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1. INTRODUCCIÓN  

El ‘’Sargazo gigante’’ Macrocystis pyrifera es un alga parda catalogada como uno de los 

organismos con mayor tasa de crecimiento en el mundo. Típicamente, M. pyrifera habita en 

submareales rocosos en zonas templadas donde la temperatura media del agua es inferior a 20°C, 

y crea densos bosques (también conocidos como ‘’mantos’’)  que pueden llegar hasta una 

profundidad de 30-40 m (Foster & Schiel, 1985; North et al., 1986). Estos densos mantos se 

distribuyen  en el continente Americano desde el norte de California (EUA) hasta  Bahía Asunción, 

Baja California (México) (Dayton 1985) en el Pacífico Norte y desde el sur de Perú hasta Cabo de 

Hornos (Chile) en el Pacífico Sur (Buschmann et al. 2004, Plana et al. 2007).  Macrocystis pyrifera 

es una especie ‘fundadora’ e ‘ingeniera de ecosistema’ cuya complejidad estructural, en conjunto 

con la densidad de sus bosques, modifican su entorno influyendo drásticamente en el desarrollo, 

distribución y permanencia de una gran variedad de organismos marinos bentónicos y pelágicos 

(Foster & Schiel 1985, Graham et al. 2007, Torres-Moye & Edwards 2013). Los bosques de M. 

pyrifera proporcionan un lugar de reproducción, refugio y alimentación tanto para organismos 

exclusivamente  marinos como organismos asociados como algunas aves (Bradley & Bradley 

1993). Además de su relevancia ecológica, M. pyrifera también es un alga con importancia 

comercial. Sus usos abarcan desde forraje para ganado vacuno hasta materia prima como el 

fertilizante agrícola (Montoya et al. 2018). También existe una industria asociada a la extracción 

de sus alginatos. Estos polisacáridos son empleados ampliamente en la industria farmacéutica, 

alimentaria, textil, médica y dental (Hernández-Carmona et al. 2012). Aún más, actualmente en la 

costa Oeste de Estados Unidos se encuentra en marcha un proyecto ambicioso que pretende 

cultivar miles de hectáreas de M. pyrifera con fines de producir biocombustibles (MARINER, 

2017). Por otro lado, en la Península de Baja California, M. pyrifera solo se aprovecha a partir de 

biomasa recolectada de mantos naturales (Casas-Valdez et al., 2011). Actualmente, hay un 

incremento en la demanda de algas, principalmente con la finalidad de obtener alginatos o bien, 

para desarrollar alimentos para especies acuícolas, por ejemplo, para el abulón y el camarón (Cruz-

Suárez et al. 2000, Durazo-Beltrán et al. 2003, Zertuche-González et al. 2014, Montoya et al. 

2018). Debido a la creciente demanda comercial de M. pyrifera, varios mantos naturales de la 

región ya se encuentran bajo permisos de extracción (Schiener et al. 2014).  



 

 

 

Esta dependencia en los mantos naturales para satisfacer la demanda industrial aumenta la 

vulnerabilidad de esta pesquería sujeta a la estacionalidad del alga. Anomalías oceanográficas 

como aumentos en la temperatura del agua así como la disminución de los nutrientes disponibles 

afectan de forma negativa a los bosques de M. pyrifera. Por ende, las fluctuaciones ambientales 

típicas de las estaciones pueden repercutir en el estado nutricional del alga y en la disponibilidad 

de biomasa. La pesquería M. pyrifera resulta especialmente afectada durante años con influencia 

de El Niño cuando las temperaturas del mar pueden aumentar hasta niveles letales para M. pyrifera 

(Rodríguez-Montesinos & Hernández-Carmona 1991, Ladah & Zertuche-González 2004, Casas-

Valdez et al. 2011). Por ejemplo, durante el 2014 (año ’’Niño’’) se registró una disminución 

superior al 90% en la cosecha de M. pyrifera, pasando de un promedio de 26,000 entre 1958 y 

2004 a un promedio de 1,652 toneladas (Guzmán del Próo, 1993; CONAPESCA, 2019). Como 

resultado, se han realizado investigaciones que proponen el cultivo de M. pyrifera como alternativa 

para mitigar las limitaciones en la disponibilidad de biomasa, ya sea reemplazando o 

complementando la explotación de los mantos naturales.  

 

En un estudio realizado en Bahía Santa María (B.C.) se demostró la posibilidad de implementar el 

cultivo de M. pyrifera en Baja California (Altamirano-Gómez 2017). Sin embargo, los resultados 

aún son poco concluyentes y precisan de más investigación que permita optimizar su producción 

en el mar. Entre los principales desafíos que presenta el cultivo de macroalgas en el mar destaca 

la selección de sitio para el cultivo. Distintas investigaciones han ayudado a comprender los 

factores clave que condicionan el rendimiento de M. pyrifera en cultivo. Por ejemplo,  factores 

biológicos como la presencia de herbívoros y epifitos influyen en  el rendimiento y crecimiento 

del alga (Rothäusler et al., 2011; Poore et al., 2014; Graiff et al., 2016; Winkler et al., 2017). Por 

otro lado, condiciones climatológicas y oceanográficas, como la intensidad de las corrientes y el 

oleaje, también contribuyen a variaciones en su productividad (North et al. 1986). La atenuación 

de luz en el gradiente batimétrico, así como las condiciones de turbidez también son factores 

determinantes en el cultivo de macroalgas en mar (Shivji 1985). Por tanto, la selección adecuada 

de la zona de cultivo es fundamental y determina en gran medida el éxito del maricultivo.   
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La disponibilidad de luz y turbidez, ambos de particular interés en este estudio, influyen 

directamente en el desempeño de la productividad fotosintética y por ende, en la productividad  de 

las algas. De forma general, lo ideal es que las condiciones de luz sean óptimas para la fotosíntesis 

de las algas en cultivo (p.e., más horas de saturación fotosintética por día), aunque dichos óptimos 

de irradiancia presentan una elevada variabilidad inter e intraespecífica (Fei & Neushul 1984). La 

disponibilidad de luz cambia también de manera estacional (Kirk 1994), limitando la productividad 

de las algas cuando los requerimientos de luz para el crecimiento no son satisfechos (Gerard 1986). 

