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1. INTRODUCCIÓN  

La intensa actividad de la industria petrolera que incluye la exploración, producción, 

transporte, operaciones de embarque y almacenamiento, rupturas de los oleoductos, 

accidentes de buques-tanque, derrames y explosiones de plataformas, conlleva la 

posibilidad de impactos de contaminación por petróleo y sus derivados en el ambiente 

marino (National Research Council, 2003). Además, los hidrocarburos también pueden 

ingresar al mar por otras vías, como las descargas industriales y municipales, 

deposiciones atmosféricas, emanaciones crónicas y discretas provenientes de 

afloramientos naturales marinos (Garcia-Cuellar et al., 2004). Lo anterior, ha 

ocasionado que en las últimas décadas, la contaminación por derrames petroleros en 

los océanos sea peligrosa para los ecosistemas marinos a nivel mundial (Parab et al., 

2008).  

En el caso de los  buques de servicio marítimo, el combustible utilizado de preferencia 

es el combustóleo, el cual debe combinarse con otros componentes, como el diésel, 

para cumplir con una especificación aceptable que sea adecuada para motores más 

grandes (Draffin, 2008).  La mezcla combustóleo/diesel puede ser una fuente de 

contaminación, sobre todo por los componentes moderadamente solubles en agua. 

Estos compuestos son conocidos como la fracción hidrosoluble del petróleo (WSF, por 

sus siglas en inglés, Water Soluble Fraction), fácilmente incorporables al ambiente 

marino y como consecuencia a la cadena trófica. Existe evidencia de que estos 

compuestos ocasionan efectos deletéreos en la biota marina (Pasquevich et al., 2013; 
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Vanzella et al., 2007), especialmente a los microorganismos planctónicos, como las 

microalgas, ya que su crecimiento y desarrollo dependen estrictamente de la calidad 

del agua (Morales-Loo & Goutx, 1990; Parab et al., 2008).  Además, la fracción soluble 

del diesel, WSF,  se ha reportado como tóxica para el desarrollo de varias microalgas, 

efecto que ha sido relacionado en especial con los hidrocarburos aromáticos 

pesados contenidos en la WSF (Gusmão et al., 2012). En caso de un derrame de 

petróleo, la fracción hidrosoluble se queda suspendida en el agua de mar y actuará 

como un reservorio de componentes químicos que serán liberados lentamente hacia 

el medio que lo rodea. Estos compuestos permanecen disueltos en ocasiones por 

largos períodos, y son incorporados por las diversas especies cuyo hábitat ha sido 

contaminado (National Research Council, 2003; Yuewen & Adzigbli, 2018).  

Para mitigar el impacto de esta problemática se recurre a la limpieza mecánica y al 

uso de dispersantes de manchas de petróleo, procedimientos que deben ser 

realizados con rapidez e inmediatamente después de ocurrido el derrame para lograr 

el menor daño posible. Sin embargo, estas medidas no son totalmente eficientes ya 

que, dependiendo de la celeridad y la eficiencia del proceso de remoción, el petróleo 

y sus derivados residuales o solubles en agua de mar, pueden ocasionar daños a los 

ecosistemas marinos (Silos-Rodríguez, 2008).  

Por lo antes mencionado, es necesaria la búsqueda de alternativas que complementen 

y hagan más eficientes e integrales los mecanismos de remoción del petróleo, dando 

solución a la problemática que representa el petróleo y en especial la fracción 

hidrosoluble. Una alternativa para solucionar esta problemática es la biorremediación, 
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la cual se basa en la biotransformación de compuestos considerados contaminantes 

haciendo uso de microorganismos o partes de estos. Si bien la biorremediación se ha 

utilizado desde hace más de 60 años, recientemente se han desarrollado nuevos 

procesos tomando en cuenta las características fisiológicas de los organismos 

involucrados, las rutas metabólicas asociadas y las características abióticas de los 

ambientes contaminados (Mohanta et al., 2015).  El tomar en cuenta estos factores y 

su integración en un proceso completo, ha hecho posible que la biorremediación pueda 

ser una opción alterna o complementaria a los métodos de remoción físicos.  

Uno de los factores que se consideran punto clave para la biorremediación, es la 

identificación y estudio de especies de microorganismos con capacidades metabólicas 

que faciliten la mineralización de los agentes contaminantes. Estos organismos 

usualmente se identifican en ambientes contaminados o se evalúa su capacidad en 

función de sus características fisiológicas. El fitoplancton, en específico, es un 

candidato idóneo para estudios de biorremediación (Ghasemi et al., 2011).  

Las microalgas marinas son los organismos más abundantes en ambientes acuáticos 

y pueden desarrollar una variedad de mecanismos para reducir la toxicidad de los 

hidrocarburos del petróleo (Torres et al., 2008). Se ha demostrado que las microalgas 

responden de manera diferente a la contaminación por hidrocarburos, dependiendo de 

la especie de microalga, así como del tipo y concentración del petróleo y sus derivados 

(Kadiri & Eboigbodin, 2012). Dunaliella tertiolecta es una microalga marina, conocida 

como una especie tolerante a los compuestos del petróleo en comparación a otras 

microalgas (Bretherton et al., 2020; Okumura et al., 2003; Siron et al., 1991). Esta 
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capacidad está relacionada con la aclimatación fisiológica y cambios bioquímicos en 

la microalga  para contrarrestar los efectos de la WSF (D. Carrera-Martinez et al., 2010; 

Morales-Loo & Goutx, 1990; Romero-Lopez et al., 2012). Si bien existe información 

sobre Dunaliella tertiolecta, la respuesta de esta microalga a la toxicidad de 

los derivados del petróleo crudo no se ha estudiado ampliamente (Bretherton et al., 

2018); para complementar la información actual se hace necesario investigar los 

mecanismos de respuesta de D. tertiolecta a la toxicidad de la WSF y su capacidad de 

aclimatación a estos compuestos.  

Por ser una microalga marina catalogada como resistente y capaz de crecer expuesta 

a la WSF, este trabajo propone el uso de Dunaliella tertiolecta para remover 

componentes de la WSF del combustóleo/diesel. La utilización de esta microalga se 

plantea como una herramienta biotecnológica complementaria para resolver 

problemas ambientales que conlleva los derrames de petróleo.  

2. ANTECEDENTES 

Dentro de la literatura actual se reporta la toxicidad del petróleo crudo que, al ser una 

mezcla compleja de hidrocarburos, puede ocasionar efectos de corto y mediano plazo 

en los ecosistemas acuáticos. El petróleo presenta una amenaza a todas las formas 

de vida, ya que los efectos tóxicos pueden trascender a través de las cadenas tróficas 

(Perhar & Arhonditsis, 2014). La respuesta del fitoplancton al petróleo y los 

dispersantes es muy variable y puede explicarse por el hecho de que diferentes 

especies poseen variadas características como, tamaño celular, movilidad, pared 
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celular, etc., que contribuyen de manera diferente a la forma en que las microalgas 

responden a los hidrocarburos.  Para las microalgas, se ha reportado que existe 

variabilidad en la resistencia de las especies a los compuestos de la WSF (Daniel 

Carrera-Martinez et al., 2011). En algunas microalgas la WSF causa estrés oxidativo 

(Jiang et al., 2010; Ramadass et al., 2015), afectando membranas celulares, la síntesis 

de proteínas, y un descenso en el contenido de clorofila a, entre otros efectos 

nocivos (Jiang et al., 2010). En condiciones de estrés ambiental, como la exposición a 

la WSF, las microalgas modifican las concentraciones de múltiples compuestos 

bioactivos dentro de la célula, como pigmentos, fenoles y lípidos como respuesta 

fisiológica (Fazeli et al., 2006; B. Wang & Jia, 2020).  

Dentro de los pigmentos que se han estudiado en microalgas, los carotenoides son los 

encargados de proteger el aparato fotosintético, al disipar el exceso de energía 

lumínica y por actuar como antioxidantes (Jahns & Holzwarth, 2012). Estos 

pigmentos cumplen un importante rol al amortiguar las especies reactivas de oxígeno 

(ROS) generadas durante la fotosíntesis, contribuyendo significativamente a la 

capacidad antioxidante total de las microalgas (Goiris et al., 2012; Jahns & Holzwarth, 

2012). Por otro lado, estudios han demostraron que los compuestos fenólicos actúan 

como un mecanismo protector contra una amplia gama de estresores, generando una 

variación en el contenido de fenoles en las microalgas (López et al., 2015). Este 

comportamiento se ha informado para D. tertiolecta, al presentar una variación 

significativa en el contenido de compuestos fenólicos bajo estrés por metales y 

diferentes intensidades de luz (Gomez et al., 2016; López et al., 2015). 
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Por otra parte, para muchas especies de microalgas, la producción de lípidos y 

proteínas se modifica en respuesta a diversas condiciones de estrés tales como el 

cambio de la salinidad (Tammam et al., 2013), la limitación de nutrientes (Rukminasari, 

2013), o la exposición a hidrocarburos y sus derivados (El-Sheekh et al., 2000; 

Morales-Loo & Goutx, 1990). Parab et al. (2008) reportaron que, a altas 

concentraciones de WSF, la tasa de crecimiento y la biosíntesis de proteínas de la 

microalga Thalassiosira sp. se afectaron negativamente, sugiriendo que la biosíntesis 

de proteínas podría considerarse un posible blanco de la toxicidad de los 

hidrocarburos. Para los lípidos, la WSF del petróleo crudo causó variaciones en el 

contenido de las diferentes clases de lípidos en D. tertiolecta, ocasionando una 

acumulación de hidrocarburos y esteroles en la fase logarítmica (Morales-Loo & Goutx, 

1990). Por otro lado, Shishlyannikov et al. (2017) reportaron que los hidrocarburos, por 

sus características fisicoquímicas, pueden incorporarse a la membrana y 

luego internalizarlos dentro de la célula, lo que conduce a una acumulación de 

hidrocarburos en los cuerpos lipídicos de las microalgas.  

Una característica de Dunaliella tertiolecta es que puede adaptarse a exposiciones 

intermitentes de petróleo (Romero-López et al., 2012), capacidad aprovechable en la 

biorremediación como lo indican diversos autores (Hatanaka et al., 1999; Hosseini 

Tafreshi & Shariati, 2009; Quesnel et al., 2011). Bretherton et al. (2018) ubica a esta 

microalga dentro del grupo de especies "resistentes" al petróleo crudo y/o a 

dispersantes de derrames de petróleo, reportando que el crecimiento de este grupo no 

se afecta por la presencia del petróleo y/o dispersantes de derrames de petróleo.  
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Shiu et al. (2020) observaron una disminución en la cantidad de ADN de D. tertiolecta 

a concentraciones bajas de WSF. Por el contrario, a concentraciones más altas de 

WSF la disminución de la cantidad de ADN fue menor, al igual que el resto de las 

microalgas estudiadas. Estos autores indicaron en su estudio un efecto nocivo en el 

crecimiento de D. tertiolecta. Estos resultados difieren con los hallazgos reportados 

por Bretherton et al. (2018), quienes agruparon a D. tertiolecta como una especie 

resistente a la WSF. Además de la variación entre especies se ha observado en las 

microalgas una variabilidad intraespecífica en la respuesta al petróleo (Bretherton et 

al., 2020).  

Los resultados obtenidos por Shiu et al. (2020) proporcionan evidencia de que D. 

tertiolecta tiene la capacidad de liberar sustancias poliméricas extracelulares y variar 

la composición química de éstas, en respuesta al estrés ambiental causado por la 

WSF. Los resultados de este estudio pueden ofrecer información esencial para el 

modelado del transporte y disposición final del petróleo y de sus dispersantes en caso 

de derrame.   

Desde la década de los setentas se han utilizado las microalgas con fines de 

biorremediación de aguas contaminadas por hidrocarburos. En 1975, Walker y 

colaboradores, utilizaron microalgas para la remoción de petróleo crudo y aceite de 

motor, y observaron que la eficiencia de degradación de hidrocarburos era variable 

dependiendo del tipo de petróleo. Costas Costas et al. (2012) patentaron un clon 

mejorado de la cepa Scenedesmus obtusus para su uso en la biorremediación y 

degradación de hidrocarburos, utilizado libre o inmovilizado en medios contaminados; 
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ellos mencionan que las microalgas inmovilizadas, consideradas como una 

herramienta biotecnológica, pueden ser de gran interés comercial para su aplicación 

en la biorremediación de aguas residuales provenientes de la industria. Las microalgas 

no sólo se usan para la remoción de hidrocarburos, sino también para la 

biorremediación de metales, nutrientes y colorantes, entre otros. Wu et al. (2020) 

utilizaron a la microalga de agua dulce Chlorella sp inmovilizada en alginato para 

biorremediar aguas residuales de la industria textil, disminuyendo la demanda química 

de oxígeno (DQO), amonio y el color de las aguas residuales textiles, después de 7 

días de cultivo.  

La inmovilización ha sido utilizada para estabilizar a las células, mejorar sus 

capacidades y prolongar su tiempo de vida. Existen diferentes procesos de 

inmovilización, entre los que se cuentan la encapsulación y el enlazamiento a soportes 

poliméricos (de-Bashan & Bashan, 2010); pero estos sistemas no han sido orientados 

para la biorremediación del medio marino contaminados por la fracción del petróleo 

soluble. Algunas de las desventajas de la inmovilización celular consisten en la ruptura 

de la membrana, pérdida de viabilidad celular y la disminución del crecimiento (Mallick, 

2002; Moreno-Garrido, 2008), lo que podría ocasionar una reducción de la capacidad 

propia de la especie de remover contaminantes del medio circundante.  

Cuando se utilizan organismos para la biorremediación, es importante dar seguimiento 

a su desarrollo, para asegurar óptimas condiciones fisiológicas. Durante la exposición 

de las microalgas a un contaminante como la WSF, el desarrollo de los organismos se 

puede evaluar mediante un indicador. Un buen indicador es cualquier parámetro 
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biológico susceptible de ser modificado cuando exista un daño en un organismo 

ocasionado por la exposición a contaminantes ambientales, es decir, en el monitoreo 

celular debe utilizarse un biomarcador como variable que indique la calidad del proceso 

(Guerra, 2003), como algunos metabolitos de las microalgas.  

