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Resumen 

Las microalgas son organismos capaces de adaptarse a las condiciones adversas del medio 

modificando su composición bioquímica a través de sus mecanismos fisiológicos. Dentro de la 

biotecnología azul esto representa una gran oportunidad para el cultivo industrial de estos 

organismos. Las microalgas son organismos que contienen componentes bioactivos importantes 

para la industria en diferentes sectores, desde ser útil como fuente nutricional para otro tipo de 

especies marinas hasta para complementar una dieta sana para los seres humanos. La relativa 

facilidad de alterar las condiciones del medio en cultivos controlados nos ayuda a saber cómo 

afectan estos cambios a la composición de las microalgas y por ende tener cultivos más ricos en 

nutrientes o alguna otra molécula. Phaeodactylum tricornutum es una especie de microalga que 

ha sido estudiada en las últimas décadas debido a su capacidad de adaptación a las 

adversidades del medio y su uso potencial en la producción de ácidos grasos y pigmentos de 

interés comercial. En este trabajo se evaluó la composición bioquímica de P. tricornutum y los 

cambios que presentó al ser expuesta a estrés salino durante su cultivo para evaluar su 

potencial como una alternativa biotecnológica.  
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1.​ Introducción 
El volumen de los océanos se conforma por aproximadamente 1.335 millones de km3 

representando el 71% del planeta y es el hogar de una inmensa cantidad de especies. Los 

recursos vivos provenientes del mar tienen un gran potencial para el desarrollo de nuevos 

alimentos así como para el desarrollo bioquímico, farmacéutico, cosmético y bioenergético. La 

biotecnología azul (también llamada biotecnología marina) promueve la actividad económica 

aprovechando recursos marinos sin afectar el medio ambiente marítimo (Pérez, 2022). La 

Organización para la Cooperación y el Desarrollo Económico (OECD) define a la biotecnología 

azul como: “aplicación de nuevas metodologías a los organismos marinos para aumentar la 

oferta de productos del mar, mejorar la seguridad y el control de la proliferación de 

microorganismos nocivos transmitidos por el agua, desarrollo de nuevos medicamentos y 

cuidados sanitarios, cosméticos y con aplicaciones en la agricultura y productos alimentarios” 

(OECD, 2017). 

1.1​ Algas 

Dentro de los organismos fotosintéticos las algas presentan una gran diversidad en 

cualquier cuerpo de agua. Son capaces de resistir a variaciones en factores como temperatura, 

salinidad, pH, luminosidad, ausencia de nutrientes y pueden crecer de manera aislada o formar 

colonias. Para clasificar a las algas de manera general se suelen usar los términos. algas rojas, 

algas marrones y algas verdes. También se suelen clasificar según su tamaño en microalgas y 

macroalgas. Se consideran macroalgas a aquellas algas multicelulares de gran tamaño, capaces 

de verse a simple vista, por otra parte, las microalgas son aquellas que son células individuales, 

microscópicas y pueden ser procariotas, parecidas a las cianobacterias o eucariotas como las 

algas verdes (Gonzales et al., 2021).  

 

1.1.1​ Microalgas 

Las microalgas son organismos de un tamaño reducido (de 2 a 200 μm) capaces de crecer 

rápidamente debido a su estructura multicelular, unicelular o simple. Pueden reproducirse en 
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todo tipo de ecosistemas, pueden crecer incluso sobre la tierra, no siendo exclusivamente 

acuáticos. Se estima que existen más de 100,000 especies de microalgas y solo se han 

estudiado un 40% aproximadamente de las cuales, gran variedad es capaz de vivir en diferentes 

condiciones ambientales (Rendón et al., 2015). De la energía solar disponible en la superficie del 

mar, menos del 1% es absorbida por organismos autótrofos, que son los que constituyen el 

primer eslabón de la cadena trófica. 

 

1.2​ Clasificación de las microalgas 

Fue en el año de 1877 cuando Hensen usó por primera vez el término plancton, con este término 

se refirió a todas las células orgánicas que se movían según los movimientos del agua (Gómez, 

L., 2007). Las microalgas al igual que las cianobacterias han estado presentes en el planeta 

desde hace millones de años, formaron parte de los primeros organismos vivientes y se les 

atribuye ser las primeras en realizar fotosíntesis, lo que transformó la dinámica de evolución en 

el planeta. Las microalgas contienen principalmente un compuesto llamado clorofila a, que sirve 

para llevar a cabo el proceso de fotosíntesis (Álvarez et al., 2019). Las cianobacterias o algas 

verde-azules, procariotas, tradicionalmente se encuentran en el grupo de las microalgas, sin 

embargo, realizan fotosíntesis mediante bacterioclorofila y no mediante la clorofila presente en 

las microalgas. Por ende, el significado de microalga no tiene coherencia taxonómica ya que 

incluye organismos procariontes y eucariontes (Pérez & Carril, 2009). 