Otros eventos como tormentas, pueden propiciar la resuspensión de sedimentos y el incremento 

de la turbidez. En Baja California los eventos de turbidez pueden disminuir los valores de luz hasta 

<1 mol quanta m-2 día-1 durante días o semanas en praderas de pastos marinos, afectando a su 

crecimiento y supervivencia  (Koch & Beer 1996, Cabello-Pasini et al. 2002). Durante su cultivo, 

las algas también pueden estar expuestas a condiciones subóptimas de luz por  efecto de auto-

sombreado de la biomasa  (McLachlan, 1991; Cremades et al., 2007).  

 

La profundidad a la que crecen las algas en el medio natural no es necesariamente la profundidad 

ideal para el cultivo comercial. El aumento de la profundidad ofrece una desventaja operativa en 

el despliegue, monitoreo del cultivo y cosecha de la biomasa. Por ende, la posibilidad de cultivar 

individuos juveniles en aguas poco profundas, similar a operaciones de cultivo en Chile (Camus 

et al. 2019), podría presentarse como una solución a algunas de las restricciones asociadas con el 

cultivo y el establecimiento de los esporofitos juveniles en Baja California. En esa región, M. 

pyrifera crece típicamente hasta una profundidad de 7-15 m, de forma similar a lo reportado en 

Chile y EUA (Westermeier & Moller, 1990; Buschmann, 1992; Graham et al., 2007). Similar a 

los cultivos que se desarrollan de esta especie en Chile, los trasplantes de juveniles a una 

profundidad más superficial puede proponer una solución a las restricciones asociadas a los 

cultivos más profundos (Gutierrez et al. 2006; Celis Pla & Alveal 2012). 

 

A pesar de incrementar la disponibilidad de luz, el trasplantar juveniles de M. pyrifera de aguas 

profundas a aguas más someras puede conllevar efectos negativos en el metabolismo del alga 

relacionadas con la sobre-exposición a luz solar, con temperaturas altas o escasez de nutrientes por 



 

 

encima de la termoclina, además de daños mecánicos debido a la acción de las olas (Seymour et 

al., 1989). Se ha documentado que las láminas de los esporofitos adultos creciendo a distintas 

profundidades son capaces de aclimatarse a diferentes condiciones de luz a corto y largo plazo 

mediante diferentes procesos entre los que se incluyen los cambio en el contenido de pigmentos, 

regulación de la fotosíntesis y cambios en las propiedades bio-ópticas del tejido (Wheeler, 1980; 

Colombo-Pallotta et al., 2006; García-Mendoza & Colombo-Pallotta, 2007; Edwards & Kim, 

2010; Xu et al., 2015; Koch et al., 2016; Marambio et al., 2017). El estrés fisiológico debido a la 

exposición a altas irradiancias es un aspecto muy poco estudiado en comparación con las 

condiciones de limitación por luz, y los estudios que existen se limitan generalmente a especies 

que habitan el intermareal (Huppertz et al. 1990). A diferencia de plantas adultas, existe poca o 

nula información acerca de las propiedades de foto-aclimatación de esporófitos juveniles de M. 

pyrifera, y más aún, de las alteraciones fisiológicas que podría ocasionar la exposición a 

irradiancias cercanas a la superficie de la columna de agua. 

 

El objetivo de este trabajo fue de determinar si esporofitos juveniles (<10 cm) de M. pyrifera 

pueden aclimatarse a una dosis lumínica aproximadamente 4.5 veces mayor cuando son 

trasplantados de 10 m a aguas someras (3 m) en un sistema de cultivo. Después de 7 días de cultivo 

experimental, se evaluaron sus capacidades de fotoaclimatación mediante el análisis de 

rendimiento fotosintético y  capacidad de capturar luz. Además de ello, también se analizó el 

contenido de nutrientes (nitrógeno total y carbohidratos solubles) y distintos componentes de estrés 

oxidativo y sistema antioxidante para evaluar el estado fisiológico de los esporofitos.  
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2. HIPÓTESIS 

Esporofitos juveniles de M. pyrifera trasplantados en cultivo de 10 a 3 m de profundidad podrán 

aclimatarse a un incremento a corto plazo de 4.5 veces la dosis de luz disponible.  

 

3. OBJETIVO 

Evaluar la tolerancia fisiológica que permitiría cultivar esporofitos juveniles de M. pyrifera en 

aguas relativamente someras donde la dosis lumínica puede ser de hasta 4.5 veces mayor que la 

disponible en su zona de crecimiento natural.  

 

4. MATERIALES Y MÉTODOS  

4.1. ZONA DE ESTUDIO 

El experimento se llevó a cabo en  Punta San Miguel (31° 54’ 3.81’’ N; 116° 44’ 22.90’’ W), 

localizada en la sección norte de la Bahía Todos Santos, Baja California (México) durante 

primavera de 2018  (Fig. 1). La zona  de estudio se caracteriza por estar medianamente protegida 

del oleaje, contar con  sustrato predominante de tipo arenoso y desprovisto de mantos natural de 

M. pyrifera.  

 



 

 

 

 Fig. 1 Mapa de macro localización de Punta San Miguel (Tomada de Paz-Lacavex, 2018). 
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4.2. COLECTA DE JUVENILES, CULTIVO Y DISEÑO EXPERIMENTAL 

La colecta de 192 esporofitos juveniles (7-10 cm) de M. pyrifera se realizó mediante buceo 

autónomo a una profundidad de 9-11 m en un manto ubicado a 1 km NO de la zona experimental 

(Faro de San Miguel). Se recolectaron  individuos completos (crampón incluido), sin signos de 

herbivoría, daño mecánico y cuya lámina aún no mostrara la primera bifurcación. Durante la 

colecta, los juveniles se resguardaron en bolsas de plástico oscuras para prevenir la sobre-

exposición a la luz solar. Inmediatamente tras la recolección, los esporofitos juveniles se colocaron 

dentro de hieleras con agua de mar y se transportaron (plazo de 1 hora) al laboratorio de Botánica 

Marina del Instituto de Investigaciones Oceanológicas de la Universidad Autónoma de Baja 

California.  