Para dar seguimiento a los cambios metabólicos en las microalgas, la espectroscopía 

infrarroja por transformada de Fourier (FTIR, por sus siglas en inglés) se ha catalogado 

como una herramienta poderosa pero subutilizada para muchos aspectos en la 

investigación sobre las microalgas. Con esta herramienta es posible el estudio de las 

huellas metabólicas dentro de una misma especie de microalga cultivada en diferentes 

condiciones (Driver et al., 2015), o la presencia de un contaminante como la WSF. Del 

análisis por espectroscopía FTIR de las células de microalgas se obtienen espectros 

detallados, los que pueden proporcionar información bioquímica importante sobre 

carbohidratos, lípidos y proteínas que se encuentran dentro de una muestra (Figura 1) 

(Driver et al., 2015; Rüger et al., 2016). También, esta herramienta permite el 

monitoreo de las transiciones biomoleculares y la acumulación de lípidos mientras se 

usa una pequeña cantidad de biomasa y sin destruir las muestras (Grace et al., 

2020). Recientemente Grace et al. (2020) indicó que el uso de la derivada de segundo 

orden de los espectros de absorción de FTIR permite la separación de las bandas 

superpuestas de los espectros sin procesar, facilitando la identificación de las señales 

de las biomoléculas de interés. 



10 
 

 

Figura 1. Espectro de absorción de FTIR de una microalga, indicando la absorción 

de algunas biomoléculas (Fuente: modificado de Grace et al. 2020). 

3. HIPÓTESIS 

La microalga Dunaliella tertiolecta tiene la capacidad de remover la fracción 

hidrosoluble de derivados del petróleo en agua de mar. 

4. OBJETIVOS  

 Objetivo general 

Evaluar la capacidad de Dunaliella tertiolecta de remover la fracción hidrosoluble de 

derivados del petróleo en agua de mar  

 Objetivos particulares 

● Optimizar el método de cultivo de la microalga Dunaliella tertiolecta  

● Realizar estudios de exposición a la fracción hidrosoluble de la mezcla 

combustóleo/diesel para Dunaliella tertiolecta  
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● Evaluar la capacidad de Dunaliella tertiolecta para remover la fracción hidrosoluble 

de la mezcla combustóleo/diesel  

● Identificar los grupos funcionales y las bandas de absorción de las biomoléculas 

de Dunaliella tertiolecta  

● Inmovilizar células de Dunaliella tertiolecta a un biomaterial de origen marino 

 

5. MÉTODOS  

 Optimización del método de cultivo de la microalga Dunaliella tertiolecta 

y escalamiento 

 Obtención de la cepa de Dunaliella tertiolecta 

La microalga Dunaliella tertiolecta se obtuvo de la colección de cepas de microalgas 

del Departamento de Acuicultura (DA), del Centro de Investigación Científica y 

Educación Superior de Ensenada (CICESE), Baja California, México (Foto 1, Anexo). 

Se mantuvo un stock de microalgas en el laboratorio húmedo del DA, con el propósito 

de conservar la cepa en condiciones óptimas. Se cultivaron en matraces estériles de 

125 mL, en medio de cultivo f/2 (Guillard & Ryther, 1962) temperatura de 20±1 ºC, 

salinidad de 34 PSU, provisto de luz continua. Para el mantenimiento de la cepa se 

realizaron traspasos cada 21 días. 

Previo al escalamiento, la cepa de microalga D. tertiolecta se cultivó en volúmenes 

crecientes desde 100 mL hasta 2 L. El agua de mar utilizada para los cultivos fue 
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previamente esterilizada en autoclave a 120 °C, y posteriormente se le agregó el medio 

de cultivo f/2 (Guillard & Ryther, 1962). Las condiciones de cultivo que se establecieron 

fueron: luz continua (67 µmol m-2 s-1), temperatura de 19±1 ºC y salinidad de 34 PSU. 

Se realizaron conteos celulares diariamente para los cultivos en matraz Fernbach (2 

L) y el inóculo inicial fue de 60x103 cél·ml-1 (Foto 2, Anexo).    

 Cultivo y escalamiento 

Para obtener la biomasa suficiente para el análisis de los pigmentos, el peso seco y 

los fenoles totales de D. tertiolecta, se realizó el escalamiento a botellón de 20 L (con 

un volumen útil de 15 L), se partió de los cultivos en matraz Fernbach. El inóculo inicial 

fue de 100x103 cél·ml-1, por triplicado (Foto 3, Anexo).  Las condiciones de cultivo 

fueron: medio f/2, luz continua (240 µmol m-2 s-1), temperatura de 19±1 ºC, salinidad 

de 34 PSU y con aireación continua. Para identificar las fases de crecimiento se 

realizaron recuentos celulares diarios y para los análisis se realizaron muestreos los 

días 3, 5, 7, 9 y 11 de cultivo. El agua de mar utilizada en este nivel se esterilizó 

siguiendo las indicaciones de Hemerick (1973). 

 Monitoreo del cultivo 

5.1.3.1 Recuento celular 

Se evaluó la densidad del cultivo mediante recuentos celulares, utilizando una cámara 

Neubauer de 0.1 mm de profundidad y un microscopio Primo Star, Carl Zeiss. A su 

vez, se midió la densidad óptica del cultivo, a 678 nm con un espectrofotómetro HACH 

DR6000. 
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La tasa de crecimiento (µ:div·día-1) se calculó de acuerdo con la ecuación (1) descrita 

por (Vonshak & Maske, 1982) : 

          µ= 
Ln(X2/X1)/Ln(2) (1) 

t2 - t1  
 

Dónde:  µ = Tasa de crecimiento; 

X2 = Número de células en el tiempo t2  

X1 = Número de células en el tiempo t1  

t2 = Tiempo final en días 

t1 = Tiempo inicial en días  

 

5.1.3.2 Peso seco total (PST) y orgánico (PO) 

La biomasa producida también se cuantificó gravimétricamente como peso seco total 

(PST) y orgánico (PO). Alícuotas de volumen conocido, de cada una de las 

repeticiones de los cultivos, se tomaron los días 3, 7, 9, 11 y 14; las muestras se 

filtraron en filtros Whatman GF/C, de 47 mm de diámetro y para eliminar las sales se 

enjuagaron con formiato de amonio al 3%. Los filtros fueron lavados previamente, 

incinerados a 490 ºC en una mufla y pesados. Los filtros con microalgas se colocaron 

en un horno (Termolyne, modelo: serie de hornos 9000) a 65 ºC hasta obtener el peso 

seco constante (PST). Para obtener el contenido de cenizas (PC), los filtros con 

microalgas se incineraron consecutivamente en una mufla a 500 ºC durante 12 h y se 

pesaron. El peso seco orgánico (PSO) se calculó como la diferencia entre PST y el 

PC (Sorokin, 1973). 
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5.1.3.3 Medición de pH 

El pH del cultivo se midió al momento de tomar las muestras en los días 3, 5, 7, 9 y 11, 

mediante un potenciómetro HANNA checker. 

5.1.3.4 Pigmentos  

De cada una de las repeticiones de los cultivos de microalgas se recolectaron muestras 

(15 mL) los días 3, 5, 7, 9 y 11. Las muestras se centrifugaron a 4,000 rpm por 15 min 

y 10 °C (Thermo Scientific Heraeus, Megafuge 16R); los sobrenadantes se descartaron 

y los pellets de microalgas se almacenaron a -20 °C, hasta su análisis. Para el 

procedimiento de extracción, los pellets se descongelaron, se resuspendieron en 1.5 

mL de metanol al 100% y se sonicaron durante 5 min (Foto 4, Anexo). Las mezclas se 

almacenaron en la oscuridad durante 1 h a 4 °C y luego se centrifugaron. Los 

sobrenadantes se recuperaron y filtraron (0.2 µm) para analizarlos por HPLC 

(Cromatografía líquida de alta resolución), Agilent Technologies®, modelo 1260 

INFINITY, equipado con una columna Zorbax C8 de 4.36 x 150 mm y un tamaño de 

partícula de 5 μm.  La identificación y cuantificación de los pigmentos se realizó según 

lo descrito por Orosa et al. (2005). El tiempo de elución fue de 29 min con un flujo de 

0.5 mL min-1. Se utilizaron 3 solventes para la fase móvil: acetona, metanol y agua, 

siguiendo el gradiente de elución indicado en la Tabla I. 
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Tabla I. Gradiente de dilución de la fase móvil en el análisis de pigmentos por 

HPLC.  A: acetona, B: metanol y C: agua. 

 

Gradiente de dilución de 
solventes (%) 

Tiempo (min) A B C 

0 15 76 9 
9 50 45 5 
15 58 38 4 
17 70 27 3 
22 70 27 3 
25 100 0 0 

 

Las longitudes de onda de detección para la integración fueron 436, 450 y 476 nm. Se 

realizaron curvas de calibración con estándares de los pigmentos: clorofila a, β-

caroteno, licopeno, astaxantina, cantaxantina y luteína (DHI, Dinamarca).  El cálculo 

de contenido de pigmentos se realizó con base en el peso seco total de las microalgas 

(mg·g-1).  

5.1.3.5 Fenoles 

Los compuestos fenólicos totales en D. tertiolecta se extrajeron usando una 

modificación del método descrito por Goiris et al. (2012). Las microalgas se 

cosecharon por centrifugación (Centrífuga Allegra 64R, Beckman Coulter) a 4,800 

rpm durante 15 min y 10 °C y se liofilizaron. La extracción se realizó en 50 mg de 

biomasa liofilizada con 1.5 mL de mezcla de etanol/agua al 75 % (v/v) durante 4 h, 

durante este periodo, cada hora, se homogeneizó por ultrasonido durante 3 min. La 

mezcla se centrifugó a 4,500 rpm durante 15 min y los sobrenadantes obtenidos se 

almacenaron a -20 ºC hasta ser analizados. Las extracciones se realizaron en la 
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oscuridad a temperatura ambiente. El contenido fenólico de D. tertiolecta en los 

extractos se determinó utilizando el método Folin-Ciocalteu modificado y descrito 

por Goiris et al. (2012). Del extracto se tomó una alícuota de 200 µL y se mezcló con 

1.5 mL del reactivo Folin-Ciocalteu diluido diez veces con agua destilada y se dejó 

reposar durante 5 min a temperatura ambiente. Posteriormente, se añadieron a la 

mezcla 1.5 mL de solución de bicarbonato sódico (60 g· L-1) y se incubaron durante 90 

min a temperatura ambiente y enseguida se midió la absorbancia de cada muestra a 

765 nm. Los fenoles y polifenoles se cuantificaron utilizando ácido gálico como 

estándar para la curva de calibración y los resultados se expresan en miligramos de 

equivalentes de ácido gálico (GAE) por gramo de biomasa. 

 Análisis estadístico  

Para los resultados de conteo celular, pigmentos y fenoles fueron analizados para 

normalidad por la prueba de Kolmogorov-Smirnov. Una vez comprobada la distribución 

normal, se realizó un análisis de varianza de una vía con réplicas (ANOVA) con prueba 

de Levene para homogeneidad de varianzas, seguido de una prueba de comparación 

de medias de Tukey, para evaluar diferencias significativas entre los datos de los días 

muestreados (p < 0.05).  Para los valores de fenoles vs. el pH y tiempo del cultivo, se 

realizó una ANOVA con análisis de regresión múltiple. Para el análisis estadístico se 

utilizó el software Minitab Statistical Software (versión 17.3.1). Todos los resultados se 

presentan con desviación estándar (SD). 
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 Bioensayo preliminar - Exposición de Dunaliella tertiolecta a la WSF de 

combustóleo/diesel. 

Preparación de la solución stock de la WSF de combustóleo/dieselEl combustóleo fue 

provisto por la Capitán Norma Hernández de la Segunda Región Naval, Ensenada, 

Baja California, México. El diesel fue comprado directamente de una estación de 

servicio PEMEX en la misma ciudad. El combustóleo se mezcló con diésel en una 

relación 85:15, a partir de la cual se preparó una solución stock de WSF agregando 

agua de mar, en relación 9:1 (agua de mar: mezcla combustóleo/ diesel) (Siron et al., 

1991). Esta mezcla se dejó en obscuridad durante 96 h, agitando suavemente cada 12 

h, sin alterar la interfaz de aceite/agua. El agua de mar natural utilizada fue 

previamente filtrada a 0.45 µm, pasada por luz UV, y esterilizada en autoclave. 

 Prueba de exposición 

Las concentraciones de WSF utilizadas para la exposición de D. tertiolecta fueron 12.5 

y 50 % y un control (microalgas en medio f/2), con 5 tubos para cada uno con el fin de 

contar con una muestra para cada día de monitoreo (días 3, 6, 9, 12 y 15).  Además, 

se utilizaron tres tubos como controles no-biológicos (blanco) para la cuantificación de 

la WSF de la mezcla combustóleo/diésel (50 %). Todos los tubos se manejaron por 

triplicado, dando un total de 48 tubos por experimento (Foto 5, Anexo). Los tubos de 

ensayo utilizados con capacidad de 100 mL fueron previamente lavados con acetona, 

y con etanol absoluto. A cada tubo se le agregó un inóculo de 100x103 cél· ml-1 de D. 

tertiolecta, en un volumen final de 80 mL. La solución stock de WSF se diluyó en el 

medio de crecimiento estéril en proporciones determinadas para el ensayo. Los tubos 
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se mantuvieron con iluminación continua (67.5 μmol m-2 s-1), a 23 ± 1 ºC y sin aireación, 

durante 15 días.  

 Monitoreo del cultivo 

5.2.2.1 Recuento celular 

La densidad del cultivo se estimó por recuento celular usando una cámara Neubauer 

de 0.1 mm de profundidad, con ayuda de un microscopio compuesto (Zeiss, Primo 

Star). La tasa de crecimiento (µ) se calculó de acuerdo con Vonshak y Maske (1982) 

(ver inciso 5.1.3.1). 

5.2.2.2 Identificación de grupos funcionales por FTIR 

Para la caracterización por FTIR, se tomó una alícuota del cultivo de microalgas los 

días 3, 6, 9, 12 y 15. Se separó la biomasa del medio de cultivo por centrifugación, 

durante 10 min a 4,800 rpm y 4 °C (Figura 2). Después de centrifugar, se guardó el 

sobrenadante en tubos Falcon y el pellet celular se transfirió a un tubo Eppendorf y se 

congeló. Una vez finalizado el ensayo, se liofilizaron los pellets por 24 h. Al quedar 

totalmente secos, los tubos se sellaron y refrigeraron (Foto 6, Anexo). Posteriormente, 

con un FTIR Perkin-Elmer modelo Spectrum two, se midió la absorbancia de los pellets 

completos de microalgas, y con los espectros obtenidos se identificaron los grupos 

funcionales con base en la bibliografía disponible para FTIR en microalgas (Adhiya et 

al., 2002; Chen et al., 2011; Driver et al., 2015; Geun Goo et al., 2013; Grace et al., 

2020; Mecozzi et al., 2007; Shuping et al., 2010; Stuart, 2004; Xi & Chen, 2014; Zou et 

al., 2009). 
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Figura 2. Diagrama de separación por centrifugación, sobrenadante de agua de 

mar y pellet de Dunaliella tertiolecta una vez expuesta a la WSF.  

