire) el cual fue diseñado a base de mangueras de PVC 

flexible transparente de 2 mm de radio conectadas a una bomba de aire de 2.2 

L/min; el flujo de aire en los experimentos fue controlado mediante válvulas 

reguladoras de flujo de ¼ de pulgada. 

 

6.1.1. Propagación de S. acutus y C. vulgaris 

Para la propagación de las cepas se prepararon pre-inóculos en 200 mL de medio 

basal bold de cada una de las microalgas en matraces Erlenmeyer de 250 mL, los 

cuales fueron inoculados a partir de una asada de biomasa proveniente de cultivo 

sólido. Los pre-inóculos se mantuvieron a una temperatura de 25 °C con agitación 

continua y fotoperiodos de 16 h luz/8 h de oscuridad hasta que se obtuvo una 

densidad óptica (DO) de 0.2, esta lectura se realizó mediante el espectrómetro 

GloMax®-Multi Microplate Reader (Promega Corporation, Madison, WI, USA) a una 

longitud de onda de 750 nm. Una vez alcanzada la OD750nm=0.2, para la realización 

de los experimentos fueron necesarios 6.4 litros de cada microalga para los cuales 

fueron utilizados matraces Erlenmeyer de 1 Litro; 7 matraces para cada microalga 

fueron inoculados con la biomasa de los pre-inóculos y se mantuvieron a 

temperatura de 25°C con agitación continua y fotoperiodos de 16 h luz/8 h de 

oscuridad hasta que se obtuvo OD750nm=0.2. 
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Posteriormente, fueron colocados 200 mL del cultivo de cada microalga en matraces 

de 250 mL en ausencia y presencia de distintas concentraciones de los reguladores 

de crecimiento de acuerdo con lo establecido en la Tabla 3, fueron utilizadas tres 

diferentes concentraciones de los siguientes reguladores de crecimiento:  

2 auxinas: Ácido Indolacético (AIA), Ácido Naftalenacético (ANA), 2 citoquininas: 

Bencilaminopurina (BAP), Kinetina (KIN) y el Ácido Acetilsalicílico (AAS), los cuales 

fueron preparados a partir de soluciones patrón de 1 mg/mL.  

Tabla 3 Concentraciones de los reguladores de crecimiento utilizados en los 
cultivos de Chlorella vulgaris y Scenedesmus acutus 

Regulador de 
Crecimiento 

Concentraciones  
[mg L-1] 

Concentraciones 
[µM] 

AIA 1 5 10 5.71 28.54 57.08 
ANA 1 5 10 5.37 26.85 53.70 
BAP 0.01 0.5 1 0.04 2.22 4.44 
KIN 0.1 0.5 1 0.46 2.32 4.65 
AAS 0.1 0.5 1 0.56 2.78 5.55 

 

Ácido Acetilsalicílico (AAS), Ácido Naftalenacético (ANA), Bencilaminopurina (BAP), Ácido 
Indolacético (AIA), Kinetina (KIN). 

 

Las concentraciones que se utilizaron en el tratamiento de los cultivos se describen 

en la Tabla 3, estas concentraciones fueron seleccionadas en base a los resultados 

reportados por Lin et al. (2018). Los cultivos sin regulador de crecimiento fueron 

utilizados como controles.  

Los tratamientos de los reguladores de crecimiento en las 2 microalgas se llevaron 

a cabo de acuerdo con un diseño completamente al azar para eliminar el efecto de 

las variaciones en la ejecución de los experimentos.  

Los cultivos se mantuvieron a temperatura de 25°C con fotoperiodo 16h luz/8h 

obscuridad y aireación constante para suministrar CO2 como fuente de carbono y 

mantener homogéneo el sistema. Cada 24 horas se tomaron 3 muestras de 1 mL 

hasta que los cultivos llegaron a la fase estacionaria; las muestras obtenidas se 

utilizaron para el registro de la densidad óptica, conteo celular, análisis de lípidos 

neutros, cuantificación de proteínas, clorofila a y b y carotenoides, posteriormente 

la biomasa se recuperó mediante centrifugación a 4500 rpm por 20 min, los 
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sobrenadantes se descartaron y la biomasa se secó a 70 °C en una estufa de 

secado. Una vez registrado el peso seco, se almacenó para la cuantificación de 

lípidos totales.  

 

6.1.2. Conteo celular en cámara de Neubauer 

Para el conteo celular se utilizó la cámara de Neubauer o hematocitómetro que 

posee una subdivisión de nueve cuadrantes para el conteo de células. 

La concentración celular se calculó mediante la siguiente ecuación: 

C = ൤  
N

4 x 10-6 
൨ • dil 

En donde: 

C = células/mL, N = promedio de células presentes en los 5 cuadros, 4x10-6= 

corresponde al volumen de la muestra expresado en cm3 (mL) sobre el área de los 

cuadros pequeños la cual equivale a 0.004 mm3 ������ ȝ/� ���� [ ��� [ ����, dil = 

factor de dilución (Arredondo-Vega & Voltolina 2007). 

 

6.2. Identificación cuantitativa de lípidos totales y triacilglicéridos 

6.2.1. Cuantificación de Lípidos Totales 

Para la cuantificación total de lípidos se utilizaron las muestras de biomasa seca y 

se registró su peso, posterior a esto, se añadió 10 mL de metanol absoluto y se 

incubo por 1 hora a 70°C, después se centrifugaron a 4600 rpm durante 10 minutos 

para remover el sobrenadante que contiene la clorofila, este proceso se repitió hasta 

que la presencia de clorofila fue nula. Al residuo obtenido de biomasa libre de 

clorofila se añadieron 5 mL de agua destilada y se homogenizó por vortex, se llevó 

acabo la sonicación de las muestras a una amplitud de 60% por 5 segundos y se 

dejó reposar 5 segundos en hielo, repitiendo esto 4 veces. Posteriormente se 

agregaron 10 mL de cloroformo-metanol (2:1; v:v) y se dejó reposar por 24 horas, 

posterior a esto, se centrifugó a 4500 rpm durante 20 minutos, se descartó el 

sobrenadante y fueron añadidos 5 mL de NaCl 0.9% (w/w) para crear un sistema 

bifásico, del cual se recuperó la fase inferior después de ser centrifugado a 4500 

rpm durante 20 minutos ya que esta fase contenía los lípidos totales. Por último, se 
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dejó en incubación a 70°C hasta la evaporación de los restos de solventes para 

llevar acabó el registro mediante gravimetría de los pesos obtenidos para cada 

experimento. 