 

Los juveniles fueron colocados en un tanque de 1000 L con agua de mar, aireación, y bajo 

condiciones controladas de temperatura e irradiancia (14-16°C; 70-80 µmol fotones m-2 s-1), 

similares a las condiciones de campo durante la colecta. Además,  el agua del tanque se fertilizó 

con NH4NO3 a una concentración de 50 µM, a las 10 y 60 h luego de la colecta con el fin de evitar 

un potencial estrés fisiológico asociado a limitaciones de nitrógeno. Antes de trasladar a los 

esporofitos juveniles a la zona de estudio, estos fueron trasplantados a cuerdas de polipropileno 

siguiendo el método descrito por Umanzor et al. (2017) (Fig 2). Cuatro esporofitos fueron 

trasplantados a una cuerda de 36 cm de largo, seguido, cuatro cuerdas como las antes mencionadas 

fueron colocadas en mallas de plástico (36 x 30 cm), obteniendo un total de 16 esporofitos 

juveniles por malla. Cada malla fue considerada como una unidad experimental, a su vez, cada 

unidad experimental se sujetó a una botella de plástico que funciono como boya (Fig. 3; Unidad 

de flotación). Las unidades de flotación se instalaron en módulos previamente instalados en la zona 

de estudio. Estos módulos consistieron en camas rectangulares de metal anclados al sustrato.  

  



 

 

 

Fig. 2 Esporofitos juveniles trasplantados a cuerdas de polipropileno. 

  

 

Fig. 3 Unidades de flotación diseñadas ad hoc para el cultivo experimental de juveniles M. 

pyrifera a 3 y 10 m de profundidad. 
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Las unidades de flotación se colocaron en los módulos a 10 m de profundidad donde 

permanecieron por tres días con la finalidad de obtener un estado fisiológico homogéneo previo a 

los tratamientos. Tras dicho periodo, se colecto una unidad de flotación por módulo (n = 4; Tabla 

1) y se transportaron al laboratorio donde se midieron los descriptores fisiológicos (ver abajo). En 

el mismo día, una unidad de flotación por módulo se colocó a una profundidad de 3 m, mientras 

que la otra permaneció a la profundidad de 10 m (n = 4). El periodo experimental fue de siete días. 

Al término de dicho periodo, los esporofitos fueron trasportados al laboratorio para la medición 

del estado fisiológico final.  

 

La temperatura del agua a 3 y 10 m se registró cada 20 minutos utilizando sensores sumergibles 

(HOBO Pro V2). Durante los siete días experimentales, los vientos del noroeste causaron que la 

columna de agua se mezclará, obteniendo temperaturas similares entre ambas profundidades (3 

m= 13.7 ± 0.1°C; 10 m = 13.04 ± 0.05°C). Esta condición ambiental nos permitió examinar el 

efecto de la disponibilidad de luz en las dos diferentes profundidades, minimizando el efecto que 

se pudiera ocasionar derivado de otros factores ambientales, p.e. la temperatura. Se hicieron 

perfiles de luz mediante el uso de un irradiómetro esférico (4 π) (LICOR A-250 y LI-193) con la 

finalidad de obtener la intensidad de luz. El promedio de dosis lumínica diaria fue de 8.6 (± 0.2) 

mol fotones m-2 día-1, mientras que a los 10 m fue de 1.81 (± 0.04) mol fotones m-2 día-1. El 

coeficiente de atenuación de luz calculado (Kd) fue de 0.28 (± 0.04) m-1.  

 

Tras el periodo experimental, los juveniles fueron colectados y mantenidos en incubadores (VWR, 

modelo 2015 2015-2) en total oscuridad, y a la misma temperatura que se encontraban en el mar. 

Excepto por las Curvas P vs. E, todos los descriptores fisiológicos se midieron en dos juveniles 

por módulo y por profundidad; por lo tanto, los valores de las dos mediciones se consideraron 

pseudorréplicas y para obtener un valor real de la réplica, se promediaron ambas mediciones.  

 



 

 

4.3. DESCRIPTORES FISIOLÓGICOS 

4.3.1 FOTOSÍNTESIS Y RESPIRACIÓN (CURVAS P VS E) 

Las tasas de fotosíntesis y respiración fueron medidas mediante la técnica de evolución de oxígeno 

disuelto (OD), utilizando un sistema de laboratorio diseñado ad hoc por el laboratorio de 

fotobiología.  Dicho sistema consistió en una cámara de borosilicato de 200 mL conectada a un 

baño térmico y rodeado por cuatro fuentes de luz (LED 10 W) controladas automáticamente por 

software. El OD fue medido por medio de un sistema de optodos (dipping probe DP-PSt3, PreSens, 

Alemania) controlados por software (Measurement Studio 2, PreSens, Germany). Para las 

incubaciones se usó una proporción biomasa/volumen de 0.03 y 0.05 g PF L-1, que en pruebas 

previas se consideró como idóneo en la obtención de tasas fotosintéticas óptimas, evitando 

potenciales condiciones de limitación por carbono. Al inicio de las incubaciones los tejidos se 

mantuvieron siempre en total oscuridad durante un periodo de 30 minutos para determinar las tasas 

de respiración (R); tras el periodo de oscuridad, los tejidos se expusieron a irradiancias crecientes 

(6, 22, 37, 51, 88, 119, 137, 156, 193, 251 y 327 µmol fotones m-2 s-1; 5 minutos por cada 

irradiancia). En todas las incubaciones se utilizó agua de mar filtrada (5um) con un pH ~ 8. En 

cada curva P vs. E, la tasa máxima de fotosíntesis neta (Fmáx-neta; µmol O2 g
-1 PS h-1) fue calculada 

mediante el promedio de los valores máximos de fotosíntesis obtenidos a partir de la irradiancia 

de saturación (Ek= Fmax-neta/ α; µmol quanta m-2 s-1). La tasa de fotosíntesis bruta (Fmáx -bruta; 

µmol O2 g
-1 PS h-1) fue calculada sumando las tasas de R a la Fmáx -neta. La eficiencia fotosintética 

(α; µmol O2 g
-1 PS h-1/µmol quanta m-2 s-1) corresponde a la pendiente de la regresión lineal de las 

tasas de fotosíntesis a bajas irradiancias (sub-saturantes), mientras que la irradiancia de 

compensación corresponde al intercepto de dicha regresión con el eje-x (Ec; µmol quanta m-2 s-1).  