5.2.2.3 Monitoreo de la WSF por UV  

Los hidrocarburos en la WSF se extrajeron utilizando n-hexano, previa remoción de 

las microalgas por centrifugación (Figura 2). Para extraer la fase orgánica, que 

contiene la WSF, se tomó una alícuota de 45 mL del sobrenadante, se transfirió a un 

frasco de vidrio ámbar hermético de 100 mL y se le añadieron 5 mL de n-hexano. 

Después, la muestra se agitó vigorosamente para que el n-hexano arrastrara la mayor 

cantidad de hidrocarburos del agua de mar y se dejó reposar hasta que se separaron 

completamente las fases y se extrajo la fase orgánica. La extracción se realizó por 

triplicado y a este extracto se le realizó un barrido en el intervalo de luz ultravioleta con 

un espectrofotómetro Perkin-Elmer. Este análisis se realizó antes y después del 

bioensayo para observar cambios en la absorción por la WSF. 
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 Análisis estadístico  

Los resultados del recuento celular se analizaron mediante una ANOVA de dos vías 

con réplicas y las medias se compararon utilizando la prueba de comparación múltiple 

de medias de Tukey a un nivel de significancia del 95% (p < 0.05). El análisis 

estadístico se realizó con Minitab Statistical Software (versión 17.3.1). Todos los 

resultados se presentan con desviación estándar (SD). 

 Bioensayo definitivo. Evaluación de efectos de la WSF en Dunaliella 

tertiolecta. 

Para investigar los efectos de WSF sobre D. tertiolecta se realizó un experimento en 

tres pasos. En el primer paso, las microalgas fueron expuestas a la WSF al 50 % 

durante 15 días, y el crecimiento fue monitoreado por el recuento celular. El segundo 

paso fue cuantificar tres pigmentos (clorofila a, luteína y β-caroteno), así como cuatro 

metabolitos: proteínas, lípidos, ácidos grasos y fenoles.  Por último, realizó la 

caracterización por FTIR de los lípidos en la microalga. 

 Condiciones de cultivo 

Las microalgas para este bioensayo se tomaron del cultivo stock (inciso 5.1.1). Antes 

de la prueba de toxicidad, las microalgas se aclimataron, por 4 días, a condiciones de 

laboratorio: temperatura de 19 ± 1 ºC, salinidad de 34 ups, con luz continua (67.5 μmol 

m-2 s-1). El cultivo se mantuvo en un volumen de 1 L, con medio f/2 (Guillard y Ryther 

1962).  
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 Prueba de toxicidad 

La prueba de toxicidad se realizó con microalgas que se encontraban en la fase 

logarítmica. De acuerdo a los resultados obtenidos en el bioensayo preliminar (inciso 

5.2) se seleccionó una concentración de 50 % de WSF para el bioensayo, 

considerando esta concentración lo suficientemente alta como para causar un efecto 

en D. tertiolecta. El bioensayo se realizó en botellas de vidrio de 1 L, con un volumen 

útil de 900 mL, el inóculo inicial de microalgas fue de 100x103 cél·mL-1  (105 mL), y se 

agregó la concentración del 50 % de WSF (Foto 7, Anexo). Al grupo control, se le 

añadió el inóculo inicial de microalgas y se mezcló con agua de mar. Las botellas de 

control y de prueba se hicieron por triplicado. Las condiciones de laboratorio fueron: 

T=19 ± 1 ºC, aireación y luz continua (67.5 μmol m-2 s-1), en medio f/2 durante 15 días 

(Figura 3).  

Para dar seguimiento a las variaciones de los metabolitos estudiados durante la prueba 

de toxicidad, se realizaron muestreos cada tres días (días 3, 6, 9, 12 y 15), tomando 

una alícuota de 100 mL de cada una de las botellas de los tratamientos.  

Los controles no-biológicos, denominados “background” se mantuvieron bajo las 

mismas condiciones de laboratorio, estos controles solo contenían solución de WSF al 

50 % (WSF en agua de mar y nutrientes para medio f/2) y fueron de utilidad para 

cuantificar la WSF, así como la adsorción de estos compuestos en las superficies de 

la botella y la pérdidas por volatilización durante los 15 días de la prueba (n=3).   
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Figura 3. Estrategia de trabajo para el ensayo de toxicidad de Dunaliella tertiolecta 

expuesta a la WSF de combustóleo/diesel.  

 

 Monitoreo del cultivo 

5.3.3.1 Recuento celular 

Se evaluó la densidad del cultivo mediante recuentos celulares, utilizando una cámara 

Neubauer y la tasa de crecimiento (µ) se calculó de acuerdo con Vonshak y Maske 

(1982) (ver inciso 5.1.3.1) (Foto 8, Anexo). 
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5.3.3.2 Peso seco 

 La biomasa producida se determinó en función del peso seco total (PS). Se 

recolectaron muestras de 50 mL de los cultivos y se centrifugaron. Después de la 

centrifugación, el pellet se enjuagó con formiato de amonio al 3% y luego se liofilizó. El 

PS de la biomasa se determinó utilizando una balanza analítica (Explorer Pro EP114C, 

OHAUS, Suiza). 

5.3.3.3 Pigmentos  

Se colectaron muestras del cultivo de microalgas (15 mL) los días 3, 6, 9, 12 y 15, se 

centrifugaron a 4,800 rpm durante 15 min en una centrífuga refrigerada (Centrífuga 

Allegra 64R, Beckman Coulter). Los sobrenadantes se descartaron y los pellets de 

microalgas se almacenaron a -20 °C en atmosfera de nitrógeno hasta su posterior 

análisis. La extracción y cuantificación de pigmentos se realizó de acuerdo a la 

metodología descrita en el inciso 5.1.3.4.  

5.3.3.4 Fenoles 

Un alícuota de 15 mL de cultivo de cada una de las botellas se centrifugó a 4,800 

rpm durante 15 min en una centrífuga refrigerada (Centrífuga Allegra 64R, Beckman 

Coulter) y se liofilizaron.  El contenido fenólico de D. tertiolecta en los extractos se 

determinó utilizando el método Folin-Ciocalteu modificado y descrito por Goiris et 

al. (2012) (inciso 5.1.3.5). 
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5.3.3.5 Proteínas 

El contenido de proteína se determinó por el método de Lowry et al. (1951). Se 

cosecharon 15 mL del cultivo de microalgas y se centrifugaron a 4,500 rpm durante 15 

min, a 4 ° C y se conservó a -80 ° C en atmósfera de nitrógeno para su conservación. 

Posteriormente, se determinó la concentración por el método de Lowry y el intervalo 

de la curva de calibración fue de 25–500 µg mL-1 utilizando albúmina de suero bovino 

(BSA) como estándar. Las muestras se analizaron en un espectrofotómetro (Perkin-

Elmer) a una longitud de onda de 750 nm. 

5.3.3.6 Lípidos totales 

La cuantificación de lípidos totales se realizó mediante el ensayo de sulfo-fosfo-vanilina 

(SPV), descrito por (Mishra et al., 2014). La biomasa de D. tertiolecta se obtuvo 

mediante centrifugación de una muestra (5 - 10 mL de cultivo) a 4000 rpm durante 10 

min. El reactivo de fosfo-vanilina se preparó disolviendo 0.6 g de vainillina en 10 mL 

de etanol absoluto, luego se le adicionó 90 mL de agua desionizada, agitando 

constantemente. Posteriormente, se añadieron 400 mL de ácido fosfórico concentrado. 

El reactivo de fosfo-vainillina se preparó poco antes de cada cuantificación para 

garantizar una alta actividad.  Para la cuantificación de lípidos, se añadieron 2 mL de 

ácido sulfúrico concentrado (98%) a la muestra y se calentó durante 10 min a 100ºC, 

luego se enfrió durante 5 min en un baño de hielo. Posteriormente, se añadieron 5 mL 

de reactivo de fosfo-vainillina y la muestra se incubó durante 15 min a 37ºC. 

Posteriormente se leyó la absorbancia a 530 nm. Se usó aceite de canola (Sigma-

Aldrich) como estándar para la curva de calibración en el intervalo 25–2000 µg· mL-1. 
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5.3.3.7 Perfil de ácidos grasos 

Los ácidos grasos se extrajeron de la biomasa liofilizada, cosechada en el día 15 (50 

mg), con la mezcla de diclorometano:metanol (2:1) por triplicado (Folch, et al., 1957,  

modificado y citado por Badillo Zapata et al. 2016). Al extracto obtenido se le añadió el 

antioxidante BHT al 0.01 %. Se recuperó la fase orgánica del extracto y se le adicionó 

1 mL de agua y 50 µL de HCl al 0.6N, se agitó y se centrifugó a 3000 rpm por 10 min 

a 4 °C. Se descartó la fase acuosa y el solvente se evaporó con flujo de nitrógeno. El 

extracto obtenido se saponificó con una solución metanólica al 90 % en KOH 0.3 N y 

se dejó en baño maría a 60 °C por 30 min.  Se enfrió a temperatura ambiente y luego 

se le agregó un volumen de 600 µL de agua destilada y 400 µL de hexano. La mezcla 

fue agitada vigorosamente para realizar la extracción. Posteriormente, se centrifugó a 

3000 rpm por 10 min a 4 °C, descartando la capa de hexano.  Este proceso se repitió 

y se le adicionó 100 µL de HCl 6N antes de centrifugar. Se recuperó la fase orgánica 

(hexano) y evaporó el solvente con flujo de nitrógeno, y en la muestra quedaron los 

lípidos saponificados. Para formar los ésteres metílicos de ácidos grasos (FAME), se 

añadió un volumen de 500 μL de una solución de trifloruro de boro al 14 % en metanol. 

Se calentó la mezcla a 60 °C durante 15 min, luego se le agregaron 200 µL de agua y 

300 µL de hexano y se centrifugó a 2000 rpm por 5 min a 4 °C. La capa de hexano, 

que contiene los FAME, se recuperó y evaporó bajo flujo de nitrógeno. Las muestras 

se almacenaron a 4 °C, en viales sellados herméticamente hasta su posterior análisis. 

El total de FAME se pesó y se suspendió en hexano para obtener una concentración 

final de 100 mg mL-1  (Badillo Zapata et al., 2016). Las muestras se analizaron en un 
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cromatógrafo de gases Agilent GC 6850, equipado con un inyector dividido / sin divisor, 

un detector de ionización de llama (FID) y una columna capilar (Agilent, DB-FFAP; 

Agilent J&W, columnas GC; 30 m x 0.320 mm, espesor de película 0.25 µm). El gas 

portador utilizado fue nitrógeno. Los picos FAME se identificaron y cuantificaron 

utilizando como estándar una mezcla de 37 componentes (FAME, Supelco / Sigma-

Aldrich). El contenido total de lípidos se calculó sumando todos los picos, excepto el 

pico de disolvente (Mishra et al. 2014). 

5.3.3.8 Caracterización de lípidos por FTIR 

D. tertiolecta se cosechó cada tercer día por centrifugación durante 15 min a 4000 rpm 

y 4 ºC. Posteriormente, el pellet se transfirió a un tubo Eppendorf y se congeló a -20 

ºC con atmósfera de nitrógeno. Los pellets se liofilizaron durante 24 h y se 

almacenaron a -20 °C. Los grupos funcionales en la biomasa se caracterizaron usando 

un Perkin-Elmer FTIR Spectrum Two. Los espectros fueron normalizados por la banda 

Amida I a ~1,650 cm-1, y luego suavizados por el método Savitzky-Golay usando 

el software Origin Pro 8.0 (Origin Lab Corporation, Northampton, MA, EUA). Las 

absorbancias de los espectros FTIR se usaron para calcular la derivada de segundo 

orden, y se obtuvo un pico negativo para cada banda y hombro en los espectros de 

absorción original (Stuart, 2004). Las derivadas de segundo orden de la absorbancia 

se expresaron como SDA. Posteriormente se calculó el área de los picos negativos de 

las bandas lipídicas para obtener el contenido total de lípidos de las microalgas, 

utilizando la ecuación (2):    
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൫𝐴்௢௧௔௟ ௟௜௣௜ௗ௦൯ = (𝐴௎ி஺) + (𝐴்஺ீ௦)   (2) 

 
Dónde: 

(𝐴௎ி஺)  = Suma total de áreas de bandas de ácidos grasos insaturados  

  = (𝐴ଵଶଽ଴ ௖௠షభ) + (𝐴ଷ଴ଵ଴ ௖௠షభ) 

(𝐴ଵଶଽ଴ ௖௠షభ)  = Área del pico negativo debido a la vibración de =C-H  

(𝐴ଷ଴ଵ଴ ௖௠షభ) = Área del pico negativo debido a la vibración en enlaces CH = CH 

(𝐴்஺ீ௦)  = Área total de los triacilglicéridos = (𝐴ଵ଻ସ଴ ௖௠షభ) 

(𝐴ଵ଻ସ଴ ௖௠షభ)  = Área del pico negativo debido a la vibración del carbonilo νC=O  

A partir de los resultados en la ecuación (2), se evaluaron y monitorearon las 

transiciones biomoleculares de los lípidos. A TAG y A UFA fueron calculados 

como un porcentaje de los lípidos totales. 
 

 Cuantificación de la WSF  

Los hidrocarburos en la WSF se extrajeron utilizando n-hexano, en el tiempo cero y 

para el día 15 en las botellas de controles no biológicos (background) y a las botellas 

con WSF y Dunaliella tertiolecta (WSF tratada). En el presente trabajo la “WSF tratada” 

se refiere al agua que ha sido sometida a un proceso de descontaminación por parte 

de las microalgas. La extracción de la WSF para su cuantificación se realizó según lo 

descrito en el inciso 5.2.2.3. El extracto obtenido se filtró a través de una columna de 

sílice y el solvente se evaporó bajo campana. El residuo se suspendió en 700 µL de 

hexano y se analizó por cromatografía de gases (Technologies 7890B GC System; 

columna capilar HP-5 Agilent de 30 m). 
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 Análisis estadístico 

Los resultados se analizaron mediante una ANOVA de dos vías con réplicas y las 

medias se compararon utilizando la prueba de Tukey para la variación de los datos a 

través del tiempo (p < 0.05), así como la prueba t para la comparación de las muestras 

por día (p < 0.05). Para el análisis estadístico se utilizó el software Minitab Statistical 

Software (versión 17.3.1). Todos los resultados se presentan con desviación estándar 

(SD).  