 

6.2.2. Cuantificación de Triacilglicéridos 

Para el análisis del contenido de triacilglicéridos (lípidos neutros), se emplearon las 

muestras obtenidas durante la cinética de crecimiento, siguiendo el procedimiento 

descrito por Bertozzini et al. (2011), el cual consistió en centrifugar las muestras 

durante 20 minutos a 6000 rpm a temperatura ambiente, el residuo de la biomasa 

se resuspendió en 1 mL de medio Bold para eliminar contaminación que pudiera 

estar presente durante el crecimiento celular. De cada una de las muestras se 

tomaron 200 µL, los cuales se depositaron en los pozos de una placa de fondo 

oscuro y se realizó una primera lectura de fluorescencia utilizando el filtro óptico 

Verde (525nm de Excitación y 580–640nm de Emisión) del módulo de fluorescencia 

del equipo GloMax®-Multi Microplate Reader (Promega Corporation, Madison, WI, 

USA). Después de registrar la lectura, se añadieron 5 µL de rojo Nilo (2.5 µg/mL en 

isopropanol) y se dejó reposar por 5 minutos antes de realizar una nueva lectura. 

Posteriormente se restó el valor de fluorescencia obtenida después de añadir la 

solución de rojo Nilo al valor obtenido de fluorescencia que emitían las muestras de 

cultivo por sí mismas, de esta manera se obtuvo la fluorescencia de los lípidos 

neutros presentes en las muestras. El rojo Nilo es un colorante fluorescente 

ampliamente utilizado para la cuantificación de lípidos neutros en microalgas, en 

este trabajo se utilizó el colorante rojo Nilo de la marca Sigma-Aldrich con número 

de catálogo 72485, el cual fue disuelto en isopropanol y preparado a una 

concentración de 0.5 mg/mL, del cual posteriormente se realizó una dilución de 2.5 

µg/mL que fue utilizada para la determinación de los lípidos neutros en las muestras.  

Halim & Webley (2015)., han propuesto que el mecanismo de acción del rojo Nilo 

se realiza en 5 etapas: Etapa 1 (disolución del colorante rojo del Nilo en el disolvente 

portador). Debido a que el colorante rojo del Nilo es de naturaleza hidrófoba, es 

necesario disolverlo en un solvente portador polar para facilitar la permeación 
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celular. Etapa 2 (difusión del complejo colorante-solvente en la célula). El disolvente 

portador interactuará con los componentes polares tanto de la pared celular como 

de la membrana celular. Esta interacción permitirá que el complejo colorante-

solvente se difunda a través de la estructura de la pared/membrana celular y penetre 

en la célula. Etapa 3 (transferencia del colorante rojo del Nilo al cuerpo lipídico). El 

complejo colorante-solvente se difundirá en la célula para encontrar el cuerpo 

lipídico. Etapa 4 (interacción del colorante rojo del Nilo con el cuerpo lipídico). El 

colorante se unirá al glóbulo lipídico para formar un complejo teñido-lipídico. Como 

resultado de esta interacción, el complejo es capaz de absorber fotones azul-verde 

(490-530 nm), alcanzar un estado excitado, y emitir fotones de menor nivel de 

energía entre 560 y 635 nm (amarillo y rojo). Cuanto más fuerte es la interacción 

entre el colorante y el lípido, más intensa es la fluorescencia resultante. La fuerza 

de la interacción colorante/lípido es una función directa de la cantidad de lípido, la 

relación entre el colorante rojo nilo y el lípido (o la concentración de tinte rojo del 

Nilo), y el tiempo de postinción. Etapa 5 (difusión del disolvente portador fuera de la 

célula). El disolvente portador residual difunde de la célula al medio circundante 

(Halim & Webley, 2015). 

Posteriormente y haciendo uso de una curva estándar de trioleina se interpoló el 

resultado de fluorescencia obtenido para conocer la concentración de lípidos 

neutros en los distintos puntos de la cinética de crecimiento, este proceso se realizó 

por duplicado biológico y triplicado técnico (Bertozzini et al., 2011). 

Para la elaboración de la curva estándar de trioleina en medio Bold, en todos los 

puntos de la curva se añadieron 180 µL de medio Bold y dado que la concentración 

final de trioleina es diferente en cada punto de la curva, los volúmenes de estándar 

de trioleina cambiarán en cada punto, todos los ensayos se realizaron por triplicado.  

La trioleina es un triacilglicérido (TAG) utilizado como patrón lipídico. Se utilizó 

trioleina (1,2,3-Tri (cis-9-octadecenoil) glicerol) de la marca Sigma-Aldrich con 

número de catálogo T7140, el cual fue disuelto en isopropanol y preparado a una 

concentración de 10 mg/mL. 
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Tabla 4 Curva patrón de trioleina 

Concentración 
[mg/L] 

Medio Bold 
[µL] 

Isopropanol 
[µL] 

Trioleina 
[µL] 

0 180 20 0 

3 180 19.4 0.6 

5 180 19 1 

8 180 18.4 1.6 

10 180 18 2 

20 180 16 4 
 

 

6.3. Cuantificación de proteínas 

De la biomasa húmeda obtenida en la sección 6.1.1 se realizó la eliminación de la 

clorofila utilizando las siguientes soluciones: acetona, acetona-metanol (3:1; v/v), 

acetona-metanol (1:1; v/v), acetona-metanol (1:3; v/v) y metanol, se añadieron 1 mL 

de cada solución por separado, posteriormente se resuspendió por vortex y se 

centrifugo a 1000 rpm, el sobrenadante fue descartado y se añadió la solución 

siguiente de acuerdo al orden anteriormente descrito, cada lavado con las 

soluciones se realizó 3 veces; por último, se dejó secar la biomasa hasta la 

evaporación total de metanol (la biomasa adquirió una coloración amarilla o blanca). 