 

4.3.2 FLUORESCENCIA DE LA CLOROFILA A 

Los cambios en la fluorescencia de la clorofila a del fotosistema II (PSII) fueron medidos mediante 

el uso de un Fluorómetro de Pulso de Amplitud Modulada (Diving-PAM Fluorometer, Walz, 

Alemania). Para estandarizar los datos colectados, las mediciones de fotoquímica se realizaron en 

la zona central de la lámina donde se midieron los valores de la eficiencia cuántica máxima (Fv/Fm), 

tras la exposición del tejido a un pulso de luz saturante (~5000 µmol fotones m-2 s-1, 0.8 s). 

También se realizaron las llamadas Curvas Rápidas de Luz (o RLC por su nomenclatura en inglés) 
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en las que el tejido era expuesto a nueve luces actínicas que iban en aumento consecutivamente 

(5-406 µmol fotones m-2 s-1; por 30 s a cada irradiancia). Tras la exposición a cada luz actínica se 

emitía un pulso de luz saturante para obtener los valores de los siguientes parámetros: i) las tasas 

de transporte de electrones o ETR (por su nomenclatura en inglés, Electron Transport Rate), la 

eficiencia cuántica del PSII (ɸPSII) y el apagamiento no fotoquímica NPQ (por su nomenclatura en 

inglés, Non-Photochemical Quenching). Los valores de ETR absoluta se calcularon mediante la 

ecuación: 

𝐸𝑇𝑅 =  𝜙𝑃𝑆𝐼𝐼 ∙ 𝐼 ∙ 𝐴𝐹 ∙ 0.5 

donde ɸPSII es la eficiencia cuántica en la transferencia de electrones del PSII, I es la intensidad de 

cada pulso de luz actínica en µmol fotones m-2 s-1, AF es el factor de absorptancia medido (ver en 

la sección de propiedades ópticas más adelante) y 0.5 es el porcentaje de fotones absorbidos entre 

los dos fotosistemas II (Beer et al., 2014). Los valores deNPQ fue calculado mediante la ecuación:  

𝑁𝑃𝑄 =  (𝐹𝑚 − 𝐹𝑚′) 𝐹𝑚′⁄  

donde Fm es la fluorescencia máxima obtenida tras un pulso saturante en total oscuridad, y Fm’ es 

la fluorescencia medida tras cada pulso de luz actínica.  

 

4.3.3 PROPIEDADES BIO-ÓPTICAS DE LA LÁMINA 

La absorptancia (A) del tejido en el rango PAR (400-700 nm) fue determinada utilizando una 

esfera integradora (LI-1800-12, LICOR; USA) conectada por fibra óptica a un espectroradiómetro 

(FieldSpec, ASD, Boulder, Colorado, EUA). Las mediciones se realizaron en piezas de 2 cm de la 

parte central de las láminas, posicionadas sobre dos portaobjetos de microscopio. La Reflectancia 

(R) y la Transmitancia (T) se midieron con intervalos de 1 nm, usando como referencia el sulfato 

de bario. La capacidad relativa de absorción de luz por las láminas o absorptancia (A) fue 

determinada mediante la ecuación 1-T-R (Krause and Weis 1991). Los espectros de A fueron 

corregidos mediante la sustracción de los valores de A a 725-750. La absorbancia (D) fue calculada 

de acuerdo a Kirk (1994) con la ecuación:  

𝐷 =  −log 10 ∙  (1 − 𝐴) 



 

 

El coeficiente específico de absorpción (aw*, cm2 mg-1 PS) fue determinado mediante la ecuación 

exponencial [exp = –ln (1-A)] normalizada por la masa foliar por área (MFA; mg PS cm-2). El 

MFA se estimó midiendo el área y el peso de cada segmento empleado en la determinación de 

pigmentos.  

 

4.3.4 CONTENIDO DE PIGMENTOS 

Para determinar el contenido de pigmentos fotosintéticos, se siguió el protocolo y las ecuaciones 

propuestas por Wheeler (1980). Para extraer fucoxantina, 20 mg de tejido previamente lavado con 

agua destilada se colocó en un tubo con dimetilsulfóxido (DMSO). Después, se decantó, y el tejido 

fue colocado en una solución DMSO:Agua destilada 4:1 con agua destilada. El contenido de 

pigmentos se obtuvo utilizando un espectroradiómetro (Shimadzu UV-1800; Kyoto, Japón) 

leyendo en las absorbancias de 480, 582, 631 y 665 nm. Para extraer clorofilas, el mismo tejido se 

colocó en un tubo con acetona al 100% durante 24 h en total oscuridad. La solución colectada fue 

diluida en una solución Acetona:Metanol:Agua destilada 3:1:1. El contenido de clorofilas se 

obtuvo leyendo en las absorbancias de 470, 581, 631 y 664 nm.  