 Inmovilización de Dunaliella tertiolecta  

Para la inmovilización de las microalgas se preparó una solución de alginato de sodio 

al 2.6 % y NaCl al 3.4 % en agua destilada, agitando vigorosamente. Una vez disuelto 

el alginato y el cloruro de sodio, se esterilizó la solución. El cloruro de sodio se añadió 

para simular la salinidad del agua de mar utilizada en los cultivos y no dañar a la 

microalga al momento de mezclar la solución de alginato con el cultivo. Para gelificar 

el alginato se preparó una solución de CaCl2 a 0.1M y NaCl al 3.4 %, la cual también 

se esterilizó. Previo a la esterilización de las soluciones se ajustó el pH a 8. Para la 

formación de las perlas de alginato, se añadió un volumen conocido de medio de 

cultivo con microalgas hasta obtener una concentración final de alginato al 2 %. Se 

transfirió la mezcla alginato + D. tertiolecta a una bureta, previamente esterilizada, 

adicionando gota a gota la mezcla a la solución de cloruro de calcio, agitando 

manualmente con movimientos circulares suaves.  Las perlas de alginato de calcio con 

D. tertiolecta se recolectaron y se lavaron con agua de mar estéril, utilizando 60 perlas 

para su caracterización. Se midió el diámetro de las esferas y el volumen de agua 
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desplazado por cada perla (n=20) (Foto 9, Anexo). Con base en el volumen calculado 

de la esfera y el volumen de agua desplazada por perla se calculó el porcentaje de 

retención de agua, de acuerdo con la ecuación (3). 

% Retención de agua = 100 − ቀ
௏௢௟௨௠௘௡ ௗ௘௦௣௟௔௭௔ௗ௢

௏௢௟௨௠௘௡ ௖௔௟௖௨௟௔ௗ௢
∗ 100ቁ         (3) 

Para evaluar el crecimiento de las microalgas en perlas de alginato se cultivó D. 

tertiolecta inmovilizada en matraces de 125 mL (n=3). En una probeta estéril se midió 

un volumen de 90 mL de medio de cultivo f/2 y se adicionaron las perlas de alginato 

hasta aforar a 110 mL (aprox. 500 perlas). Posteriormente, se transfirieron a los 

matraces, donde se mantuvieron durante 21 días a una temperatura de 19± 2 ºC, 

provisto de luz continua (67 µmol m-2 s-1).  

 Monitoreo de cultivos de microalgas en perlas de alginato. 

La superficie y el interior de las perlas se observaron bajo el microscopio óptico los 

días de muestreo (días 2, 4, 6, 8, 14 y 21). Las esferas fueron cortadas 

transversalmente para su observación.  

5.4.1.1 Recuento celular 

Para los recuentos celulares se tomaron 10 perlas de cada matraz y se disolvieron en 

10 mL de buffer de fosfatos 2 M y una gota de Lugol para fijar las microalgas. Una vez 

disueltas las perlas se determinó la densidad del cultivo mediante recuentos celulares, 

utilizando una cámara Neubauer. La tasa de crecimiento (µ) se calculó de acuerdo 

con Vonshak y Maske (1982) (ver inciso 5.1.3.1). 
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6. RESULTADOS  

 Optimización del método de cultivo de la microalga Dunaliella tertiolecta  

 Monitoreo del cultivo  

La curva de crecimiento observada en el cultivo es típica de un cultivo por lotes de 

algas; presenta cuatro fases definidas: lag (1), logarítmica (2), crecimiento lento (3) y 

estacionaria (4) (Figura 4). La sucesión de fases en el crecimiento de un cultivo de 

microalgas se caracteriza por variaciones en la tasa de crecimiento, y esta es una 

concepción clásica, pero las diferentes fases no siempre se han definido de la misma 

manera (Monod, 1949). Las fases se definieron para este trabajo como: (1) Fase lag: 

tasa de crecimiento nulo (µ=0), (2) Fase logarítmica: aumento de la tasa de crecimiento 

(µ ≥0.5), (3) Fase de crecimiento lento: la tasa de crecimiento disminuye (0>µ<0.5) y 

(4). Fase estacionaria: tasa de crecimiento nulo (µ=0). La fase lag duró un día, la fase 

logarítmica (FL) en todos los cultivos duró cuatro días, seguido de una fase de 

crecimiento lento (FCL) que duró cinco días y luego una fase estacionaria (FE) hasta 

el final del cultivo el día 14. Las tasas máximas de crecimiento (µ) fueron de 1.5 y 1.4, 

observadas en el segundo y tercer día, respectivamente.  

En las condiciones experimentales, la densidad celular alcanzó una producción de 

aproximadamente 3 x 106 cél·mL-1 desde el día 10 hasta el día 14.  
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Figura 4. Curva de crecimiento para Dunaliella tertiolecta. Fases: (1) Lag, (2) 

logarítmica, (3) crecimiento lento y (4) estacionaria. Los puntos muestran 

resultados promedio (n=3). Las barras de error indican SD. 

  

Existe una relación lineal entre la densidad óptica y los recuentos celulares, como se 

muestra en la Figura 5.  Se realizaron dos curvas de correlación, una para la FL y otra 

para toda la curva, para las que se obtuvieron valores de R=0.99 y R=0.98, 

respectivamente.  
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Figura 5. Correlación lineal entre la densidad óptica (DO) de las suspensiones 

celulares y el recuento celular de D. tertiolecta. DO en unidades de 

absorbancia y recuento de cél·mL-1. Símbolos: (●) regresión lineal con 

datos de la FL, pendiente de 0.1204 y coeficiente de correlación de 

0.99; (□) regresión lineal con los datos de toda la curva de crecimiento de 

las microalgas, pendiente de 0.1956 y coeficiente de correlación de 

0.98. Los símbolos de la FL se superponen con los de la primera parte de 

toda la curva de crecimiento. 

  

El peso seco celular tendió a disminuir en la FL, que oscilaba entre 230 y 129 pg· cél-

1 (Tabla II). Por el contrario, se observó que el peso seco aumentó durante las FCL y 

FE de 162 a 236 pg·cél-1.  

Los pesos celulares orgánicos fueron similares entre las FL y FCL. En la FE (día 14); 

los pesos orgánicos fueron significativamente más altos que en la FL y de FCL 

temprano. 
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Tabla II. Peso seco total (PST), peso seco orgánico (PSO) y fenoles en D. 

tertiolecta en las diferentes fases de crecimiento. 

  Tiempo (días) 
Parámetros 3 4 5 7 9 11 14 
PST (pg cél-1) 230.82± 

13.80ab 
156.70± 
38.98cd 

129.77± 
22.34d 

166.77± 
30.34bcd 

162.76± 
5.46bcd 

204.55± 
24.43abc 

236.46± 
32.40a 

PSO (pg cél-1) 117.49± 
8.61ab 

111.82± 
28.95ab 

96.14± 
9.12c 

111.99± 
17.38bc 

143.70± 
5.63ab 

144.77± 
3.16ab 

169.40± 
17.99a 

Fenoles 
(GAE) 

(pg cél-1) 0.30± 
0.03c 

0.29± 
0.09c 

0.29±  
0.03c 

0.53± 
0.10b 

0.60± 
0.04ab 

0.76± 
0.06a 

0.75± 
0.04a 

(mg g-1) 2.45± 
0.32c 

2.58± 
0.16c 

3.02±  
0.05c 

4.73± 
0.13ab 

4.14± 
0.35b 

5.26± 
0.30a 

4.44± 
0.51ab 

Valores expresados como promedio ± SD, n=3. Diferentes letras superpuestas en la 
misma columna indican una diferencia estadística significativa (Prueba de Tukey p < 
0.05). 

 

6.1.1.1 Pigmentos 

En la FL de crecimiento, el contenido de la clorofila a se mantuvo constante, el contrario 

a lo observado a partir de la FCL, durante la cual la clorofila a tendió a disminuir a 

medida que el cultivo iba envejeciendo. Por otra parte, el contenido de luteína 

incrementó desde la FL a la FCL. Los máximos valores se presentaron en la FCL 

temprana, seguido de una disminución en la FE. Para las FL y FCL, los carotenoides 

fueron dominados por luteína, que representó entre el 0.70 a 0.75 mg·g-1 de PST de 

microalgas.  Respecto al β-caroteno, éste solo se detectó en la FL, en bajas 

concentraciones (Tabla III). En este estudio no se detectaron los pigmentos licopeno, 

astaxantina, y cantaxantina en D. tertiolecta. 
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Tabla III. Contenido de pigmentos (pg cél-1) en D. tertiolecta a través de 

diferentes fases de crecimiento. 

  Tiempo (días) 
Pigmentos   3 5 7 9 11 
Clorofila a (pg cél-1) 1.59±0.53a 1.32±0.35ab 0.82±0.52abc 0.32±0.32bc 0.09±0.03c 

(mg g-1) 7.02±2.78a 10.23±2.31a 5.44±4.43ab 1.75±2.12b 0.46±0.20b 
Luteína (pg cél-1) 0.09±0.02ab 0.10±0.03ab 0.11±0.02a 0.06±0.03ab 0.04±0.01b 

(mg g-1) 0.40±0.08ab 0.75±0.40a 0.70±0.28a 0.36±0.22ab 0.19±0.09b 
β-caroteno (pg cél-1) 0.005±0.000 0.003±0.003 n.d. n.d. n.d. 

(mg g-1) 0.021±0.003 0.025±0.003 n.d. n.d. n.d. 
Valores expresados como promedio ± SD; n=3. Diferentes letras superpuestas en la misma columna 
indican diferencia significativa (p < 0.05) n.d.: no detectado.  
  

Se observó una correlación lineal entre las concentraciones de clorofila y luteína, en 

las fases FCL hasta FE, la concentración de clorofila disminuyó proporcionalmente al 

contenido de luteína con un coeficiente de correlación del 96% (Figura 6).  

 

Figura 6. Correlación entre la luteína y la clorofila a en las células de D. 

tertiolecta (los datos se muestran en la Tabla III). Datos obtenidos a partir 

de muestras de los tres lotes estudiados en las fases de crecimiento lento 

y estacionaria. Coeficiente de correlación: 0.96, pendiente de 0.0839. 
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6.1.1.2 Medición de pH 

En el momento de la toma de muestra se midió el pH para las tres réplicas. Los valores 

de pH fueron significativamente mayores en los días cinco y siete (pH 9.5 y 9.1, 

respectivamente), luego disminuyó el día nueve (pH 8.6), llegando finalmente al 

mínimo en el día 11 (Figura 7).  Se relacionó la variación de luteína por célula con los 

valores de pH en el cultivo al momento de la toma de la muestra. Los valores más bajo 

de luteína (0.04 ± 0.01 pg cél-1) coinciden con el mínimo de pH (día 11).  

 

Figura 7. Valor de pH del cultivo y contenido de luteína por células determinadas 

en los diferentes puntos de la curva de crecimiento de D. 

tertiolecta. Símbolos: Las barras y los cuadrados sólidos representan el 

contenido de luteína por célula y los valores de pH, respectivamente; 

n=3. Las barras de error indican SD. 
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6.1.1.3  Fenoles 

El contenido fenólico osciló entre 0.28 y 0.78 pg de GAE por célula, con diferencias 

significativas entre las fases de crecimiento (Tabla II). El contenido máximo de fenoles 

se encontró en la fase estacionaria. En el análisis de regresión múltiple, realizado para 

el contenido de fenoles versus el pH y el tiempo de cultivo, se obtuvo una R2 = 0.8948 

(Tabla IV).  La prueba indicó solo una pequeña contribución (1.66 %) para el tiempo 

de crecimiento, pero una gran contribución (87.81 %) para el pH del cultivo. 

Tabla IV. Análisis de variancia con análisis de regresión múltiple: contenido de 

fenoles vs. el pH y tiempo (p=0.05).  

  Análisis de regresión: Fenoles vs. pH, Tiempo  
Fuente GL  SC Sec. Contribución SC Ajust.   MC Ajust.   Valor F   Valor p 
Regresión 2 0.632472 89.48% 0.632472 0.316236 63.78 0.000 
pH   1 0.620713 87.81% 0.049306 0.049306 9.94 0.007 
Tiempo 1 0.011759 1.66% 0.011759 0.011759 2.37 0.144 
Error 15 0.074378 10.52% 0.074378 0.004959     
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 Bioensayo Preliminar - Exposición de Dunaliella tertiolecta a la WSF de 

combustóleo/diesel.  

 Caracterización de la fracción hidrosoluble de la mezcla de 

combustóleo/diesel 

La descripción del combustóleo en su hoja de seguridad (ver en anexo) establece que 

es un residuo de la destilación del petróleo crudo, en su mayoría conformado por 

compuestos de más de 20 átomos de carbonos, entre ellos alcanos, alquenos y 

aromáticos, de color negro, de alta viscosidad e insolubles en agua. La fracción 
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hidrosoluble del combustóleo se extrajo con hexano y el extracto obtenido se exploró 

por espectrofotometría de absorción UV. El espectro resultante se comparó con lo 

encontrado en la literatura (Figura 8). La densidad del combustóleo es difícil de medir 

debido a su alta viscosidad, por lo que se hizo una dilución de combustóleo:diesel 

(85:15), obteniendo una densidad de 860.3 kg m-3 para la mezcla de combustibles.  
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Figura 8. (a) Espectro de absorción UV de la fracción hidrosoluble del combustóleo 

en hexano, a tres concentraciones diferentes y (b) espectro UV indicado 

con flecha roja de la fracción hidrosoluble del combustóleo en hexano 

obtenido por Neff & Anderson (1975).  

 

 Monitoreo de cultivo   

Para ningún cultivo se presentó una fase lag, iniciando directamente a la fase 

logarítmica (FL), con tasas de crecimiento sobre 0.5. Se observó diferencias en los 

b a 
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conteos durante las FL y fase de crecimiento lento (FCL), pero los cultivos se 

estabilizaron obteniendo valores similares para la fase estacionaria (FE), alcanzando 

más de 2x106 cél·mL-1 (Figura 9). 

 

Figura 9. Curva de crecimiento para Dunaliella tertiolecta, expuesta a la WSF en 

dos concentraciones (12.5 % y 50 %) y el control.  Las barras de error 

representan el error estándar, n = 3. (*) Indica una diferencia estadística 

significativa (p <0.05). 

Para la densidad celular se observaron diferencias significativas entre tratamientos, 

por lo que se aplicó una prueba comparativa de Tukey (Tabla V). No hubo diferencias 

significativas en el número de cél·mL-1 entre el grupo control y el grupo expuesto a 

WSF al 12.5 %. Por el contrario, para el grupo expuesto WSF al 50 % en los días 3 al 

7 de cultivo los conteos celulares fueron significativamente más altos comparados con 

los valores del control. Estas diferencias observadas corresponden a la FL y FCL 

temprana.   
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Tabla V. Análisis de varianza de dos vías para el crecimiento de Dunaliella 

tertiolecta expuesta a una concentración de 12.5 % y 50 % de WSF, y el 

control.  