Para la extracción de la fracción total soluble de proteínas, la biomasa clarificada  

obtenida se resuspendió en 200 PL de Buffer de extracción de proteínas (Tris-HCl 

50 mM pH=8, NaCl 40 mM, 0.1% Tween), se sónico a una amplitud de 30% por 5 

segundos y se dejó reposar por 5 segundos en hielo, este procedimiento se repitió 

cinco veces y se centrifugó a 12,000 rpm por 2 min, posteriormente, la fracción 

soluble (sobrenadante) obtenida de cada muestra se utilizó para cuantificar las 

proteínas por el método de Bradford. En una microplaca se añadieron 5 µL de cada 

muestra y se completó con agua a un volumen de 50 µL y se añadieron 50 µL del 

reactivo de Bradford, se protegió la placa con papel aluminio y se dejó reposar a 

temperatura ambiente por 3 minutos, y fue registrada la absorbancia a 600 nm. Las 

lecturas obtenidas fueron interpoladas en una curva estándar de BSA (albúmina de 

suero bovino) (Bradford, 1976). 
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La curva patrón de BSA fue elaborada conforme al protocolo indicado por Bio-Rad, 

el cual consistió en realizar diluciones del stock de BSA de 1 mg/mL como se indica 

en la Tabla 5. En una microplaca, se utilizaron 8 pozos en los cuales fueron añadidos 

100 µL del reactivo de Bradford y 100 µL de cada una de las diluciones, se 

mezclaron y se protegió de la luz esperando 3 minutos para posteriormente registrar 

la absorbancia a 600 nm; a partir de las lecturas obtenidas se generó la curva 

estándar de BSA. Esto se realizó por triplicado. 

Tabla 5 Curva patrón de albúmina de suero bovino 

Tubo 

[#] 

[Proteína] 

[µg/mL] 

BSA 

[µL] 

H2O 

[µL] 

1 25 12.5 487.5 

2 20 20 980 

3 15 7.5 492.5 

4 10 
500 µL 

Tubo 2 

500 

5 5 
500 µL 

Tubo 4 

6 2.5 
500 µL 

Tubo 5 

7 1.25 
500 µL 

Tubo 6 

8 0 - 
 

 

6.4. Cuantificación de clorofila a, b y carotenoides 

Para la cuantificación de los pigmentos, se utilizaron las muestras obtenidas durante 

la cinética de crecimiento de la sección 6.1.1, estas fueron centrifugadas por 5 

minutos a 10000 rpm, se retiró el sobrenadante y se añadió 1 mL de agua 

desionizada, la biomasa fue resuspendida y se volvió a realizar la centrifugación y 

la separación del sobrenadante, a la biomasa se añadió 1.5 mL de metanol y se 

homogenizó, posteriormente se calentó a 60°C durante 10 minutos, las muestras se 
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refrigeraron durante 24 horas. Después del tiempo de reposo en frío, se 

centrifugaron por 5 minutos a 10000 rpm, el sobrenadante se recuperó y se leyeron 

las absorbancias de clorofila total (a +b) y carotenoides totales en el 

espectrofotómetro de acuerdo con las siguientes ecuaciones:  

Ecuaciones para determinar la concentración de clorofila a (Ca), clorofila b (Cb), clorofila 

total (Ca+b) y carotenoides totales (Cx+c) 

Ca=16.72 A665.2-9.16 A652.4 

Cb=34.09 A652.4-15.28 A665.2 

Ca+b=1.44 A665.2+24.93 A652.4 

Cx+c=(1000A470 -1.63Ca -104.96 Cb)/221 

Las concentraciones de pigmento obtenidas al insertar los valores de absorbancia medidos son 
microgramos por mililitro de solución de extracto vegetal (Lichtenthaler, 1987). 

 

6.5. Análisis estadístico  

Se realizó un análisis de varianza (ANOVA p<0.05) utilizando la prueba de Dunnett 

para detectar diferencias estadísticamente significativas entre el crecimiento y 

acumulación celular, el contenido de lípidos (totales y neutros), proteína total 

soluble, pigmentos (clorofila total y carotenoides) en las microalgas S. acutus UTEX-

72 y C. vulgaris OW-01 con las diferentes concentraciones de reguladores de 

crecimiento respecto al control. 
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8. DISCUSIÓN 

De-Bashan et al. (2008) han reportado que Chlorella y Scenedesmus son 

microalgas de agua dulce comúnmente utilizadas para una variedad de aplicaciones 

industriales, incluso en plantas de aguas residuales. Estos organismos son 

altamente eficientes para reducir los materiales orgánicos, como la demanda 

química de oxígeno. Las condiciones de cultivo para el crecimiento y desarrollo de 

las microalgas son determinantes para la obtención final de biomasa para su empleo 

en la  producción de biodiesel y productos de alto valor que incluyen carotenoides, 

proteínas y ácidos grasos poliinsaturados (De-Bashan et al., 2008; Lin et al., 2018; 

J. Liu et al., 2016). 

Salama et al. (2014), indican que las diferencias en los niveles de síntesis de 

bioproductos de interés que se pueden obtener a partir de los cultivos de microalgas 

en presencia de reguladores de crecimiento pueden ser atribuidos a las diferentes 

condiciones de cultivo (tales como la concentración de fitohormonas, tamaño del 

inóculo, ciclo de luz, volumen de trabajo, punto final experimental, medio para el 

cultivo y cinética de crecimiento, entre otros) empleados en la estrategia 

experimental de los estudios. 

 

8.1. Crecimiento Celular 

Hasta el momento de la realización de esta tesis, no se encuentran reportes en la 

literatura del uso de reguladores de crecimiento de manera exógena en la microalga 

Scenedesmus acutus por lo que no se puede comparar directamente con lo 

obtenido en esta investigación. Sin embargo, existen registros del uso de la 

microalga Scenedesmus obliquus. Salama et al. (2014), evaluaron a la microalga S. 

obliquus cultivada en medio Bold y en presencia de AIA en concentraciones de 10-

5 M, 10-6 M, 10-7 M y 10-8 M. A la concentración de 10-5 M se obtuvo el máximo 

desarrollo con 17.7106ݔ ௖௘௟௟௦
௠௅

, mejorando el crecimiento por 1.9 veces en 

comparación con el control ቀ9.5106ݔ ௖௘௟௟௦
௠௅

ቁ (Salama et al., 2014).  
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Sin embargo, en nuestros experimentos para S. acutus en presencia de AIA, a pesar 

de que se utiliza el mismo medio de cultivo que el empleado para S. obliquus en el 

estudio realizado por Salama et al. (2014), se obtuvo un aumento mínimo en la 

proliferación celular al finalizar la cinética de crecimiento, siendo que no fue 

estadísticamente significativo respecto al control, las concentraciones evaluadas 

fueron de 5.71x10-6 M, 2.854x10-5 M y 5.708x10-5 M obteniendo como proliferación 

celular al finalizar la cinética de crecimiento 1.25x107 ± 3.16x106 ୡୣ୪୪ୱ
୫୐

, 1.25x107 ±

2.11x106 ୡୣ୪୪ୱ
୫୐

  y 1.09x107 ± 8.95x105 ୡୣ୪୪ୱ
୫୐

 respectivamente, también se observó que 

una de las diferencias fue el tiempo en el que se desarrollaron los cultivos siendo 

que Salama et al. (2014) terminaron sus cinéticas de crecimiento después de 6 días, 

mientras que en este trabajo el rango de duración de las cinéticas de crecimiento 

fue de 34 a 53 días, con lo cual se tiene otro factor que afecta el comportamiento de 

las microalgas, aunado a que no se tratan de la misma especie de Scenedesmus. 