 

4.3.5 CONTENIDO DE NITRÓGENO Y CARBOHIDRATOS SOLUBLES  

Para los análisis se utilizó tejido seco (48 h a 60°C) y pulverizado. En la determinación de 

nitrógeno total se utilizó el método de micro-Kjeldahl descrito por Miller & Houghton (1945), 

modificando el volumen del destilado a 70 mL y utilizando ácido clorhídrico a 0.02 N para la 

titulación. Para la determinación de carbohidratos solubles totales se utilizó el método 

colorimétrico del fenol-sulfúrico (Dubois et al., 1956) empleando como estándar ß-D Glucosa. El 

tejido fue digerido en 0.2 M HCl (60°, 3 h), y después de la centrifugación (5 min a 1000 x g), se 

le agregó 3% y ácido sulfúrico concentrado al sobrenadante. La absorbancia se midió con un 

espectrofotómetro a una longitud de onda de 490 nm. El contenido total para ambos nutrientes se 

encuentra reportado en porcentaje de peso seco. 
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4.3.6 PEROXIDACIÓN LIPÍDICA 

Los daños producidos en la membrana lipídica producto de especies reactivas de oxígeno (ROS) 

fueron determinados mediante el método descrito por Hodges et al. (1998). Las láminas se 

molieron en un mortero con nitrógeno líquido y se homogenizaron en una solución 1:10 con ácido 

tricloroacético (TCA) al 20%. El tejido se centrifugó (3000 g, 10 min) y el sobrenadante fue 

transferido a dos soluciones; con TCA al 20% y con ácido tiobarbitúrico (TBA) al 0.5%. Ambas 

soluciones se calentaron a 90°C durante 30 minutos y se centrifugaron nuevamente (10000 g, 10 

min). Luego el supernadante fue extraído y se midieron sus absorbancias (440, 532 y 600 nm) 

mediante un espectrofotómetro (Shimadzu UV-1800; Kyoto, Japón). Para determinar los 

equivalentes de malondialdehído (Eq. MDA; coeficiente de extinción molar 155 mM-1 cm-1), que 

son los metabolitos secundarios resultado de la peroxidación lipídica en la membrana celular, se 

utilizó el método de Barrote (2005).  

 

4.3.7 CONTENIDO FENÓLICO TOTAL 

El contenido fenólico total en el tejido fue determinado empleando la versión modificada del 

método Folin-Ciocalteu (Folin y Ciocalteu 1927) utilizando ácido gálico como estándar. Primero, 

el tejido seco fue colocado en metanol al 80% durante 24 h con agitación constante y 

posteriormente centrifugado (10 min a 1000 x g). El supernadante fue decantado y mezclado con 

reactivo Folin-Ciocalteu por 30 s, seguido se adiciono una solución de Na2CO3 al 20%. La mezcla 

se incubo durante 30 min a 40°C en total oscuridad. Por último se midió la absorbancia a la 

longitud de onda de 765 nm.   

 

4.3.8 CAPACIDAD ANTIOXIDANTE 

La capacidad antioxidante en el tejido fue determinada por el método del radical libre DPPH (1,1-

difenil-2-picrilhidracil)  que fue descrito por Blois (1958), utilizando ácido ascórbico como 

estándar. Seguido de la extracción con metanol al 80% (ver descripción en el contenido fenólico 

total), el supernadante fue diluido 1:5 y una alícuota fue mezclada con DPPH (60 µM). La mezcla 



 

 

fue incubada por 30 minutos en total oscuridad a temperatura ambiente. Finalmente, se midió la 

absorbancia a la longitud de onda de 517 nm.  

 

5. ANÁLISIS ESTADÍSTICO   

Se utilizó la prueba T-Student para examinar diferencias significativas (p < 0.05) producto de los  

tratamientos entre juveniles de ambas profundidades experimentales (3 y 10 m). Antes de los 

análisis, se verificaron los supuestos de normalidad y homocelasticidad. Las diferencias en los 

descriptores obtenidos de las RLC´s (NPQ, ФPSII y ETR) realizadas en plantas de ambas 

profundidades se examinaron comparando los valores a la irradiancia de 114 µmol quanta m-2 s-1 

correspondiente al ETRmáx. Los análisis estadísticos se realizaron utilizando el paquete estadístico 

SIGMAPLOT 11 (Systat Software Inc, EE.UU.). 

 

6. RESULTADOS 

Los valores de los descriptores fisiológicos medidos tras el tratamiento de 3 y 10 m de profundidad 

se encontraron cerca o dentro de los rangos medidos en dichos juveniles después del periodo de 

homogenización (Tabla 1). Esto prueba que los dispositivos de flotación empleados para la 

obtención de los tratamientos experimentales de profundidad no supusieron un estrés fisiológico 

adicional en los juveniles experimentales.  
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Tabla  1 Parámetros iniciales que describen el estado fisiológico de los esporofitos juveniles 

durante el período de aclimatación (T0) in situ a 10 m de profundidad. 

 

 

 

Promedio ± E.E. 

 

Mín. 

 

Máx. 

 

Fotosíntesis y respiración   

   

Tasa máxima de fotosíntesis neta 

 (µmol O2 g
-1 PS h-1) 

788.3 ± 110.89 656.9 1008.7 

Tasa máxima de fotosíntesis bruta 

 (µmol O2 g
-1 PS h-1) 

814.8 ± 112.21 682.4 1037.9 

Respiración (R) 

(µmol O2 g
-1 PS h-1) 

-26.4 ± 1.40 -24.5 -29.2 

Eficiencia fotosintética (α) 

(µmol O2 g
-1 PS h-1)/ (µmol fotones m-2 s-1) 

4.2 ± 0.51 3.5 5.2 

Irradiancia de saturación (Ek) 

(µmol fotones m-2 s-1) 

186.6 ± 8.22 170.4 196.7 

Irradiancia de compensación (Ec) 

(µmol fotones m-2 s-1) 

3.9 ± 2.02 27.9 34.5 

 

Fluorescencia de la clorofila a   

   

ETR 7.7 ± 1.03 5.7 9.1 

Fv/Fm 0.73 ± 0.01 0.7 0.7 

NPQ 0.16 ± 0.06 0.06 0.2 

ɸPSII 0.17 ± 0.007 0.16 0.19 

 

Propiedades bio-ópticas  

      



 

 

Absorptancia (400-700) 0.41 ± 0.02  0.38 0.45 

Absorptancia (680) 0.62 ± 0.02 0.58 0.67 

aw* (400-700) 

(cm-2 mg-1 PS) 