Origen de las 
variaciones 

Suma de 
cuadrados 

Grados de 
libertad 

Promedio de los 
cuadrados F Probabilidad 

Valor crítico 
para F 

Tiempo 3.477E+13 9 3.8633E+12 79.958 4.828E-30 2.040 

Tratamientos 1.416E+12 2 7.082E+11 14.657 6.561E-06 3.150 

Interacción 1.986E+12 18 1.104E+11 2.284 0.009 1.778 

Dentro del grupo 2.899E+12 60 4.832E+10 
   

Total 4.1071E+13 89 
    

 

6.2.2.1 Identificación de grupos funcionales por FTIR  

Se realizaron las asignaciones de grupos funcionales en los espectros de FTIR de D. 

tertiolecta para cada tratamiento (Tabla VI). Se identificaron las bandas de absorción 

de las biomoléculas más importantes del espectro de las microalgas (Figura 10). 

Tabla VI. Asignación posible de las señales observadas en los espectros de FT-

IR de D. tertiolecta. 

N. de onda 
(cm-1) 

                    Grupo funcional 

3288 OH Agua, alcohol y fenoles 

3014 C-H de C=CH- Cadenas de lípidos insaturados 

2958 CH3 Vibraciones de ácidos grasos 

2925 CH2 Alcanos, ácidos grasos 

2877 CH3 Ácidos grasos 

2854 OH Carboxilos, ácidos grasos 

2825 CH2 Vibraciones de ácidos grasos 

1740 C-O-C Esteres de ac. Grasos 

1655 C-O Amidas I, amidas de proteínas 
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N. de onda 
(cm-1) 

                    Grupo funcional 

1595 -CH Anillos aromáticos 

1545 N-H Amidas I, amidas de proteínas 

1452 CH2 y CH3 
Anillos aromáticos, lípidos y 
proteínas 

1386 C-O Grupos carboxílicos 

1290 =C-H 
Vibraciones de lípidos 
insaturados 

1140 C-O-C Polisacáridos 

1107 C-O-C Polisacáridos 

1078 C-O Carbohidratos  

1042 C-O Carbohidratos  

1019 P=O Fosfolípidos y ácidos nucleicos  

998 C-O Carbohidratos  

923 C-O Carbohidratos  

861 C=N Clorofila y nucleótidos  

574 P Vibraciones del fosfato 

 

 

Figura 10. Espectro de FTIR de D. tertiolecta durante la fase logarítmica, de 

crecimiento lento y estacionaria, indicando las bandas de absorción de las 

biomoléculas.  
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En los espectros de FTIR de D. tertiolecta se identificaron bandas típicas de absorción 

para los grupos control y expuestos a la WSF, pero se observaron diferencias en las 

intensidades (intervalo 4500-500 cm-1) (Figura 11 a, b y c). En la banda de los lípidos 

entre 3050 - 2800 cm-1, la señal de CH3 prácticamente desaparece en el tratamiento 

con WSF al 50 %, a diferencia del control y del tratamiento con WSF al 12.5 %, en los 

que se observa en todos los días de muestreo. La señal de CH2 se observa más 

definida para las microalgas expuestas a la WSF, cuando se compara con el control. 

La señal característica de los ésteres (1770 - 1710 cm-1) no se observa en las primeras 

fases de crecimiento, solo es visible hasta la fase estacionaria.  

Las bandas amida I y amida II, correspondiente a las proteínas, se muestran definidas 

en los tres tratamientos, en las muestras de todos los días. Las señales características 

de los polisacáridos y carbohidratos se mantuvieron presentes pero traslapadas en los 

tres tratamientos variando la intensidad en la absorbancia.   
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Figura 11. Espectro de FTIR de la microalga D. tertiolecta en los diferentes días 

de muestreo. (a) Grupo control (b) Grupo expuesto a WSF al 12.5 % y (c) 

Grupo expuesto a WSF al 50 %.   

 

b 

c 
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6.2.2.2 Monitoreo de la WSF por UV 

En los espectros de UV de la WSF de los tratamientos se observa una disminución en 

la absorbancia del pico máximo (224 nm), a través del tiempo.  Para el grupo expuesto 

a la WSF al 50 %, después de 15 días de exposición, se obtuvo una disminución de 

un 76% en la absorbancia a 224 nm, comparada con el valor medido para la WSF al 

50 % en el tiempo cero (Figura 12). El tratamiento con microalgas para la remoción de 

la WSF al 50 %, después de 15 días se le denominó como agua tratada.  Por otra 

parte, se observó una disminución del 8% en la absorbancia a 224 nm, a lo largo del 

experimento desde t= 0 hasta t= 15 d para control no-biológico.  

 

Figura 12. Espectro de UV de las fracciones obtenidas por extracción con hexano 

del agua de mar libre del paquete celular, para el control (C), tratamiento 

WSF al 50 % (B) y control no-biológico (WSF).  
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 Bioensayo Definitivo. Evaluación de efectos de la WSF en Dunaliella 

tertiolecta.  

 Monitoreo del cultivo 

No se observó fase lag en las curvas de crecimiento de D. tertiolecta cultivada con 

WSF al 50 % ni en el control (Figura 13a). La fase logarítmica (FL) en todos los medios 

de cultivo duró cinco días, seguida de una fase de crecimiento lento (FCL) que duró 

siete días. Posteriormente, se observó una fase estacionaria (FE) hasta el final del 

cultivo en el día 15. En esta etapa, la densidad máxima de microalgas del 

grupo expuesto al WSF (4.54×10 6 cél·mL−1) no tuvo diferencias significativas con el 

grupo de control (4.67×10 6 cél·mL−1). Las tasas de crecimiento máximas (μ) fueron 

1.08 div·día-1 en el día tres y 1.21 div·día-1 en el día cuatro para el grupo expuesto y el 

grupo control, respectivamente (Figura 13b). Se encontró una disminución en la tasa 

de crecimiento en el día 4 en el grupo expuesto, con una diferencia significativa en 

comparación con el grupo control.  
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Figura 13. (a) Curva de crecimiento para Dunaliella tertiolecta. (b) Tasa de 

crecimiento µ (div·día-1) de D. tertiolecta. Las barras de error representan 

el error estándar, n = 3. (*) Indica una diferencia estadística significativa 

(p <0.05). 

 

6.3.1.1 Pigmentos 

El contenido más alto de clorofila a se determinó en el grupo control con 9.83 mg·g-

1 en la FCL temprana (día 6). En el grupo expuesto a la WSF, se observó un aumento 

en el contenido de clorofila a entre el día 3 (1.91 mg·g -1) y el día 6 (5.71 mg·g -

1), alcanzando un nivel que se mantuvo hasta el final de la prueba (Figura 14a). Se 

observó una diferencia significativa en el contenido de clorofila a entre el control y el 

grupo expuesto en el día 6, donde el valor de este pigmento en el grupo expuesto 

fue 42% más bajo que la clorofila a en el control. 
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Figura 14. Pigmentos en Dunaliella tertiolecta expuestos al 50 % de WSF y grupo 

control, en medio f/2. (a) Clorofila a, (b) Luteína y (c) β-caroteno 

expresado en miligramos por gramo de peso seco (mg·g-1 PST). Las 

barras de error representan el error estándar, n = 3. (*) Indica una 

diferencia significativa entre los grupos (p <0.05). 

 

En la productividad de luteína, no hubo diferencia entre los grupos. El contenido 

máximo de luteína se encontró en el día 6 para el control con 3.65 mg·g-1 (Figura 

14b). Después de 15 días de exposición a la WSF, la cantidad de luteína detectada 

fue de 2.31 mg·g-1, valor comparable con la concentración encontrada en el grupo 

control (2.02 mg·g-1). La concentración de luteína presentó diferencias significativas 

entre las diferentes fases de crecimiento en el control (p <0.05). En la FCL, el 

contenido de luteína fue mayor que en la FL (día 3) y la FE, con una tendencia a 

disminuir cuando el cultivo envejeció. Este comportamiento no se observó en el grupo 

0

0.1

0.2

0.3

0.4

0.5

0.6

0.7

0.8

3 6 9 12 15

β-
ca

ro
te

no
 (

m
g·

g-
1

P
S

T
)

Tiempo (días)

control

B50 % WSF

Control

*

*

c



48 
 

expuesto de D. tertiolecta, ya que no se observaron diferencias significativas entre las 

fases. 

El contenido de luteína en el grupo de control presentó una alta correlación (coeficiente 

de Pearson, R=0.915) con el nivel de clorofila a en D. tertiolecta (Figura 15); por el 

contrario, para el grupo WSF esta correlación fue baja (R=0.561). Para el grupo 

expuesto, la proporción de un gramo de luteína por gramo de clorofila a fue mayor en 

la FL (1.55 g·g-1) en comparación con el control en la misma fase (0.91 g·g-

1) (p < 0.1). La proporción luteína:clorofila a fue similar a partir de la FCL comparada 

con la proporción calculada para el grupo de control, con excepción del día 15. La 

diferencia observada al final del ensayo  fue mayor en las microalgas expuestas (0.73) 

que en las del control (0.5), con un aumento del 43 %. 

 

 

Figura 15. Correlación entre la luteína y la clorofila a en Dunaliella 

tertiolecta (n=3). R=0.561, pendiente=0.1219 y R=0.915, 

y = 0.0154x + 0.2241

y = 0.0094x + 0.3394
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pendiente=0.2108, para el grupo expuesto (50 % WSF) y el control, 

respectivamente.    

D. tertiolecta expuesta a la WSF presentó variaciones en el contenido de β-

caroteno. En el día 3, el contenido de β-caroteno en la microalga expuesta a la WSF 

fue significativamente menor que el valor en el grupo control (Figura 14c). Por otro 

lado, en el día 6, este pigmento en el grupo expuesto era casi cuatro veces el valor 

para el control. Se observó un aumento a través de la curva de crecimiento en el 

contenido de β-caroteno en el cultivo expuesto, alcanzando un contenido máximo en 

la FE. La proporción de un gramo de β-caroteno por gramo de clorofila a para el grupo 

expuesto (0.032 g·g-1) fue más de seis veces la proporción encontrada en el grupo de 

control (0.005 g·g-1), a principios de FCL. En la FE, no hubo diferencias significativas 

en la relación β-caroteno:clorofila a entre ambos grupos. 

6.3.1.2 Fenoles 

El contenido fenólico varió de 4.50 a 7.50 mg de GAE g -1 en D. tertiolecta expuesta a 

la WSF. En este grupo, el máximo de fenoles observado en el día 3 fue mayor que en 

el control. Sin embargo, en la FE (día 12), la cantidad de fenol para el grupo expuesto 

fue menor que el valor del grupo control (Figura 16). Los fenoles en D. 

tertiolecta expuestos al WSF presentaron una tendencia a disminuir con el tiempo, 

mostrando diferencias significativas entre las fases de crecimiento. Esta tendencia no 

se observó en el grupo control. 
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Figura 16. Contenido fenólico total (mg de GAE g-1 peso seco) en Dunaliella 

tertiolecta, para control y expuesto a WSF al 50 %. Las barras de error 

representan el error estándar, n=3. (*) Indica una diferencia estadística 

significativa (p <0.05) entre grupos. 

 

6.3.1.3  Proteínas 

Se observó un máximo de proteína en la FCL temprana (día 6) en el grupo control 

(Figura 17a); por el contrario, el contenido de proteína en el grupo expuesto no se 

observaron diferencias significativas a través de la curva de crecimiento. El contenido 

máximo de proteínas del grupo control, encontrado en el día seis, fue 33% mayor que 

el valor observado en las microalgas expuestas a WSF. 

6.3.1.1 Lípidos totales 

En las FL y FCL, no se observaron diferencias significativas entre los grupos en el 

contenido de lípidos por análisis de sulfo-fosfo-vanilina (SPV) (Figura 17b). Para los 

3

4

5

6

7

8

9

3 6 9 12 15

F
en

ol
es

 (
m

g
 G

A
E

 g
-1

P
S

)

Tiempo (días)

Control

50% WSF
*

*



51 
 

días 12 y 15 del estudio se observó una diferencia de más del 40 % para el grupo 

expuesto comparado con el control. D. tertiolecta bajo estrés aumentó el contenido de 

lípidos a través del crecimiento. El porcentaje de lípidos totales en las microalgas en 

el día 15 por análisis SPV se muestran en la tabla VII.   

 

 

Figura 17. (a) Contenido de proteínas (mg g-1 PST) y (b) Lípidos totales (mg g-

1 PST) en Dunaliella tertiolecta, para el control y expuestos a WSF al 50 
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%. Las barras de error representan el error estándar, n=3. (*) Indica una 

diferencia estadística significativa (p <0.05) entre grupos. 

 

6.3.1.2 Contenido de ácidos grasos (FAME)  

No se encontraron variaciones significativas del contenido de FAME de D. tertiolecta 

entre el control y el grupo expuesto, en el día 15. Para ambos, los principales ácidos 

grasos de D. tertiolecta fueron el 16: 0 (18 % del total de ácidos grasos) el 18: 3 (37 % 

del total de grasas ácidos). En ambos grupos se identificaron el 80% del total de ácidos 

grasos. Tanto para el control como para el grupo expuesto, los principales ácidos 

grasos fueron C18:3, C:16:0, C18:2, C17:0 y C18:1 (37, 18, 10, 5, 6 y 3.5 % del total 

de ácidos grasos, respectivamente).  La cantidad total de lípidos basada en los datos 

obtenidos del análisis de GC no se observaron diferencias significativas entre 

los grupos expuestos y de control (Tabla VII). 

Tabla VII. Comparación de porcentajes del contenido total de lípidos por peso 

seco total en Dunaliella tertiolecta expuesta a WSF al 50 % y control, 

analizados por dos métodos, cromatografía de gases (GC) y por sulfo-

fosfo-vanillina (SPV) (media ± DE, n=3) en el día 15. (*) Indica diferencia 

significativa (p <0.05) entre los métodos de análisis. 