Por otra parte, existe un mayor número de reportes en la literatura evaluando a C. 

vulgaris en presencia de reguladores de crecimiento en comparación con S. acutus, 

debido a que C. vulgaris ha sido empleada como el sistema experimental ideal para 

dilucidar los mecanismos fisiológicos y bioquímicos de las respuestas de las 

fitohormonas a nivel celular, ya que tiene un ciclo de crecimiento corto con altas 

tasas metabólicas y, por lo tanto, responde rápidamente a los tratamientos. 

Piotrowska-Niczyporuk & Bajguz (2014), evaluaron el crecimiento de la microalga 

Chlorella vulgaris Beijerinck (SAG211-12) en el medio Knop modificado y 

adicionaron diferentes concentraciones de AIA, PAA (Ácido Fenilacético, por sus 

siglas en inglés), IBA (Ácido Indolbutírico) y ANA, en sus resultados observaron una 

respuesta a la aplicación de estos reguladores de manera dependiente de la dosis. 

Sin embargo, el crecimiento de las microalgas se suprimió en presencia de todas 

las auxinas a una concentración de 100 µM. El efecto estimulante de las 

fitohormonas en el crecimiento de algas se observó en el siguiente orden: 0.1 µM 

AIA > 0.1 µM IBA > 1 µM PAA > 1 µM ANA. 
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Al comparar nuestros resultados en el desarrollo de C. vulgaris con los obtenidos 

por Piotrowska-Niczyporuk & Bajguz (2014), se observa que la principal diferencia 

que se encuentra entre ambos es el medio de cultivo en el cual se desarrollaron las 

microalgas, siendo que los medios Knop modificado (Ca(NO3)2 4.24 mM, KNO3 2.5 

mM, KH2PO4 1.84 mM, MgSO4·7H2O 1 mM, FeSO4·7H2O 0.045 mM, NaFeEDTA 

10 mM, H3BO3 6.25 µM, MnCl2 0.5 µM, ZnSO4 0.5 µM, CuSO4 0.025 µM, Na2MoO4 

0.125 µM, CoCl2 0.025 µM, Kl 1.25 µM (Drzewiecka et al., 2014)) y el medio Basal 

Bold (NaNO3 2.94 mM, MgSO4·7H2O 0.3 mM, NaCl 0.43 mM, K2HPO4 0.43 mM, 

KH2PO4 1.29 mM, CaCl2·2H2O 0.17 mM, ZnSO4·7H2O 1.50 µM, MnCl2·4H2O 0.36 

µM, MoO3 0.26 µM, CuSO4·5H2O 0.31 µM, Co(NO3)2·6H2O 0.084 µM, H3BO3 0.1846 

M, EDTA 8.5 µM, KOH 0.5525 M, FeSO4·7H2O 0.9 µM, H2SO4 (conc.) 1 mL (CCAP 

(Culture Collection of Algae and Protozoa), n.d.)), presentan algunos elementos 

similares en su composición para el desarrollo de las microalgas, pero difieren en la 

concentración de los elementos, lo cual provoca que la biodisponibilidad sea 

diferente en los dos medios de cultivos comparados, también se observa que 

difieren en algunos otros elementos como lo son el yoduro de potasio en el medio 

Knop modificado el cual induce un incremento en la acumulación de biomasa y 

sustancias poliméricas extracelulares (Zheng et al., 2005) lo cual influye en la 

obtención de los resultados, al comprar las concentraciones de auxinas empleadas 

por Piotrowska-Niczyporuk & Bajguz (2014) y en este trabajo se observa que la 

inhibición en el crecimiento causada al aplicar 1 y 10 mg/L de AIA siendo 5.71 µM y 

57.08 µM respectivamente puede deberse a que se están empleando 

concentraciones muy altas en comparación con la concentración optima de 0.1 µM 

AIA, sin embargo también se debe de considerar que el medio de cultivo influye en 

el crecimiento de la microalga debido a todos los nutrientes que se encuentran 

disponibles en cada uno de los medios empleados y en el caso de 0.1 mg/L de ANA 

siendo 5.37 µM inhibe el crecimiento de C. vulgaris, ya que es 5 veces mayor a la 

concentración en la que estimula a C. vulgaris Beijerinck en presencia de 1 µM ANA, 

observando que la cepa de C. vulgaris no es la misma que la empleada en este 

trabajo, las concentraciones que se emplearon fueron basadas en los resultados 

obtenidos por Lin et al. (2018). 
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Piotrowska & Czerpak (2009), evaluaron la microalga Chlorella vulgaris en medio 

mineral de cultivo modificado de Knop con la adicion de citocininas, las cuales 

fueron; bencilaminopurina (BAP), kinetina (KIN), trans-zeatina (Z) y 1,3-Difenilurea 

(DPU), observando que el crecimiento celular se estimuló de manera dependiente 

de la dosis. La concentración de 10-3 M inhibía el crecimiento y el crecimiento óptimo 

se obtenía entre 10-8 y 10-6 M dependiendo de la citocinina. Para la determinación 

de las concentraciones óptimas de BAP, KIN, Z y DPU para el crecimiento de 

Chlorella vulgaris, se aplicaron citoquininas disueltas en 0.1 M de NaOH a 8 

concentraciones de 10-3M a 10-10 M (día 0). La densidad inicial de la suspensión de 

algas (día 0) fue de 20x105 células por mililitro. Estos experimentos preliminares 

mostraron que DPU a 10-6 M, KIN y BAP a 10-7 M y Z a 10-8 M eran los más efectivos 

en la inducción del crecimiento del cultivo. Debido a que el número de células por 

mililitro alcanzaba el máximo. Por lo tanto, 10-8 M de Z, 10-7 M de BAP y KIN, así 

como 10-6 M de DPU se utilizaron en los siguientes experimentos. Los datos 

indicaron que las citocininas a 10-10 M no tuvieron casi ningún efecto en el 

crecimiento de las algas al mostrar el mismo comportamiento que el control. 