0.51 ± 0.012 0.4 0.5 

aw* (680) 

(cm-2 mg-1 PS) 

0.77 ± 0.03 0.7 0.8 

Masa foliar por área (MFA) 

(mg PS cm-2) 

2.09 ± 0.33 1.4 2.6 

 

Contenido de pigmentos 

(mg g-1 PF) 

   

Clorofila a 1.32 ± 0.06 1.2 1.4 

Clorofila c 0.21 ± 0.02 0.2 0.2 

Fucoxantina 0.50 ± 0.024 0.5 0.5 

 

Contenido nutricional 

(% de peso seco) 

      

Nitrógeno total 2.34 ± 0.06 2.1 2.5 

Carbohidratos solubles 2.48 ± 0.11 2.4 2.7 

 

Respuestas antioxidantes 

   

Peroxidación lipídica  

(nmol MDA g-1 PF) 

20.4 ± 0.84 

 

19.2 

 

22.04 

 

Contenido fenólico total 

(mg GAE g-1 PF) 

3.2 ± 0.5 2.3 3.7 

Capacidad antioxidante 

(mg AAE g-1 PF) 

2.8 ± 0.05 2.6 2.9 
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Los juveniles trasplantados a 3 m de profundidad redujeron de forma significativa (25%) su 

eficiencia fotosintética (α) respecto a los juveniles de 10 m (Fig 4a; Tabla 4). Las tasas de 

fotosíntesis máxima bruta y neta mostraron una reducción del 15 y 12% respectivamente pero no 

hubo diferencia significativa (Fig 4b; Tabla 4). Los valores de Ek y Ec fueron significativamente 

mayores en los trasplantes someras (Fig 4c; Tabla 4). Las tasas de R más elevadas correspondieron 

a los juveniles de 3 m con un aumento del 77% (Fig 4d; Tabla 4).  

 

 

Fig. 4 Parámetros extraídos de Curvas P vs E (promedio ± E.E.) de esporofitos juveniles de M. 

pyrifera trasplantados a dos diferentes profundidades (3 y 10 m): (a) eficiencia fotosintética (α), 

(b) fotosíntesis máxima neta y bruta, (c) irradiancia de compensación (Ec) y de saturación (Ek), y 

(d) tasas de respiración. 

 



 

 

Los valores de ETR y Fv/Fm fueron significativamente menores (17-21%) en juveniles de la 

profundidad de 3 m con respecto a los de 10 m (Fig 5a-b; Tabla 4). No se encontraron diferencias 

significativas entre los valores de ɸPSII obtenidos de los juveniles a ambas profundidades (Fig 5c; 

Tabla 4). El NPQ se incrementó alrededor de un 83% en los juveniles trasplantados a menor 

profundidad (Fig 5d, Tabla 4). 

 

 

Fig. 5 Parámetros extraídos de fluorescencia de la Clorofila a (promedios ± E.E.) en esporofitos 

juveniles de M. pyrifera trasplantados a dos diferentes profundidades (3 y 10 m): (a) tasa de 

transporte de electrones (ETR), (b) máxima eficiencia cuántica (Fv/Fm), (c) eficiencia cuántica del 

PSII, y (d) apagamiento no fotoquímico (NPQ) 
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Los juveniles trasplantados a 3 m de profundidad mostraron menores valores de A (18-19%; Tabla 

4) y de aw* (41-32%; Tabla 4), así como una menor concentración de clorofila a, c y fucoxantina 

(12-29%; Tabla 4) que los juveniles de la profundidad de 10 m (Fig a-c). Dichas diferencias fueron 

significativas entre profundidades, excepto para el caso de fucoxantina, donde las diferencias 

estuvieron cerca de la significancia estadística (Tabla 4).  

El MFA mostró un patrón contrario, ya que se encontraron valores más elevados (27%) en las 

láminas de los juveniles a los 3 m, pero las diferencias solo estuvieron cerca de la significancia 

(Fig 6d; Tabla 4).  

 



 

 

 

Fig. 6 Propiedades ópticas y contenido de pigmentos fotosintéticos (promedios ± E.E.) en 

esporofitos juveniles de M. pyrifera trasplantadas a dos profundidades (3 y 10 m): (a) absorptancia 

entre 400-700 nm y pico de la clorofila a (680 nm), (b) contenido de pigmentos, (c) coeficientes 

específicos de absorpción (aw*), (d) masa foliar por área (MFA) y (e)  espectros de absorptancia 

(A) de la luz el rango PAR. 
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Se observó un incremento del 11% en el contenido de nitrógeno total en los juveniles a 3 m de 

profundidad, sin embargo, no hubo diferencia significativa entre profundidades (Tabla 2 y 4). Del 

mismo modo, el contenido de carbohidratos solubles, el nivel de peroxidación lipídica, el 

contenido fenólico total así como capacidad antioxidante no fueron significativamente diferentes 

entre profundidades (Tabla 2, 3 y 4).  

 

Tabla  2 Nitrógeno total y carbohidratos solubles (promedio ± E.E., n = 4) de esporofitos juveniles 

de M. pyrifera trasplantados a 3 y 10 de profundidad. 

  

Profundidad (m) 

 3 10 

Nitrógeno total 

(% PS) 

2.72 ± 0.08 2.42 ± 0.06 

Carbohidratos solubles 

(% PS)  

2.0 ±0.02 2.20 ± 0.24 

 

Tabla  3 Estrés oxidativo (promedio ± E.E., n = 4) de esporofitos juveniles de M. pyrifera  

trasplantados a 3 y 10 m de profundidad. 

  

Profundidad (m) 

 3 10 

Peroxidación lipídica 

(nmol MDA g-1 PF)  

20.0 ± 2.41 16.2 ± 1.5 

Contenido fenólico total 

(mg GAE g-1 PS) 

1.19 ± 0.08 1.41 ± 0.15 



 

 

Capacidad antioxidante 

(mg AAE g-1 PS) 

2.57 ± 0.09 2.84 ± 0.014 

 

Tabla  4 Análisis estadístico (T-Student; n = 4) de los descriptores biológicos medidos en 

esporofitos juveniles de M. pyrifera trasplantados a 3 y 10 m de profundidad. Las diferencias 

significativas se encuentran indicadas en negritas. 