  
Contenido de 
lípidos (GC) 

Contenido de 
lípidos (SPV) 

Variación 
(%) 

50 % WSF  11.46 ± 0,6 20.04 ± 1.5 42.82* 
Control 12.54 ± 0.9 14.13 ± 1.4 11.23 

6.3.1.3 Caracterización de lípidos por FTIR 

Se realizó la asignación de las bandas representativas de los espectros FTIR de D. 

tertiolecta para los grupos control y expuestos en el intervalo 4500-450 cm-1.  En 

ambos grupos se identificaron las bandas lipídicas características: las bandas entre 
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3050-2800 cm-1 (Figura 18a, b), 1770-1710 cm-1 (Figura 19 a, b), y el pico ~ 1290 cm-

1, pero se observaron diferencias en las intensidades. Cabe mencionar que para las 

bandas de lípidos se observan los picos traslapados en los intervalos estudiados. Las 

bandas se asignaron a grupos funcionales específicos basados en trabajos 

publicados (Stuart 2004; Laurens y Wolfrum 2011; Grace et al. 2020). 
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Figura 18. Análisis FTIR de la banda lipídica (3050-2800 cm-1) en células 

de Dunaliella tertiolecta los días 3, 9 y 15 durante el ensayo de 

toxicidad. Espectros de absorción de (a) grupo expuesto 

y (b) control. Espectro de la segunda derivada de la absorbancia (SDA) de 
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la banda de lípidos para el (c) grupo expuesto y (d) control (3050-2800 cm-

1). 

 

El análisis SDA de la banda de vibraciones de estiramiento CH (3050 a 2800 cm-1) de 

lípidos en D. tertiolecta presentó diferencias entre los espectros de las microalgas 

después de 3, 9 y 15 días de exposición al WSF. En el día tres, la vibración en los 

enlaces CH=CH exhibe una pequeña señal alrededor de 3010 cm-1, que se divide en 

el día 15 en dos picos a ~ 3013 cm-1 y ~ 3005 cm-1 (Figura 18c). Se encontró un pico 

débil a 2925 cm-1 el día tres y nueve. En el día 15 se observó un pico fuerte en el mismo 

número de onda. Para el grupo control, la intensidad de la banda de CH2 a 2925 cm-

1 fue similar para todos los espectros (Figura 18d).  

Para el intervalo de 1710-1770 cm-1 se encontraron espectros similares para los grupos 

expuestos y control durante la prueba de toxicidad (Figura 19). En los días 3 y 9, el 

análisis SDA presentó picos de intensidad pequeños alrededor de ~1740 cm-

1 (estiramientos de carbonilo, νC=O) para los dos grupos. Sin embargo, el día 15, se 

observó una señal más fuerte en esta banda para ambas condiciones, expuesta, y 

control (Figura 7c, d). El análisis SDA también reveló un pico débil a 1290 cm-1 en 

todos los espectros, con un pequeño aumento en la intensidad del día 3 al día 15 para 

el grupo expuesto. Para el grupo control, el cambio en la intensidad fue inverso al 

observado al grupo expuesto.  
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Figura 19. Análisis FTIR de los tramos de carbonilo en banda éster (1760-1710 

cm-1) en células de Dunaliella tertiolecta los días 3, 9 y 15 durante la 

prueba de toxicidad. Espectros de absorción de (a) grupo expuesto y 

(b) control. Derivada de segundo orden de la absorbancia (SDA) de la 

banda de éster (1760-1710 cm-1) de (c) grupo expuesto y (d) control. 

Según la ecuación (2) y el análisis de SDA, el porcentaje calculado de TAG en el día 

tres fue casi el 82% del total de lípidos para el grupo expuesto. Se observó un valor 

más bajo de TAG en el grupo de control, siendo solo el 30% del total de lípidos (Figura 

20). El porcentaje de UFA representó 18% y 70% para los grupos expuestos y de 

control, respectivamente. En el día 9, se observó un porcentaje mínimo de TAG (36%) 
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para el grupo expuesto, seguido de un aumento al final del experimento en el día 15. 

Para el grupo control se observa un aumento notable en los TAG en el día 15. El 

porcentaje de UFA del grupo expuesto fue del 63% y 32% en los días 9 y 15, 

respectivamente. Una disminución en los porcentajes de UFA del 54% (día 9) al 20% 

(día 15) se observó en el grupo control.  

   

Figura 20. Porcentajes de (a) triacilgliceroles (TAG) y (b) ácidos 

grasos insaturados (UFA) en D. tertiolecta calculados por el análisis de la 

segunda derivada de absorbancia de los grupos expuestos y control.  

La relación TAG: UFA en el grupo expuesto en el día tres fue mayor que la relación 

encontrada en el grupo control. Para los días 9 y 15, la relación TAG:UFA en el grupo 

expuesto fue menor que la relación en el grupo de control. Los TAG calculados por el 

análisis SDA comprendían los ácidos grasos saturados (SFA) y los ácidos grasos 

monoinsaturados (MUFA). El porcentaje de TAG calculado con el análisis SDA fue del 

25% (grupo expuesto) y del 40% (control) más que el porcentaje de SFA + MUFA por 

el análisis GC (Figura 21). 
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Figura 21. Porcentaje de ácidos grasos saturados (SFA), monoinsaturados 

(MUFA) y poliinsaturados (PUFA) en D. tertiolecta, en el día 15 de 

crecimiento para el grupo control y expuesto (WSF). N/I=No 

identificado. Análisis realizado por cromatografía de gases. 

 

 Cuantificación de la WSF por GC 

En los cromatogramas que se obtuvieron del análisis de la WSF de los controles no-

biológicos se observa una mayor abundancia de hidrocarburos pesados, superiores a 

17 átomos de carbono (tiempo de retención 8 min) (Figura. 22). Para el tiempo 0 de la 

WSF el cromatograma obtenido es comparable con el cromatograma para el tiempo 

15 días. Por otra parte, para la WSF tratada con microalgas se observa una 

disminución en los compuestos de más de 17 átomos de carbonos. En lo que respecta 

al área total calculada de los cromatogramas, para los controles no-biológicos en el 

tiempo cero fue de 40.1, valor similar al área calculada para la WSF día 15 (38.5) con 

una diferencia de un 4%. Para la WSF tratada, el valor de área total calculado fue de 
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28.4 para el día 15. Comparando este valor con el control no-biológico en el tiempo 

cero, se observa una diferencia de un 29 %.   
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Figura 22. (a) Cromatograma de GC de la fracción hidrosoluble de la mezcla 

combustóleo/diesel (WSF) a tiempo 0 días, 15 días y 15 días tratada con 

D. tertiolecta. (b) Acercamiento del cromatograma entre el minuto 1 al 

minuto 4.5. 
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 Inmovilización de Dunaliella tertiolecta 

Las perlas de alginato obtenidas tenían forma esférica y eran translúcidas (Tabla VIII). 

Con el microscopio óptico se observaron diferentes capas de la esfera al variar el 

enfoque; las microalgas se distribuían uniformemente dentro de la perla. Además, las 

microalgas no sufrieron cambios morfológicos, todas presentaron color verde 

característico y forma elíptica propia de D. tertiolecta (Foto 10, Anexo).  

Tabla VIII. Características de las perlas de alginato con Dunaliella tertiolecta 

inmovilizada. 

Características 

Color 
Blanco 

translúcido 

Superficie Lisa 

Forma Esférica 

Diámetro (mm)  5 ± 0.2 (n=20) 

Densidad inicial 
(cél·perla-1) 

17,500 

Densidad máxima  
(cél·perla-1) 

1,175,000± 
68,053 

Volumen desplazado por perla 
en agua (µL) 

39± 0.1 (n=20) 

Volumen calculado por perla 
(µL) 

65 

Retención de agua (%) 40.0 

   

 Monitoreo de cultivos de microalgas inmovilizadas 

El crecimiento de la microalga en el medio de cultivo f/2 inmovilizada en alginato de 

calcio fue eficiente para la obtención de biomasa algal (Foto 11, Anexo). La curva de 

crecimiento observada en el cultivo es típica de un cultivo por lotes de algas; no 

presentó fase lag, solo tres fases definidas como logarítmica (2), crecimiento lento (3) 



60 
 

y estacionaria (4) (Figura 23). La fase logarítmica (FL) duró 6 días donde las tasas de 

crecimiento más altas fueron encontradas para el día 4 (0.9 div·día-1). Para el día 14 

de cultivo se registró el valor de 1,175 x103 cél·perla-1 de alginato en la fase 

estacionaria (FE). La relación entre número máximo de cél·perla-1 (día 14) y el conteo 

inicial indica que hubo un aumento en la biomasa de 67 veces. 

 

 

Figura 23. Curva de crecimiento de Dunaliella tertiolecta inmovilizada por perlas 

de alginato de calcio, cultivada en medio f/2 durante 21 días. Fases: (1) 

lag, (2) logarítmica, (3) crecimiento lento y (4) estacionaria. Los puntos 

representan el promedio de la medición de tres muestras (n=3). Las barras 

de error indican SD. 
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7. DISCUSIÓN  

 Optimización del método de cultivo de la microalga Dunaliella tertiolecta  

Las tasas de crecimiento observadas para D. tertiolecta en la fase logarítmica (FL), 

son similares a las reportadas por Fabregas et al. (1986) en cultivos con una 

concentración de nutrientes comparable en un medio f/2. Por otra parte, Kim et al. 

(2017) en una cepa tipo silvestre de D. tertiolecta, obtuvo una densidad más alta 

(6x106 cél·mL-1) cultivando en matraces de 500 mL, con una intensidad lumínica 

menor que la utilizada en este ensayo. Por lo anterior, podría decirse que, en los 

cultivos analizados en el presente trabajo, el uso de un recipiente de mayor volumen 

(15 L) pudo influir en la menor densidad celular observada. Es decir, el mayor diámetro 

del recipiente de cultivo y el aumento de la biomasa en la fase estacionaria causarían 

que la penetración de la luz no sea uniforme, produciéndose autosombreado entre las 

células, impactando el crecimiento celular. 

En el presente trabajo D. tertiolecta presentó una variación en el contenido de 

pigmentos durante sus diferentes fases de crecimiento. De acuerdo con Griffiths et al. 

(2011), el aumento en el contenido de pigmentos por célula puede afectar las lecturas 

de densidad óptica, por ende, causar una sobreestimación de la biomasa de las 

microalgas monitoreada por esta magnitud física. Para resolver esta problemática, 

estos autores recomiendan la generación de una curva estándar a lo largo de todo el 

crecimiento o una curva para cada fase de desarrollo de la microalga. A pesar de la 

variación observada en el contenido de pigmentos entre las fases de crecimiento en 

D. tertiolecta, se observa una alta correlación entre el conteo celular y la densidad 
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óptica.  Para la fase logarítmica exclusivamente, el valor de coeficiente (R) fue de 99%, 

valor similar al coeficiente de la curva de crecimiento completa (R = 98%), lo que indica 

que ambas formas de medir son confiables para monitorear el crecimiento de esta 

microalga. 

En la fase logarítmica (FL) del crecimiento no se observó una acumulación de los 

pigmentos en las microalgas, hecho que puede estar asociado a que el cambio neto 

en el contenido de pigmentos está en equilibrio entre la acumulación por síntesis y 

dilución mediante división celular (µ> 0.5). Este comportamiento ha sido reportado por   

Lee & Ding (1994) y Seyfabadi et al. (2011) quienes mencionan que los pigmentos no 

se acumulaban por célula como consecuencia de las altas tasas de crecimiento 

observadas. Griffiths et al. (2011) indican que, en general, el contenido de pigmentos 

varía con la edad de cultivo y las condiciones ambientales de los cultivos de microalga. 

Por otra parte, es recomendable que la comparación del contenido de pigmentos se 

lleve a cabo con cautela, ya que se ha reportado que el contenido y la composición de 

los carotenoides pueden ser también influenciados por las condiciones de cultivo 

(disponibilidad de nutrientes, pH, intensidad de la luz, entre otros) (Goiris et al., 2012; 

Richmond & Hu, 2013). 

Para la clorofila a el valor reportado en la fase logarítmica fue similar al contenido de 

este pigmento en el estudio de Geider et al. (1998) para D. tertiolecta. Por el contrario, 

Abalde et al. (1991) reportaron un contenido de clorofila a inferior al obtenido en el 

presente estudio (4.63 pg·cél-1), al final de la FL. Por otra parte, los valores de luteína 

reportados por Kim et al. (2013) fueron significativamente más altos que los 
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encontrados en este estudio para la FL y para la FE, con valores entre 7.7-16.5 mg de 

luteína por gramo de biomasa. Ahmed et al. (2014) obtuvieron, para D. tertiolecta, 

0.207 mg de luteína por gramo de biomasa en la fase logarítmica, un valor similar al 

encontrado en el presente estudio durante la misma fase de crecimiento (0.29 mg·g-

1).   

Se ha reportado que la acumulación de luteína se activa como una adaptación 

impulsada por el estrés, dada su función fotoprotectora en las microalgas (Fu et al., 

2014; Jahns & Holzwarth, 2012). Un factor estresante para D. tertiolecta en este 

estudio pudo ser el aumento en los valores de pH en el medio de cultivo, ya que 

sobrepasaba el intervalo de 7.6-9.4 de pH, establecido para el crecimiento de esta 

microalga (Goldman et al., 1982). Por el contrario, cuando el pH del cultivo estaba en 

el intervalo óptimo para el crecimiento de D. tertiolecta, la luteína disminuía, lo cual 

ocurrió en la fase estacionaria. Esto sugiere que este pigmento está cumpliendo su 

papel fotoprotector en valores alcalinos (pH>9). Los resultados de este experimento 

permiten visualizar la importancia del pH en el cultivo, para optimizar el crecimiento 

para D. tertiolecta, considerando también la variación en el contenido de luteína como 

un indicador de las condiciones de esta microalga.   

En las fases de crecimiento lento y estacionaria, la alta correlación (96%) encontrada 

entre el contenido de clorofila a y luteína, sugiere que la síntesis de luteína en D. 

tertiolecta fue regulada de la misma manera que la síntesis de clorofila a. Según Jahns 

y Holzwarth (2012), esto podría explicarse porque la luteína tiene un papel crucial en 
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la desactivación del triplete excitado de la clorofila a, por lo que un alto nivel de luteína 

asegura la fotoprotección de la clorofila a.  

Se sabe que la mayoría de las especies de Dunaliella contienen una cantidad menor 

de β-caroteno que D. bardawil y D. salina, aproximadamente el 0.3 % de su peso 

seco (Jiménez & Pick, 1994). Para D. tertiolecta, el β-caroteno solo se observó en la 

FL, en concentraciones bajas. Ahmed et al. (2014) reportaron valores de 18% de β-

caroteno de peso seco total en la fase de crecimiento exponencial tardío. Estos valores 

fueron superiores a los valores encontrados en este estudio en esta fase. El β-caroteno 

tiene un papel fotoprotector y antioxidante en las microalgas (Geider et al., 1998; 

Phadwal & Singh, 2003), por lo que la ausencia de β-caroteno en la fase de crecimiento 

lento y estacionaria sugiere que este pigmento accesorio ya no era necesario para la 

célula, ya que es coincidente con la disminución de la clorofila a y valores de pH 

cercanos al óptimo de D. tertiolecta.  