Los resultados obtenidos en el presente trabajo indican que al emplear 0.04 µM de 

BAP no genera diferencia significativa respecto al cultivo control, mientras que las 

concentraciones de 2.22 y 4.44 µM de BAP en los cultivos de C. vulgaris inhiben la 

proliferación celular siendo estas concentraciones 22.2 y 44.4 veces mayores a la 

utilizada por Piotrowska & Czerpak (2009) para obtener un crecimiento óptimo. En 

el caso de KIN al emplear las concentraciones de 0.46 µM, 2.32 µM y 4.65 µM 

inhiben el crecimiento en un rango del 20% al 51% en comparación con el cultivo 

control, al realizar la comparación con la concentración óptima de crecimiento 

descrita por Piotrowska & Czerpak (2009) se observa que las concentraciones 

empleadas de KIN en este trabajo fueron 4.6, 23.2 y 26.5 veces mayores 

respectivamente a 10-7 M de KIN, lo que podría ser un factor clave en la inhibición 

del desarrollo de nuestros cultivos. 

Czerpak et al. (2002) evaluaron la infuencia del acido salicilico (SA) en cultivos de 

Chlorella vulgaris, utilizando concentraciones de 10-4, 10-5 y 10-6 M. De acuerdo con 
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sus resultados, el efecto estimulante del SA sobre el número de células de C. 

vulgaris se dió a la concentración de 10-4 M. Los datos indican que el rango de 

concentraciones 10-5 a 10-4 M de SA produce un aumento del número de células de 

C. vulgaris. La actividad más baja de la SA se mostró en su concentración de 10-6 

M con lo cual se concluyó que el SA afecta a los cultivos de manera dosis-

dependiente. 

Al comparar las concentraciones empleadas por Czerpak et al. (2002) y las 

empeadas en este trabajo, siendo 0.56 µM, 2.78 µM y 5.55 µM de AAS en las cuales 

se obtuvieron una proliferacion celular al final de la cinetica de 3.34x107 ±

5.11x106 ௖௘௟௟௦
௠௅

, 4.04x107 ± 9.53x106 ௖௘௟௟௦
௠௅

 y 3.32x107 ± 7.24x106 ௖௘௟௟௦
௠௅

 respectivamente, 

se observó que existe una disminución de 180, 36 y 18 veces respecto a la 

concentracion a la cual se encontro la mayor estimulacion (10-4 M) en el trabajo de 

Czerpak et al. (2002), siendo que las concentraciones empleadas en este trabajo 

no tienen diferencia significativa respecto al control (3.97x107 ± 8.30x105 ௖௘௟௟௦
௠௅

) ya 

que no se registró estimulación por parte del AAS. 

8.2. pH 

Salama et al. (2014), reportan que la actividad fotosintética de las microalgas 

consume carbono (por ejemplo, HCO3) que conduce a la acumulación de iones 

hidroxilo en la fase acuosa y el aumento del pH de la solución. En su estudio, el 

crecimiento de microalgas en todas las condiciones experimentales aumentó el pH 

de la solución durante el tiempo de cultivo y la tendencia del pH con concentraciones 

crecientes de AIA fue consistente con sus respectivas tasas de crecimiento. Al final 

de los experimentos para S. obliquus, el pH fue de 9.6 a 10-5 M de AIA en 

comparación con el control (7.5). 

En contraste con lo reportado por Salama et al. (2014), en este trabajo se observó 

que el pH en presencia de AIA en los cultivos de S. acutus disminuye al finalizar las 

cinéticas, siendo que a 1 mg/L y 5 mg/L de AIA el pH disminuyó 11.77% y 22.55% 

respectivamente, los cuales son significativamente menores al pH del cultivo control, 

mientras que al aplicar 10 mg/L de AIA el pH no presenta diferencia significativa 

respecto al control. La disminución del pH afectó en gran medida el desarrollo de 
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los cultivos al verse disminuida la proliferación celular, siendo que las tres 

concentraciones de AIA no inducen diferencias significativas respecto al control. El 

contenido de lípidos totales y la productividad lipídica se vieron inhibidas en un 

rango de 49% al 79% y 78% al 84% respectivamente al compararlos con el cultivo 

control, mientras que el contenido de lípidos neutros y el contenido de proteína total 

soluble se mantuvieron similares al registrado en el cultivo control, siendo que la 

aplicación de AIA en diferentes concentraciones inhiben entre 57% al 108% los 

pigmentos clorofila total y carotenoides, lo cual compromete el desarrollo y 

acumulación de bioproductos de la microalga. 

Yu et al. (2017) evaluaron el pH en el cultivo de Scenedesmus sp. SDEC-8 y 

Chlorella sorokiniana SDEC-18 en medio BG11 en respuesta a la hormona ANA, 

observado que en Scenedesmus sp. SDEC-8 y C. sorokiniana SDEC-18 el valor 

final del pH se mantuvo en aproximadamente 9, mientras que el pH en los cultivos 

control fue de 11, los autores consideraron dos razones para la disminución; la 

primera es que las fitohormonas promueven la acumulación de metabolitos en la 

fase de oscuridad y la capacidad de fijación de CO2. La segunda es que las 

fitohormonas mejoran la permeabilidad de la membrana de las células, lo que lleva 

a la excreción de H+ superfluos desde el interior de las células hasta el exterior. Por 

lo que, la fijación de CO2 está influenciada por el suplemento de fitohormonas, 

debido a sus efectos positivos sobre la fotosíntesis, que conduce al cambio de pH. 

Existe una bomba de H+ en la capa externa de la membrana celular de plantas y 

algas. Las fitohormonas se unen con los receptores después del reconocimiento y 

la aceptación por parte de la célula, y luego estimulan la actividad de la bomba de 

protones (H+) a través de vías de transducción de señal en la célula. La bomba de 

protones activada transfiere el H+ a la pared celular, lo que hace que la pared celular 

se desestabilice y el pH en el sustrato circundante disminuya. El carbono inorgánico 

existe en el cultivo de algas en tres formas: CO2 libre, HCO3- y CO32- , los cuales son 

controlados por el pH. Cuando el pH es entre 6 y 9, el carbono inorgánico existe 

principalmente en forma de HCO3-, que es la forma principal utilizada por las células 

de algas. Debido a lo anterior, ellos establecieron que el pH óptimo para el 

crecimiento normal de algas es de aproximadamente 9. En la misma publicación se 
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observó que el pH de las dos algas evaluadas sin reguladores de crecimiento 

alcanzó un pH de 11, lo que conduce a una auto inhibición. La excreción de protones 

inducida por auxina rompe el equilibrio entre HCO3- y CO32-, aumentando el HCO3- 

y las concentraciones de CO2 libre que son fáciles de asimilar para las microalgas. 