  

T-Student  

  

df 

 

t. 

 

p. 

Fotosíntesis y respiración    

Tasa máxima de fotosíntesis neta 6 -1.177 0.284 

Tasa máxima de fotosíntesis bruta 6 -0.854 0.426 

Respiración (R) 6 -3.493 0.013 

Eficiencia fotosintética (α) 6 -2.616 0.040 

Irradiancia de saturación (Ek) 6 1.491 0.187 

Irradiancia de compensación (Ec) 6 2.596 0.041 

Fluorescencia de la clorofila a       

ETR 6 -2.849 0.029 

Fv/Fm 6 -2.924 0.026 

NPQ 6 6.529 <0.001 

ɸPSII 6 -1.522 0.179 

Propiedades bio-ópticas     

Absorptancia (400-700) 6 12.202 0.001 

Absorptancia (680) 6 13.576 <0.001 
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aw* (400-700) 6 -4.794 0.003 

aw* (680) 6 -4.989 0.002 

Masa foliar por área (LMA) 6 2.056 0.085 

Contenido de pigmentos    

Clorofila a 6 -3.347 0.015 

Clorofila c 6 -8.409 <0.001 

Fucoxantina 6 -2.452 0.050 

Contenido nutricional      

Nitrógeno total 6 1.985 0.094 

Carbohidratos solubles 6 -0.805 0.452 

Peroxidación lipídica  6 1.712 0.138 

Respuestas antioxidantes    

Peroxidación lipídica  6 1.712 0.138 

Contenido fenólico total 6 -0.871 0.417 

Capacidad antioxidante 6 -1.633 0.154 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

7. DISCUSIÓN  

Los resultados obtenidos en este trabajo demuestran que los esporofitos juveniles de M. pyrifera 

colectados de un manto natural a una profundidad de 10 m y trasplantados a 3 m, presentan una 

robusta capacidad de fotoaclimatación en condiciones de alta irradiancia (casi 4.5 veces más alta 

que a la profundidad que fueron colectados). Los esporofitos mostraron una notable plasticidad 

fisiológica, en términos de fotoaclimatación y fotoprotección, tras un corto periodo experimental 

(7 días). Esta capacidad de fotoaclimatación está basada principalmente en la disminución en la 

capacidad de cosechar y procesar luz, y en la disipación de energía fotónica en forma de calor.  

 

La luz es un factor determinante en la distribución de las algas (Lüning &Yarish 1990). En M. 

pyrifera, así como en otras especies de macroalgas la luz también determina  respuestas tales como 

la reproducción en esporofitos adultos y  desarrollo en juveniles (Wheeler, 1980; Fei & Neushul, 

1984; Gerard, 1986; Smith & Melis, 1987; Koch et al., 2016). Nuestros resultados indican que 

entre los múltiples mecanismos de aclimatación empleados por las algas, la menor síntesis de 

pigmentos fotosintéticos (cl a, c y fuc), así como la disminución en la A, α y el Ec, juegan un 

importante rol en la capacidad de M. pyrifera para capturar menos luz en aguas someras (Enríquez 

et al., 1994). Estos mecanismos de fotoprotección y fotoaclimatación restringen la proporción de 

luz que se absorbe cuando el tejido se expone a niveles de luz potencialmente estresantes (García-

Mendoza & Colombo-Pallotta, 2007). Además, los esporofitos juveniles cultivados a 3 m 

mostraron un aumento en el empaquetamiento del tejido (MFA) lo que se ha relacionado con el 

grado de empaquetamiento de pigmentos y estructuras fotosintéticas en pastos marinos y 

macroalgas, y por tanto, con una reducción en su eficiencia de captación por efectos de ‘’auto-

sombreado’’ (Enríquez, 2005; Sandoval-Gil et al., 2015).  

 

El aumento en la respiración medida en los esporofitos juveniles trasplantados a  aguas someras 

se podría atribuir a la estimulación en los procesos metabólicos del carbono como consecuencia 

de una mayor disponibilidad de luz y mayor disponibilidad de energía metabólica (ATP, NADPH) 

(Lapointe et al., 1984; Markager & Sand-Jensen, 1992; Wong & Chang, 2000). Por el contrario, 

las menores tasas de respiración medidas en los juveniles que crecen a mayor profundidad (es 
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decir, a 10 m) pueden interpretarse como un mecanismo compensatorio que se observa en 

macrófitos marinos sujetos a limitación por luz. Gómez y colaboradores (1997) observaron como 

en dos diferentes algas pardas que crecen a profundidades mayores a 20 m en la Antártida, la 

respiración disminuía a medida que aumentaba la profundidad. Esta disminución se atribuye a una 

estrategia compensatoria frente a posibles desbalances de carbono (i.e. ratio 

Fotosíntesis/Respiración) (Littler et al., 1986). En general, la regulación de la respiración es 

considerada entre las respuestas de aclimatación de  macroalgas y pastos marinos frente a 

condiciones de luz cambiantes, o incluso para mantener el balance de carbono ante diversas 

condiciones ambientales estresantes (Geider et al.,1998; Sandoval-Gil et al., 2012, 2014). 