La variación en el contenido de fenoles ha sido reportada como una respuesta o 

mecanismo de defensa contra el exceso de oxígeno producido durante el proceso de 

fotosíntesis (Gomez et al., 2016). Para la FCL, Gómez et al. (2016) reportaron 1.54 mg 

de GAE g-1 de peso seco en D. tertiolecta, valor fuera del intervalo de 3.01 a 3.35 mg 

de GAE g-1 de peso seco encontrado en el presente trabajo.  Por otra parte, Ahmed et 

al. (2014) observaron que al usar acetato de etilo como disolvente de extracción 

para D. tertiolecta, el contenido fenólico era doce veces menor que el obtenido en este 

estudio. Las diferencias en el contenido de fenoles se relacionan con los métodos de 

extracción (Goiris et al., 2012). Gomez et al. (2016) utilizaron etanol absoluto como 
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disolvente de extracción, lo que difiere con lo recomendado por Goiris et al. (2012), de 

utilizar una mezcla de etanol:agua (3/1 v/v), técnica utilizada en el presente trabajo. En 

conjunto, esto sugiere que la utilización de la mezcla de etanol:agua (3/1 v/v), es más 

eficiente ya que posee una polaridad adecuada para la extracción de los compuestos 

fenólicos de D. tertiolecta. 

El incremento del contenido fenólico en D. tertiolecta en el presente estudio podría 

estar relacionado con el envejecimiento de la microalga, ya que se observó la 

tendencia a un aumento constante en el contenido fenólico por célula a través del 

tiempo. Sin embargo, varios factores deben de tomarse en cuenta al comparar con 

otros autores, ya que los compuestos antioxidantes están influenciados por las 

condiciones de crecimiento de las microalgas, como la disponibilidad de nutrientes y 

la temperatura, entre otros (Maadane et al., 2015). El análisis estadístico indica que el 

89.48% de la varianza del contenido fenólico podría explicarse conjuntamente por el 

pH y el crecimiento. La regresión múltiple con análisis de varianza indicó una pequeña 

contribución (1.66%) correspondía de tiempo de crecimiento, pero una gran 

contribución (87.81%) del pH del cultivo, lo que confirma que la acumulación de fenoles 

está más relacionada con el pH del cultivo que con las fases de crecimiento. Esto 

concuerda con lo establecido por Goldman et al. (1982), quienes describen a D. 

tertiolecta  como una microalga sensible al pH.  Ismaiel et al. (2016) informaron que el 

mayor contenido de fenoles se produce en el pH óptimo para el crecimiento de otras 

especies de algas verdes. El pH óptimo para el crecimiento de D. tertiolecta se ha 

reportado entre 7.6 y 9.4 (Goldman et al., 1982). Estas dos afirmaciones concuerdan 
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con lo encontrado en este experimento, ya que el contenido fenólico más alto se 

encontró en la fase estacionaria donde los valores de pH estaban en el intervalo 

óptimo. Este hecho sugiere que el pH está actuando como un estresante y D. 

tertiolecta excreta fenoles al medio como un mecanismo de protección. Este 

comportamiento ha sido reportado por López et al. (2015), para D. tertiolecta bajo 

estrés por metales, los autores señalan que la microalga excreta fenoles al medio, en 

lugar de acumularlos dentro de la célula.  

 Bioensayo Preliminar - Exposición de Dunaliella tertiolecta a la WSF de 

combustóleo/diesel. 

Existe evidencia de que el petróleo crudo, que es una mezcla compleja de 

hidrocarburos, es tóxico para las microalgas (Pereira et al., 2012).  En este bioensayo 

se observó que la D. tertiolecta expuesta a la WSF al 50 % aumentó su biomasa en la 

fase logarítmica (FL) y en la fase de crecimiento lento (FCL) demostrando así, la 

capacidad de sobrevivir y la estimulación del crecimiento de la microalga expuesta a 

la WSF al 50 %. Esto ha sido reportado para D. tertiolecta expuesta a la WSF del 

petróleo crudo en la FL (Siron et al., 1991).  Por otra parte, la concentración de WSF 

al 12.5 % no tuvo efecto sobre el crecimiento de las microalgas. Esto concuerda con 

lo reportado para D. tertiolecta por Bretherton et al. (2018) quienes observaron que el 

crecimiento no se afectó cuando la microalga fue expuesta a la WSF del petróleo y sus 

derivados. 

En los espectros de FTIR de la biomasa de D. tertiolecta se observaron diferencias 

entre los tres tratamientos, como la variación en las intensidades de absorbancia, 
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según la edad del cultivo y la presencia de WSF.  A su vez, la definición de los picos 

encontrados varió, llegando a presentarse como hombros. Dentro de estas variaciones 

se destacaron los cambios observados en las bandas de lípidos. Esto concuerda con 

lo reportado por Morales-Loo et al. (1990) sobre la acumulación lípidos por D. 

tertiolecta al ser expuesta a la WSF, indicando que esta especie acumula esteroles e 

hidrocarburos. El FTIR como método de detección rápida es útil para investigar las 

modificaciones moleculares especificas en organismos causados por contaminantes 

como lo reportaron los autores Mecozzi & Oteri (2011) para D. tertiolecta expuesta a 

arsénico. Por lo que, el uso del FTIR puede permitir dar seguimiento a los lípidos en 

D. tertiolecta expuesta a la WSF, siendo una herramienta para comprender mejor la 

respuesta de esta microalga ante la WSF. 

Con el monitoreo de la WSF por UV, a pesar de la moderada solubilidad del 

combustóleo, se pudo observar la señal característica de los hidrocarburos. Al 

compararlos con la literatura, se encontró que los espectros obtenidos coinciden en el 

pico de máxima absorción con los espectros presentados por otros autores para el 

combustóleo (Levy, 1972; Neff & Anderson, 1975). En la mezcla de combustóleo y 

diesel preparada para simular la mezcla de combustible usada en buques oceánicos 

(Draffin, 2008), también se observaron señales por UV. Por ser ambos derivados del 

petróleo, son sustancias muy poco polares (García-Cruz & Aguirre-Macedo, 2014) 

altamente miscibles entre sí. La densidad de esta mezcla de combustibles (860.3 kg·m-

3) fue menor que la densidad del agua de mar (1027 kg·m-3), lo que permitió una 
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separación de las fases aceite y agua durante la solubilización de los compuestos 

moderadamente solubles. 

El seguimiento de la WSF por UV permitió dar un estimado inicial de la remoción de la 

WSF a los 15 días de exponer a la microalga al contaminante. El porcentaje de 

hidrocarburos remanentes fue de 24 %, es decir, que un 76 % de los compuestos se 

pierden del medio durante el experimento, lo que sugiere que la microalga incorpora 

la WSF. En los controles no-biológicos el porcentaje de pérdida de la WSF fue de un 

8 %, lo que indica una pérdida por adsorción en las superficies de los tubos y por 

volatilización de la WSF durante el experimento. Por lo anterior, se infiere que la 

remoción de la WSF por D. tertiolecta fue de un 68 % después de 15 días de 

exposición.   

 Bioensayo Definitivo. Evaluación de efectos de la WSF en Dunaliella 

tertiolecta. 

Se ha reportado que la WSF puede afectar el crecimiento de las microalgas 

marinas.  Morales-Loo y Goutx (1990) describieron una disminución en la tasa de 

crecimiento de D. tertiolecta al ser expuesta a la WSF. Los datos del presente trabajo 

concuerdan con lo observado por estos autores, ya que en el grupo expuesto a la WSF 

la tasa de crecimiento disminuyó (día 4), indicando que D. tertiolecta se afectó por 

WSF en la fase logarítmica. Por el contrario, Bretherton et al. (2018) no reportaron 

variaciones en la tasa de crecimiento por la presencia de la fracción hidrosoluble del 

petróleo. Bretherton et al. (2020) clasifican a D. tertiolecta como "resistente" entre 15 

especies fitoplantónicas basadas en la nula variación de la tasa de crecimiento y por 
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la respuesta de los parámetros fotosintéticos a la WSF. Los datos de crecimiento 

indican una respuesta de D. tertiolecta a la WSF en una primera etapa (disminución 

de µ en el día 4) y la capacidad de recuperación, alcanzando más de 4x106 cél·mL-

1 en la fase estacionaria, un valor similar al del grupo de control. 

Un efecto nocivo de la WSF del petróleo y sus derivado es la disminución del contenido 

de clorofila a en varias microalgas  (Morales-Loo & Goutx, 1990). De acuerdo con estos 

autores, en el presente trabajo se observó en el día 6 una disminución de la clorofila a 

en D. tertiolecta expuesta a la WSF, cuando se compara con el control. En el grupo 

control, desde el día 3 hasta el día 6, se observó un incremento (282 %) en el contenido 

de clorofila a, mientras que las microalgas expuestas, este aumento fue solo de un 198 

% en esta fase. Desde el día 9 de crecimiento, D. tertiolecta, en presencia de la WSF, 

mantuvo los niveles de clorofila sin diferencias significativas con respecto al control. De 

la misma manera que para la tasa de crecimiento, la variación en la clorofila a indicó 

una respuesta inicial adversa para luego recuperase en el tiempo.  

Bretherton et al. (2018) reportan a D. tertiolecta como una microalga resistente al 

petróleo considerando la duración de la fase lag, las tasas de crecimiento, las 

variaciones en la clorofila a, y los parámetros fotosintéticos. En estudios previos, 

realizados con D. tertiolecta, se reporta que la WSF ocasiona una posible interrupción 

de los mecanismos de biosíntesis necesarios para un aparato fotosintético 

funcional (Morales-Loo & Goutx, 1990; Siron et al., 1991). Como consecuencia, se ha 

observado una disminución en la eficiencia fotosintética en D. tertiolecta después de 

una hora de exposición a diluciones de petróleo (Carrera-Martinez et al. 2010). Si se 
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visualiza la respuesta de la microalga como un conjunto de eventos metabólicos con 

el objetivo de enfrentar a la WSF, un efecto beneficioso podría ser la disminución de 

la clorofila a para ralentizar la fotosíntesis y así, minimizar el estrés oxidativo. 

Con respecto a los pigmentos accesorios, la disminución de clorofila a en las 

microalgas en el día seis fue simultánea a un aumento en β-caroteno. En el día 3, el 

contenido de β-caroteno en D. tertiolecta expuesta era bajo comparado con el valor 

del control. Por el contrario, el día 6, el grupo expuesto superó el grupo de 

control. Después del día 9, el contenido de β-caroteno aumentó hacia el último día del 

ensayo (día 15) para ambos grupos. Comparando la relación β-caroteno:clorofila a, en 

el sexto día vemos que en el grupo expuesto la relación (0.031) fue 553 % mayor que 

el control (0.004). Este aumento da al grupo expuesto ventajas sobre el control en la 

desactivación del oxígeno singlete generado en la fotosíntesis, para así proteger a la 

célula (Tammam et al., 2013). En cuanto a la luteína, no se encontraron diferencias 

significativas entre ambos grupos durante los días de muestreo. El papel de la luteína 

en Dunaliella no se ha explicado por completo, pero las funciones de este pigmento en 

plantas superiores han sido señaladas como la estabilización estructural de las 

proteínas del complejo antena, la recolección de luz y como desactivadora del triplete 

de clorofila (Jahns & Holzwarth, 2012). Cabe destacar el aumento limitado de la luteína 

en comparación con el β-caroteno en las microalgas expuestas. La luteína y el β-

caroteno tienen como precursor al licopeno, pigmento encontrado en bajas 

concentraciones, la síntesis de éste puede derivar en β-caroteno o en α-caroteno, el 

precursor de la luteína (Takaichi, 2011). Si la síntesis se inclina hacia la producción de 
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β-caroteno, se ralentizaría la producción de luteína. En el control, hubo una variación 

en el contenido de luteína alcanzando un máximo en el día 6, lo que no se observó 

para las microalgas expuestas. Esto en conjunto con el aumento de β-caroteno en el 

día 6, sugiere que la WSF está ocasionando una mayor producción de β-caroteno a 

expensas de la síntesis de luteína. Por otro lado, se encontró una alta correlación (91.5 

%) entre la luteína y la clorofila en el grupo control, mostrando que en D. tertiolecta en 

condiciones normales, la luteína cambia de la misma manera que la 

clorofila a. Contrariamente, para la microalga expuesta a la WSF se encontró una 

correlación baja (56.1 %), lo que sugiere que pierden la sincronización en los 

mecanismos de regulación de la producción de clorofila y luteína.  

Por otra parte, el contenido máximo de fenoles en D. tertiolecta expuesta, se encontró 

al tercer día, con un 29 % más que los fenoles del grupo de control. A partir del sexto 

día se observó una disminución constante en el crecimiento del cultivo. Por otro lado, 

las células del control presentaron el valor más alto de fenoles en el día 12 (p<0.05), 

en comparación con el grupo expuesto. Cabe destacar que el contenido máximo de 

fenoles en D. tertiolecta expuesta ocurrió antes que el incremento de β-caroteno y la 

disminución de la clorofila a en el día 6.  Sobre esta base, se puede señalar el 

incremento de los fenoles como una respuesta coordinada con la variación del β-

caroteno en D. tertiolecta para protegerse del estrés oxidativo causado por la WSF. De 

esta manera, los fenoles estarían en una primera línea de defensa contra las especies 

reactivas del oxígeno (ROS), seguido por el β-caroteno, que contribuye a disipar el 

exceso de energía generada por la fotosíntesis. La disminución de los fenoles en el 
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grupo expuesto desde el tercer día hasta el día 12 sugiere una posible excreción de 

los fenoles al medio por parte de D. tertiolecta. Considerando esta capacidad de la 

microalga como una herramienta de defensa (López et al. 2015), los cambios 

bioquímicos en D. tertiolecta expuesta podrían indicar una estrategia de autoprotección 

a la WSF, en los primeros 12 días. De lo contrario, D. tertiolecta tendría que sufrir 

transformaciones genómicas para adaptarse al entorno contaminado, como 

observaron Carrera-Martinez et al. (2010) y Romero-Lopez et al. (2012).   

Coincidente con la disminución de la clorofila a, el contenido de proteínas en las 

microalgas expuestas fue bajo en comparación con el valor del control. A partir del día 

nueve no hubo diferencia significativa entre el control y el grupo expuesto. La 

disminución en las proteínas puede estar asociado a la hidrólisis proteica, ya que se 

ha relacionado a los productos de la hidrolisis como antioxidantes contra la 

peroxidación de lípidos o ácidos grasos (Kang et al. 2011). De acuerdo con Kang et al. 