Por lo tanto, el suplemento con fitohormonas ajusta el pH para estabilizarlo en un 

nivel adecuado para el crecimiento de algas.  

En los resultados obtenidos en este trabajo se observó que el cultivo control de S. 

acutus presenta un pH al final de la cinética de 9.73 ± 0.10, el cual es mayor 

significativamente respecto al pH registrado en los cultivos en presencia de las 

distintas concentraciones de los reguladores de crecimiento empleados, existiendo 

la posibilidad de una inhibición en el crecimiento y acumulación de metabolitos 

debido a que el pH disminuye ejerciendo un estrés adicional al ejercido por los 

reguladores de crecimiento, los cuales desencadenan que los cultivos de 

microalgas no acumulen los metabolitos de interés ya que entra en un estado de 

supervivencia.  

Contrario a lo observado para S. acutus, en C. vulgaris se observó que el pH al 

finalizar la cinética de crecimiento del cultivo control fue de 7.23 ± 0.12, el cual es 

significativamente menor en la mayoría de los experimentos realizados empleando 

tres concentraciones de reguladores de crecimiento, lo cual afecto en gran medida 

el desarrollo de las microalgas y la acumulación de los metabolitos de interés, al 

igual que se observó en S. acutus a lo largo de las diferentes cuantificaciones, 

siendo la excepción el empleo de las auxinas AIA y ANA ya que el empleo de estos 

reguladores en cultivos de C. vulgaris aumentó de manera significativa el contenido 

de clorofila y carotenoides totales. 

Es importante mencionar que en la mayoría de los resultados descritos en este 

trabajo sobre la producción de biomoléculas de interés biotecnológico, se registra 

una alta desviación estándar lo que indica que, al trabajar con microalgas, los 

duplicados biológicos no siempre se comportan de la misma manera a pesar de que 

se trata de mantener todas las condiciones de cultivo de acuerdo a lo planeado en 

la estrategia/diseño experimental. Estos resultados pueden estar relacionados con 
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el efecto de las condiciones en las que se desarrollaron los experimentos y con 

algunas condiciones experimentales que no fueron controladas como es la 

concentración de CO2 suministrado como fuente de carbón, además de la 

regulación del pH durante la cinética de crecimiento, por lo que para futuros trabajos 

se deben tomar en cuenta los diversos factores que puedan influir como un estrés 

adicional al que se está evaluando, para realizar un diseño de experimentos más 

crítico para obtener mayor información sobre como los factores afectan al desarrollo 

de las microalgas tratando de que el sistema en el que se trabajen los experimentos 

se acerque más a un sistema cerrado. 

8.3. Lípidos 

8.3.1. Lípidos Totales 

Lin et al. (2018), evaluaron la adición de reguladores de crecimiento 6-

bencilaminopurina (BAP), acido salicílico (SA) y ácido naftalenacético (ANA) en 

cultivos de Chlorella vulgaris FACHB-9 en medio BG11 en distintas 

concentraciones. Después de 15 días de crecimiento se encontró un mayor 

contenido de lípidos en comparación con el control para las concentraciones de 0.05 

y 1 mg/L de BAP, 5 mg/L de ANA y 0.01 y 1 mg/L de SA, estos incrementos no son 

dependientes de la dosis. 

Contrariamente a lo publicado por Lin et al. (2018), en nuestros resultados no 

detectamos aumentos significativos respecto al control en ninguno de los 

reguladores empleados en la microalga C. vulgaris, siendo 3 reguladores de 

crecimiento similares a los evaluados por Lin et al. (2008), al igual que la microalga, 

pero difiriendo en la cepa evaluada (FACHB-9 y OW-01), el medio de cultivo 

empleado (BG11 y Basal Bold) y el tiempo en el que se alcanzó la fase estacionaria 

en las cinéticas de crecimiento y en donde se realizaron las cuantificaciones de los 

metabolitos de interés biotecnológico, por lo que esto influye en que obtengamos 

resultados distintos en ambos estudios, siendo que Lin et al. (2018) evaluaron el 

contenido de lípidos totales después de 15 días de cultivo y en este trabajo se 

evaluaron una vez que llegaron a fase estacionaria y antes de que comenzara la 

fase de muerte los cuales se encontraban en un rango de 16 a 39 días. 
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Lin et al. (2018), evaluaron la productividad de lípidos de la biomasa de C. vulgaris 

en respuesta a los tratamientos de regulador de crecimiento después de 15 días de 

cultivo. Se observaron aumentos en la productividad de lípidos debido a la 

aplicación de 1 mg/L de 6-bencilaminopurina (BAP) (7. 61 ± 0.63 mg L-1 d-1), y 50 

mg/L de ácido naftalenacético (ANA) (7.08 ± 0.38 mg L-1 d-1) en comparación con 

los controles (4.79 ± 0.80 mg L-1 d-1). En este trabajo, no se pudo encontrar un 

aumento significativo respecto al control en la productividad de lípidos para SA. 

Contrariamente a lo encontrado por Lin et al. (2018), en nuestros resultados no 

encontramos aumentos significativos respecto al control en ninguno de los 

reguladores empleados en los cultivos de C. vulgaris, siendo que el empleo de AIA 

inhibe la productividad lipídica en rango del 78% al 84%, ANA del 65% al 78%, BAP 

66% al 82%, KIN del 70% al 76% y AAS del 69% al 75%, todas estas inhibiciones 

fueron significativas respecto al cultivo control. 

8.3.2. Lípidos Neutros 

En nuestros resultados observamos que existe una relación entre el porcentaje de 

lípidos totales y neutros, al ser estos últimos una fracción de los lípidos totales es 

consistente que se observe un comportamiento similar para ambas microalgas, sin 

embargo es necesario mejorar algunos factores en la técnica de cuantificación de 

lípidos neutros, como lo son el solvente utilizado para generar la curva patrón y en 

cual se encuentra disuelto la trioleina, la concentración del colorante rojo nilo para 

que no se obtenga una saturación en la tinción de las microalgas y que esto pueda 

alterar la cuantificación de los lípidos neutros. 