 

El decremento en  Fv/Fm y el ETR coincide con la reducción en el contenido de pigmentos  y  A 

de juveniles trasplantados  a 3 m de profundidad. Aunque esta reducción en Fv/Fm y ETR pudiera 

ser consecuencia de la reducida capacidad para cosechar luz  (Gorbunov et al., 2000; Major & 

Dunton, 2002), no pueden descartarse daños en el aparato fotosintético ocasionados por el estrés 

lumínico (Krause, 1988; Long & Humphries, 1994). Contrario a lo esperado, no se observaron 

diferencias en los valores de fotosíntesis máxima (Fmáx) en esporofitos de ambas profundidades a 

pesar del decremento en el Fv/Fm y el ETR. Autores reportan que plantas marinas aclimatadas a 

condiciones de alta irradiancia, las tasas máximas de fotosíntesis aumentan (Wheeler, 1980; Smith 

& Melis, 1987; Silva et al., 1998; Colombo-Pallotta et al., 2006; Cabello-Pasini et al., 2000). La 

discrepancia que muestran nuestros resultados en la comparativa entre tasas máximas de 

fotosíntesis por evolución de oxígeno y ETRmáx podría atribuirse a una falta de linealidad entre las 

ETR y la producción del O2 a elevadas irradiancias, por efecto de la estimulación de mecanismos 

que actúan como sumideros de electrones alternativos a la fotosíntesis (p. e., fotorrespiración). 

 

Otro resultado de suma importancia que se extrajo del estudio fue la evidencia de un incrmeento 

drástico del NPQ en los juveniles a 3 m. El NPQ es un mecanismo de fotoprotección basado en la 

disipación de energía en forma de calor por la clorofila a del fotosistema II, el cual es operado por 

el ciclo de las xantofilas (Colombo-Pallotta et al. 2006). En individuos adultos, los altos niveles 

de NPQ permiten que las frondas de las zonas apicales se recuperen después de eventos de estrés 



 

 

producto de las altas irradiancias en la superficie. Por tanto, el evidente aumento del NPQ en los 

esporofitos trasplantados a 3 m de profundidad enfatiza la plasticidad fisiológica de los juveniles 

cuando estos son expuestos a intensidades de luz de hasta casi 4.5 veces mayor que las que 

regularmente se encuentran en su entorno natural (10 m de profundidad).  

 

El exceso de luz puede llegar a causar una fotoinhibición en el PSII y una producción de especies 

reactivas de oxígeno (ROS, por su nomenclatura en inglés) por la activación de sumideros 

alternativos de electrones, como el ciclo de Mehler (Krause 1988). Nuestro resultados sugieren 

que los ajustes de fotoaclimatación y fotoprotección activados por los esporofitos juveniles 

trasplantados a 3 m de profundidad (i. e., reducción de pigmentos, de A y la estimulación de NPQ) 

fueron capaces de controlar un potencial daño oxidativo por la producción de ROS, y que podrá 

afectar al ADN, desnaturalizar proteínas y peroxidar lípidos de membranas celulares, entre otros 

efectos (Slater 1984). Los niveles similares de peroxidación lipídica, de actividad antioxidante y 

contenido en fenoles medidos en esporofitos juveniles de ambas profundidades sostiene dicha 

restricción en la producción de ROS. 

El nitrógeno total y los carbohidratos solubles revelaron que los esporofitos juveniles trasplantadas 

a aguas someras (3 m) y profundas (10 m) mantuvieron su calidad nutricional durante todo el 

experimento. Wheeler y North (1980) reportan que, la disponibilidad de nitrógeno es crítica para 

el crecimiento de los juveniles. El contenido de nitrógeno total obtenido por dichos autores fue de 

1.8- 3.2% de peso seco, mientras que en este estudio fue de 2- 2.72% de peso seco. Esto nos podría 

indicar primero que no hubo diferencias entre la disponibilidad de N entre profundidades 

experimentales, dos que tampoco hubo diferencia en las tasas de incorporación/asimilación y 

catabolismo del nitrógeno. Distintos trabajos documentan que las cinéticas de incorporación de 

NID pueden verse alteradas de acuerdo a la disponibilidad de luz, entre otros factores; por tanto, 

si estos cambios en cinéticas se dieron entre juveniles de ambas profundidades, es probable que 

no detectáramos cambios en el contenido en N debido al reducido periodo experimental. 

 

En general, nuestros resultados muestran por primera vez las estrategias de fotoaclimatación y 

fotoprotección de juveniles de M. pyrifera bajo condiciones de alta irradiancia. Nuestros resultados 

sugieren que M. pyrifera puede cultivarse en aguas relativamente poco profundas y así reducir 
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potencialmente los desafíos de instalación, monitoreo y recolección de cosecha. Sin embargo, hay 

que considerar algunas limitantes externas como las condiciones ambientales, y las limitaciones 

internas, como el estado de los esporofitos. Ambas limitaciones pueden restringir el alcance los 

resultados aquí obtenidos; por ejemplo, la resistencia de los juveniles podría depender de su estado 

fisiológico en cada estación del año. Además, las sinergias con otros factores bióticos y abióticos 

podrían alterar la vulnerabilidad de los esporofitos juveniles. Si bien los resultados aquí obtenidos 

aportan criterios científicos que pueden contribuir a la mejora de los sistemas de cultivo de esta 

especie, los resultados deben tratarse con cautela y corroborarse con investigaciones más 

específicas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

8. CONCLUSIONES  

 Los esporofitos juveniles de M. pyrifera trasplantados a una intensidad de luz de hasta 4.5 

veces más alta presentan estrategias de fotoaclimatación y fotoprotección en un corto 

periodo experimental (días).  

 

 Nuestros resultados indican que  la reducción de los pigmentos fotosintéticos, A y el α, 

además de un aumento en el NPQ  son mecanismos críticos para la fotoaclimatación y 

fotoprotección de los esporofitos juveniles de M. pyrifera. 

 

 Los resultados obtenidos sugieren que los mecanismos de fotoprotección y 

fotoaclimatación de los esporofitos juveniles de M. pyrifera son lo suficientemente 

efectivos que pueden limitar la producción excesiva de ROS cuando son trasplantados a 

intensidades de luz de hasta 4.5 veces más alta y así evitar un potencial daño oxidativo.  

 

 Los mecanismos de fotoaclimatación y fotoprotección desempeñados por lo esporofitos 

juveniles de M. pyrifera sugieren la factibilidad de un cultivo superficial en donde las 

condiciones de luz fuesen de hasta 4.5 veces más altas. De esta manera se podrían reducir 

los desafíos de instalación, monitoreo y recolección de la cosecha que conlleva un 

maricultivo.  
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