(2011), la diferencia en la proteína entre los grupos puede explicarse como el refuerzo 

de la actividad antioxidante que necesita D. tertiolecta para enfrentar los efectos de la 

WSF. Si ocurriera la hidrólisis de proteína, los aminoácidos y los péptidos en conjunto 

con los fenoles y el β-caroteno, estarían neutralizando las ROS generadas por la WSF.  

Por otra parte, el bajo contenido de proteínas en las células expuestas también se 

puede explicar como consecuencia del deterioro de la biosíntesis de proteínas. Esta 

vía metabólica se ha reportado como un posible blanco de la toxicidad de la WSF (El-

Sheekh et al., 2000; Parab et al., 2008). Young y Beardall (2003) reportaron para D. 

tertiolecta, bajo privación de nutrientes, que la inhibición de la síntesis de proteínas fue 
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simultánea a la disminución de la clorofila a, lo que sugiere que ambos efectos son 

paralelos, ya que la disminución de la síntesis proteica afecta directamente la 

producción de la clorofila.  

Marwood et al. (2001) reportaron como efecto de la exposición a la WSF de creosota, 

un derivado del petróleo, la destrucción de la clorofila, lo que puede preceder al daño 

de las proteínas del aparato fotosintético. La disminución simultánea de la clorofila y la 

proteína en las células expuestas, en el día 6, concuerdan con lo reportado 

previamente, lo que podría indicar que el efecto de la WSF sobre la síntesis proteica 

origina una disminución en la producción de la clorofila en D. tertiolecta.  Después de 

nueve días de exposición hasta al final del estudio, los valores de las proteínas y los 

pigmentos se igualan a los valores del control, sugiriendo que D. tertiolecta expuesta 

a la WSF tiene la capacidad de aclimatarse y recuperarse del efecto adverso causado 

por la WSF. 

Otra respuesta de las microalgas, originada por la exposición a la WSF, fue la 

acumulación de lípidos. En los días 12 y 15, los lípidos totales en las células expuestas 

eran más del 40 % que los lípidos en el control. La acumulación de lípidos ha sido 

relacionada con una respuesta ante el estrés oxidativo originado por un incremento en 

las ROS en algunas microalgas (Chu et al., 2020; Yilancioglu et al., 2014). Para D. 

tertiolecta, Yilancioglu et al. (2014) reportaron que al inducir el estrés oxidativo en las 

células utilizando H2O2, las ROS se acumularon y el contenido de lípidos aumentó en 

la microalga. De acuerdo con lo establecido por estos autores, si la WSF provocara 
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estrés oxidativo en la microalga y, por ende, una acumulación de ROS, esto podría 

causar la acumulación de lípidos observada los días 12 y 15 en D. tertiolecta. 

Además de los lípidos totales, se examinó el perfil de ácidos grasos en D. tertiolecta al 

final del ensayo (día 15), determinando que el perfil y el contenido de ácido grasos no 

presentó diferencias entre ambos grupos. Varios autores reportaron perfiles similares 

de ácidos grasos para D. tertiolecta (S. Y. Lee et al., 2014; Volkman et al., 1989). Los 

resultados obtenidos coinciden con los hallazgos de Siron et al. (1986) quienes 

reportaron que la composición de ácidos grasos en esta microalga no se afectó por la 

WSF del petróleo.  El porcentaje de ácidos grasos representó el 89 % del total de 

lípidos en el grupo control, mientras que para el grupo expuesto los ácidos grasos 

de D. tertiolecta solo eran el 57 % del total de lípidos. Esto indica que los ácidos grasos 

no explican el exceso de lípidos en el grupo expuesto, sino que otros compuestos 

lipídicos pueden ser los contribuyentes al incremento observado, estos podrían ser 

esteroles, hidrocarburos, triacilglicéridos y lípidos neutros, compuestos que han sido 

reportados como acumulables por D. tertiolecta (Morales-Loo & Goutx, 1990; 

Solovchenko, 2012).  

Por otro lado, el exceso de lípidos encontrado en las microalgas expuesta puede 

deberse al método de cuantificación, ya que la SPV reacciona con los dobles enlaces 

de carbono de las cadenas insaturadas (Anschau et al., 2017). Es decir, que las 

cadenas insaturadas de los hidrocarburos del petróleo también darían señal de lípidos, 

llevando a una sobreestimación. Se sabe que algunas microalgas pueden acumular 

hidrocarburos del petróleo (Jiang et al., 2010; Shishlyannikov et al., 2017), por lo que 
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si D. tertiolecta está incorporando los hidrocarburos de la WSF, esto puede causar una 

sobreestimación de los lípidos cuantificados por el método SPV.   

Por otro lado, el aumento de la señal =C-H revelada por el análisis de SDA, y TAG:UFA 

para el grupo expuesto en el día 15, puede ser la base para confirmar el efecto WSF 

sobre los lípidos en D. tertiolecta. Las señales aumentadas pueden atribuirse a la 

absorción de las cadenas de acilo de los hidrocarburos del petróleo y la 

sobreestimación de los lípidos por SPV reafirman que la microalga incorporó los 

hidrocarburos de la WSF. La capacidad de las microalgas para incorporar 

hidrocarburos durante la exposición al petróleo crudo y sus derivados ha sido 

reportada por varios autores, lo que es congruente con los hallazgos del presente 

estudio (Morales-Loo & Goutx, 1990; Shishlyannikov et al., 2017; X. Wang et al., 2002; 

Wolfe et al., 1998).   

Utilizando el análisis SDA, en el día 3, se observó una diferencia entre los grupos en 

TAG donde el grupo expuesto presentaba el doble de TAG que el control. Para los 

días 9 y 12 no hubo diferencia para los valores de TAG y UFA entre los grupos. En el 

día 15, el nivel de TAG del grupo de control superaba al de las microalgas expuestas. 

En el tercer día, las células expuestas presentaron el nivel más bajo de UFA, seguido 

de un aumento progresivo en los días 6 y 9, superando el control. Estos cambios 

observados, sugieren que hubo ajustes del contenido TAG y UFA a través del 

crecimiento.  El perfil de ácidos grasos solo se realizó el día 15; por lo tanto, no fue 

posible determinar cambios los cambios UFA y TAG como parte de la respuesta inicial 

a WSF. Se ha reportado para D. tertiolecta un aumento de TAG relacionado con la 
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disminución la tasa de asimilación del carbono fotosintético (Pick & Avidan, 2017), lo 

que podría ocurrir en las microalgas expuesta en los días 3 y 6 donde se observa un 

porcentaje elevado de TAG.   

Mediante monitoreo de la WSF por GC, se observó una disminución del 29 % de los 

compuestos, es decir, que el porcentaje de hidrocarburos remanentes fue de 71 %, 

confirmando que la microalga incorpora la WSF del medio durante el experimento. En 

los controles no-biológicos la disminución de la WSF fue de un 4 %, lo que indica una 

pérdida por factores abióticos, como la adsorción en la superficie de las botellas y la 

volatilización de los hidrocarburos durante el experimento. Por lo anterior, se infiere 

que la remoción de la WSF por D. tertiolecta fue de un 25 % después de 15 días de 

exposición. Benítez-Echegoyen et al. (2004), mencionan que, dependiendo de las 

características del agua a tratar, tales como la temperatura, el pH y la concentración 

de materia orgánica, entre otros, varia la eficiencia de remoción de los compuestos por 

parte de las microalgas. Es por esto que, se deben realizar estudios futuros que 

complementen la información obtenida en el presente trabajo. 

 Inmovilización de Dunaliella tertiolecta en perlas de alginato de calcio. 

Mediante el microscopio óptico se observó que no hubo cambios morfológicos en las 

microalgas y que mantuvieron las características de coloración y forma propias de la 

especie, sugiriendo un buen estado físico de las células (Foto 10, Anexo). El 

crecimiento observado en las microalgas inmovilizadas fue similar a lo descrito para 

las microalgas en forma libre. Las fases de crecimiento logarítmico, crecimiento lento 

y estacionaria se observaron en todos los experimentos realizados para D. tertiolecta 
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libre e inmovilizada. Aunque se encontraron las tres fases, el aumento en la biomasa 

fue mayor para las microalgas inmovilizadas que para las microalgas libres. La 

biomasa de las primeras aumentó 67 veces; por el contrario, la biomasa de las 

microalgas libres solo se incrementó 35 veces en la optimización del cultivo (inciso 

6.1). El aumento de la biomasa puede estar relacionado con la inmovilización, ya que 

las microalgas no gastan energía en trasladarse en el medio, lo que implica un ahorro 

energético, canalizado a la división celular. Por otro lado, la inmovilización de 

microalgas en alginato ha sido utilizada para la remoción de nutrientes, por la afinidad 

química de estos compuestos con el alginato (Banerjee et al., 2019; Sole & Matamoros, 

2016),  propiedad que aumentaría la disponibilidad de nutrientes para D. tertiolecta. 

Además, el alginato por ser un material fototransparente permitió el paso de la luz 

necesaria para el crecimiento de la microalga, que aunado con la capacidad de 

retención de biomasa y resistencia al medio de cultivo hacen del alginato un material 

apropiado para la inmovilización. Las características del alginato fueron descritas por 

Mallick (2002), quien señala estas propiedades como esenciales para una 

inmovilización funcional para microalgas. A pesar de ser considerado un material 

resistente a la disrupción por el crecimiento celular (Moreno-Garrido, 2008), en algunas 

de las perlas se observó la formación de burbujas al cuarto día (Foto 12, Anexo), 

cuando la biomasa era más de 6 veces la inicial. Al octavo día se observó crecimiento 

de microalgas libres en el medio de cultivo, indicando una ruptura de las perlas. En el 

cultivo de las microalgas inmovilizadas, la baja concentración del ion Ca2+ pudo 

propiciar la disrupción de las perlas, como lo estableció  Grizeau y Navarro (1986), 

quienes indican que el adicionar CaCl2 20 mM al medio de cultivo, confiere mayor 
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estabilidad a la perla de alginato, previniendo la liberación de células al medio. Por otra 

parte, Soo et al. (2017) observaron que las perlas de alginato preparadas con alginato 

al 6 % y gelificadas en CaCl2 al 2 % eran más estables en agua de mar. Tanto el 

porcentaje de alginato como el de cloruro de calcio utilizados en el presente estudio 

fueron menores, por lo que pudieron influir en la estabilidad y por consecuencia 

ocasionar la disrupción de las perlas. En una investigación reciente, Banerjee et al. 

(2019) examinaron la liberación de células al medio durante 15 días y observaron que 

las perlas de alginato al 2 % perdieron su integridad en el día 11, lo que difiere del 

presente estudio, donde se observó crecimiento de microalgas libres en el día 8 del 

experimento. Banerjee et al. (2019),  concluyen que la mejor concentración de alginato 

para la inmovilización fue del 3 % para evitar la disrupción de la perla, por otro lado, 

Grizeau y Navarro (1986) indican que la concentración de alginato al 4 % y CaCl2 20 

mM en el medio previene la liberación de las células; en cambio Soo et al. (2017),  para 

este mismo fin, recomiendan alginato al 6 %. Debido a que no existe un consenso 

entre los diversos autores, el porcentaje de alginato utilizado para la inmovilización 

debe establecerse dependiendo de las características del medio, la especie de 

microalgas y la aplicación.  
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8. CONCLUSIONES 

● La acumulación de fenoles en D. tertiolecta está altamente correlacionada con el pH 

del medio cultivo. 

● Existe una alta correlación entre el contenido de clorofila a y de luteína en D. 

tertiolecta. 

● Dunaliella tertiolecta expuesta a la WSF al 12.5 % tiene la capacidad de crecer sin 

diferencias con el control. 

● Dunaliella tertiolecta expuesta a la WSF al 50 %:  

-Tiene la capacidad de crecer.  

-Disminuye la clorofila como una respuesta para ralentizar la fotosíntesis y 
disminuir el estrés oxidativo 

-Disminuye la correlación entre el contenido de clorofila a y de luteína.  

-Enfrenta el estrés oxidativo con antioxidantes, como el β-caroteno, los fenoles 
y los productos de la hidrolisis de proteínas. 

-No altera el perfil de ácidos grasos. 

-Ajusta el contenido de TAG y UFA a través del crecimiento.  

● D. tertiolecta tiene la capacidad de recuperarse y aclimatarse a la WSF al 50 %.  

● D. tertiolecta remueve el 25 % de los hidrocarburos presentes en la WSF durante los 

15 días de exposición al contaminante.  

● La utilización del FTIR y el posterior análisis de la segunda derivada confirma la 

incorporación de los compuestos de la WSF por D. tertiolecta. 

● La inmovilización promueve el crecimiento de D. tertiolecta.  

● D. tertiolecta inmovilizada alcanza una concentración de 1.17x103 cél·perla-1, 

superando el incremento de biomasa observado en las microalgas libres.  
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10. ANEXO FOTOGRÁFICO  

 

Fotografía 1. Dunaliella tertiolecta proveniente del cepario de CICESE. 

 

 

 

 

 

 

Fotografía 2. Cultivo stock de D. tertiolecta en matraces de 125 mL (a) y 

escalamiento de cultivo estático en matraz Fernbach (1.5 L) (b). 

a b 
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Fotografía 3. Cultivo de D. tertiolecta en botellón (15 L), medio f/2 (inciso 5.1). 

 

Fotografía 4. Extracción de pigmentos con metanol. 
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Fotografía 5. Cultivos estáticos sin aireación de D. tertiolecta en tubos de ensayo (80 

mL) para la exposición a la WSF (inciso 5.2). 

 

Fotografía 6. Biomasa de Dunaliella tertiolecta liofilizada. 
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Fotografia 7. Botellas de cultivo de Dunaliella tertiolecta expuesta a la WSF, día 1 (a.) 

y día 6 (b) (inciso 5.3). 

b 

a 
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Fotografía 8. Revisión bajo microscopio (40X) de la microalga expuesta a la WSF (a) 

y conteo celular (b) (inciso 5.3). 

 

Fotografía 9. Inmovilización y cultivo de Dunaliella tertiolecta en perlas de alginato de 

calcio (inciso 5.4). 

a b 
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Fotografía 10. Corte transversal de una perla en el día 0 (a) y día 8 (b)de cultivo (40x) 

(inciso 5.4).  

 

 

Fotografía 11. Perlas de alginato de calcio con Dunaliella tertiolecta a los 21 días de 

cultivo (inciso 5.4). 

a b 
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Fotografía 12. Formación de burbujas en las perlas de alginato durante el cultivo de 

Dunaliella tertiolecta inmovilizada. 
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11. ANEXO. HOJAS SEGURIDAD  

 Combustóleo PEMEX 
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 Diesel PEMEX 
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