Otro factor que se puede cambiar o complementar es el uso de otro patrón lipídico 

además de la trioleina para tener más información que nos ayude a decidir cuales 

tratamientos con reguladores de crecimiento o algún otro estrés que se induzca en 

las microalgas son los mejores para continuar con los trabajos, esto se debe de 

mejorar y estandarizar para cada tipo de microalga y medio de cultivo empleado 

para así optimizar el proceso y el resultado de la cuantificación y disminuir las 

desviaciones estándar que se obtuvieron en el presente trabajo siguiendo el 

procedimiento descrito por Bertozzini et a. (2011), obteniendo así una curva patrón 
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que nos indique la cantidad de lípidos neutros (triacilglicéridos) que se pueden 

obtener a partir de los lípidos totales ya que esto permitirá elegir los mejores 

resultados para realizar los perfiles lipídicos mediante cromatografía de gases con 

detector de ionización de llama. 

Con el empleo de la cuantificación de lípidos neutros pudiera reducirse el gasto 

económico que representa la cuantificación de lípidos mediante la cromatografía de 

gases para la obtención del perfil lipídico, ya que con un estudio preliminar (lípidos 

neutros) se descartan aquellas muestras que no serían viables analizar, obteniendo 

así mejores resultados que puedan ser útiles para fututos trabajos. 

El empleo del colorante rojo nilo y la cuantificación de triacilglicéridos mediante el 

uso de la curva patrón de trioleina no ha sido reportada hasta el momento en 

microalgas con tratamientos con reguladores de crecimiento, con este trabajo se 

establece un antecedente del uso esta técnica como una herramienta previa para 

conocer aquellas condiciones de cultivo y estrés que pueden ser útiles para la 

producción de biodiesel y otros productos de origen lipídico y su posterior análisis 

por cromatografía de gases para detectar el perfil lipídico. 

8.4. Proteína Total Soluble 

Salama et al. (2014), mencionan que los carbohidratos y las proteínas son los 

principales contribuyentes a la composición celular de las microalgas que se ven 

afectadas por diversos factores ambientales como la luz, el agotamiento del 

nitrógeno, la salinidad, el pH y la temperatura y en este caso a la presencia exógena 

de fitohormonas. En los resultados obtenidos para S. obliquus se observó que el 

contenido de proteínas decrece de 34% a 25% cuando se incrementa la 

concentración de AIA (10-8 – 10-5 M) al compararse con el control (32%). También 

observaron que el contenido de proteínas disminuye a altas concentraciones de AIA 

(10-5–10-6 M). Esto puede ser atribuido por ejemplo a diferentes efectos metabólicos 

de las fitohormonas en las microalgas (Salama et al., 2017). 

Al comparar nuestros resultados, observamos que al aplicar las concentraciones de 

1 mg/L de AIA, 5 mg/L de AIA y 10 mg/L de AIA, no se observó diferencia 

significativa respecto al control. 
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Lin et al. (2018), evaluaron el contenido de proteínas en C. vulgaris en respuesta a 

los tratamientos con los reguladores de crecimiento después de 15 días de cultivo, 

observando que los reguladores de crecimiento no afectan el contenido proteico en 

las células de C. vulgaris, a excepción de SA el cual produjo un incremento en el 

contenido de proteínas al ser añadido en una concentración de 10 mg/L (39.76 ± 

5.56 mg/g de biomasa seca) al ser comparado con el control (24.42± 3.46 mg/g de 

biomasa seca). 

En comparación con lo encontrado por Lin et al. (2008), nosotros obtuvimos una 

inhibición significativa respecto al control en la mayoría de las concentraciones 

evaluadas, siendo 1 mg/L de AIA (11%), 5 mg/L de AIA (13%), ANA inhibe en un 

rango del 8% al 11%, 0.01 mg/L de BAP (11%), 1 mg/L de KIN (7%) y el AAS inhibe 

en un rango del 10% al 11%. Mientras que las concentraciones de 10 mg/L de AIA, 

0.5 mg/L de BAP, 1 mg/L de BAP, 0.1 mg/L de KIN y 0.5 mg/L de KIN, no muestran 

diferencias significativas respecto al control. 

Czerpak et al. (2002) evaluaron el contenido de proteínas en las células de C. 

vulgaris, observando que el SA estimula en el rango de concentraciones de 10-6 - 

10-4 M, alcanzando el máximo al octavo día de cultivo. En C. vulgaris la producción 

de proteínas fue estimulada a la concentración 10-4 M, después de 12 días en 160% 

con referencia al control. El tratamiento con SA, en el rango de concentraciones 10-

6 - 10-5 M, se caracterizó por la disminución de la producción de proteína (32-72%) 

con relación al control. 

En comparación con lo obtenido por Czerpak et al. (2002) nuestros resultados 

mostraron una disminucion en la produccion de proteinas en presencia de AAS el 

cual inhibió en un rango del 10% al 11% respecto al control y las concentraciones 

empleadas en este trabajo fueron 5.6x10-7 M, 2.78x10-6 M y 5.55x10-6 M las cuales 

son más bajas que las empleadas por Czerpak et al. (2002), aunado con la 

diferencia en los medios de cultivo empleados, siendo el medio Knop modificado 

por Czerpak et al. (2002) y Basal Bold empleado en este trabajo. 
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8.5. Pigmentos 

Lin et al. (2018) reportaron que el contenido total de carotenoides en las células de 

C. vulgaris aumentó en los tratamientos de reguladores de crecimiento usados en 

su estudio, sin embargo los aumentos no fueron dependientes de la dosis. En el 

caso de lo tratamientos con 6-bencilaminopurina (BAP), se encontraron aumentos 

significativos en el contenido total de carotenoides en todas las concentraciones 

empleadas (0.01 mg/L a 5 mg/L) obteniendo un aumento significativo en el rango 

del 18.83% al 116.88% en comparación con el cultivo control(1.54 ± 0.18 mg·g-1peso 

seco). También obtuvieron aumentos significativos en el contenido total de 

carotenoides debido a los tratamientos de 15 mg/L de ANA (2.55 ± 0.40 mg·g-1peso 

seco) y 20 mg/L de ANA (2.30 ± 0.35 mg·g-1peso seco) y 20 mg/L de SA (2.00 ± 0.30 

mg·g-1peso seco), en comparacion con el control (1.54 ± 0.18 mg·g-1peso seco). 

En contraste con lo reportado por Lin et al. (2018), en nuestros cultivos al emplear 

las concentraciones de 0.01, 0.5 y 1 mg/L de BAP, no existió diferencia significativa 

respecto al control en el contenido de carotenoides. En el caso de 5 mg/L de ANA 

se observó un aumento significativo del 23% respecto al control. Para 0.1 mg/L de 

AAS el resultado mostró una inhibición significativa del 26% en el contenido de 

carotenoides totales respecto al cultivo control. 

Czerpak et al. (2002) reportarón que el SA muestra influencia estimulante sobre el 

contenido de clorofila a y b, y de carotenoides totales en las células de C. vulgaris, 

sin tener en cuenta la concentración o el tiempo de cultivo. Las células de C. vulgaris 

tratadas con SA en el rango de concentración 10-6-10 -4 M después de 12 días de 

crecimiento, mostraron la estimulación del contenido de clorofila a en un rango de 

128-150% y de clorofila b dentro del rango de 136-170% con respecto al control 

(100%). El SA, a la concentración 10-4 M, aumenta el contenido total de carotenoides 

en un 133-157%, en comparación con el control entre 4 y 8 días de cultivo. 

Contrario a lo reportado por Czerpak et al. (2002), en este trabajo no se observó un 

aumento significativo respecto al control en presencia de AAS en los cultivos de C. 

vulgaris una vez que estos llegaron al final de la cinetica de crecimiento, en 

presencia de 0.1 mg/L de AAS (6.94 ± 0.05 µg/mL para clorofila total y 1.39 ± 0.15 
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µg/mL para carotenoides totales) se registró una disminución respecto al control 

tanto en el contenido de clorofila total como en el contenido de carotenoides totales, 

esto puede atribuirse al tiempo de duración de las cineticas ya que el crecimiento 

en presencia de 0.1, 0.5 y 1 mg/L de AAS requirió de un tiempo de 39, 37 y 32 dias 

respectivamente, en comparacion con la cineitica control de C. vulgaris que tuvo 

una duracion de 24 dias, siendo que estos tiempos fueron mayores a los empleados 

por Czerpak et al. (2002) ya que realizaron la cuantificacion de los pigmentos de 

interes a los 12 días de cultivo. 

Yu et al. (2017), observaron que la adición de ANA en los cultivos de Scenedesmus 

sp.SDEC-8 y Chlorella sorokiniana SDEC-18 no influye en la captura de luz y en la 

transferencia de energía para la cadena de transporte de electrones que aparece 

en las reacciones de luz. Se ha demostrado que el efecto de las fitohormonas en la 

fotosíntesis en las algas es principalmente en las reacciones independientes de luz. 

Por lo tanto, el suplemento de hormonas fortalece el Ciclo de Calvin durante la 

fotosíntesis y promueve la capacidad de las células para la fijación de carbono, 

proporcionando más carbono para la biosíntesis de lípidos (Yu et al., 2017). 

Contrario a lo reportado por Yu et al. (2017), en la microalga S. acutus UTEX-72 se 

observó que la adición de 10 mg/L de AIA inhibe en 57% la acumulación de clorofila 

total, mientras que en C. vulgaris OW-01 se observó que la aplicación de 1 mg/L de 

AIA, 5 y 10 mg/L de ANA indujeron un aumento del 53%, 46% y 39 el contenido de 

clorofila total respecto al cultivo control  
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9. CONCLUSIONES 

x El cultivo control de C. vulgaris tuvo una proliferación celular 3.79 veces mayor 

en comparación con S. acutus en condiciones control. 

o El cultivo de S. acutus en presencia de 0.5 mg/L de BAP fue el único que 

presentó un aumento significativo del 29% en la proliferación celular respecto al 

cultivo control. 

o La presencia de 0.5 mg/L de KIN en cultivo de C. vulgaris provocó una inhibición 

del 51% respecto al control, siendo la mayor inhibición registrada para los 

cultivos de C. vulgaris. 

x La acumulación de lípidos totales para ambas microalgas en condiciones control 

fue similar, siendo 50% ± 5% de lípidos totales para S. acutus y 44% ± 1% de 

lípidos totales para C. vulgaris. 

o En los cultivos de ambas microalgas expuestos a los reguladores de crecimiento 

existió una inhibición significativa de los lípidos totales respecto al control, siendo 

que las concentraciones de 5 mg/L de AIA y 1 mg/L de BAP inhiben en 79% y 

73% el contenido de lípidos totales en S. acutus y C. vulgaris respectivamente 

al compararlos con los cultivos control, siendo que las mismas concentraciones 

de los reguladores de crecimiento inhiban en 84% y 86% la productividad lipídica 

en S. acutus y C. vulgaris respectivamente siendo las mayores inhibiciones 

registradas para cada microalga. 

x Respecto a los lípidos neutros se observó que el cultivo control de S. acutus 

presentó al finalizar la cinética de crecimiento una acumulación menor al 41.73% 

respecto a C. vulgaris. 

o En empleo de reguladores de crecimiento para ambas microalgas provocó una 

inhibición en la acumulación de lípidos neutros en la mayoría de los 

experimentos realizados, siendo 1 mg/L de AAS en S. acutus y 0.5 mg/L de KIN 

en C. vulgaris las concentraciones que presentaron ella mayor inhibición del 83% 

y 90% respectivamente para las dos microalgas evaluadas. 

x La acumulación de proteína total soluble en el cultivo control de S. acutus fue 

10.08% menor a la registrada en el cultivo control de C. vulgaris. 
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o La adición de 0.1 mg/L de KIN a cultivo de S. acutus aumento un 7% la proteína 

total soluble el cual es significativo con respecto al cultivo control.  

o En los cultivos de C. vulgaris tratados con AIA, ANA, BAP, KIN y AAS en la 

mayoría presentan una inhibición en el contenido de proteína total soluble del 

7% al 13%, siendo que 5 mg/L de AIA provoca la mayor inhibición del 13% en 

comparación con el control. 

x El cultivo control de S. acutus registró un incremento de 25.48% en el contenido 

de clorofila total y del 9.14% en el contenido de carotenoides totales en 

comparación con el cultivo control de C. vulgaris. 

o La adición de 10 mg/L de AIA en cultivos de S. acutus induce la inhibición del 

57% en la biosíntesis de clorofila con relación al cultivo control, en cuanto al 

contenido de carotenoides se observa que al aplicar 1 mg/L de AIA se inhibe un 

108% en comparación con el cultivo control. 

o Al aplicar de 1 mg/L de AIA en cultivo de C. vulgaris indujo la mayor acumulación 

de clorofila siendo 53% mayor que la obtenida en el cultivo control. 

o El empleo de 0.1 mg/L de AAS en cultivo de C. vulgaris inhibió en 25% la 

acumulación de clorofila respecto al control. 

o  El uso 5 mg/L de ANA en cultivo de C. vulgaris indujo un aumento significativo 

del 23% en el contenido de caroteonoides totales, mientras que 1 mg/L de ANA 

inhibio en 53% el contenido de carotenoides totales respecto al control. 
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