 

 

1.3​ Importancias de las microalgas 

De la energía solar disponible en la superficie del mar, menos del 1% es absorbida por 

organismos autótrofos, que como ya se mencionó son los que constituyen el primer eslabón de 

la cadena trófica, considerándose como la vía de entrada de la energía al ecosistema, de ahí su 

nombre de productores primarios. Actualmente, las microalgas siguen siendo vitales gracias a su 
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producción primaria. Se estima que la producción primaria neta es de 65 Pg de carbono al año 

en ecosistemas oceánicos, 60 Pg de carbono al año para los ecosistemas terrestres, en cuerpos 

de agua dulce se estima 1 Pg de carbono al año. En el entorno global, más del 75% de la 

producción de oxígeno ocurre gracias a las microalgas y su alta eficiencia fotoquímica, la cual es 

de entre 7 a 31 veces mayor que en las plantas terrestres (Díaz-Alejo, 2022). 

Las comunidades de microalgas pueden encontrarse en diversos entornos, por ejemplo, en los 

suelos desérticos las cianobacterias tienen un papel primario en la formación de micro 

agregaciones en la fijación de nitrógeno, contribuyen a la estabilidad del suelo, aumentan el 

contenido orgánico de la arena y ayudan en la retención de agua, promoviendo o retardando el 

crecimiento de las plantas vasculares. Estas interacciones pueden ser aprovechadas para 

mitigar efectos en cambios climáticos protegiendo los suelos de la desertificación y la erosión 

(Aguirre-Cavazos et al., 2024). 

En la biotecnología, las microalgas se consideran organismos de importancia para la obtención 

de productos con fines energéticos, como pueden ser el bioetanol, biometano o biodiesel, 

principalmente como fuentes de calor y electricidad (Chirivella-Martorell et al., 2017). Gracias a la 

flexibilidad en el metabolismo de las microalgas, también se consideran organismos 

biorremediadores, capaces de eliminar sustancias tóxicas del medio donde habitan. Son 

capaces de acumular importantes concentraciones de tóxicos sin afectar su actividad biológica 

(Ortiz-Villota et al., 2018)  

 

1.4​ Diatomeas (Bacillariophyceae) 

Las diatomeas pertenecen a la división Bacillariophyta con un registro fósil desde el Jurásico 

(~190 ma). Las primeras diatomeas fósiles son marinas, las dulceacuícolas tuvieron origen 

durante el cretácico superior (~70 ma). Algunos ejemplares de las primeras diatomeas 

dulceacuícolas del mundo se encuentran preservados en sedimentos en Sonora. Durante el 

Eoceno (55 ma) ocurrió la diversificación de las diatomeas mientras que para el Mioceno (23 ma) 
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ya existían la mayoría de géneros dulceacuícolas actuales. Las diatomeas son organismos 

eucariontes, unicelulares de tamaño reducido de entre 10 y 200 µm de largo. La característica 

principal de las diatomeas es la cubierta de silíce de sus células, dicha cubierta es resistente a la 

degradación y se conoce como frústula, está formada por dos mitades, la mitad de mayor 

tamaño recibe el nombre de epiteca e hipoteca la más pequeña. Cada teca tiene una parte 

principal denominada valva y al conjunto de bandas que unen las valvas se le llama cíngulo. Las 

valvas tienen ornamentaciones particulares que permiten distinguir a las diferentes especies e 

inclusive las variedades dentro de un grupo (Caballero, s.f.) 

 

Fig. 1. Estructura de las diatomeas (Zepeda, 2019) 

 

 

Las diatomeas constituyen casi la mitad de la biomasa fitoplanctónica en los océanos. Habitan 

en casi todos los ambientes acuáticos y algunos ambientes ácidos o alcalinos, dulceacuícolas o 

hipersalinos, oligotróficos o muy eutrofizados, además de que también pueden encontrarse como 

endosimbiontes de otros microorganismos como dinoflagelados y foraminíferos. En cuanto a su 

forma de vida, mayormente son solitarias, aunque también pueden vivir en colonias formando 

cadenas o agregados. Se han descrito más de 12,000 especies de diatomeas, aunque se estima 

que el número de especies puede superar las 100,000. De acuerdo con su simetría y forma, las 
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diatomeas se clasifican en céntricas y pennadas. Las céntricas corresponden a la clase 

Coscinodiscophyceae y se caracterizan por tener simetría en diferentes planos y, en su mayoría 

presentan simetría radial. Las penadas se organizan en dos clases: Bacillariophyceae las cuales 

presentan rafe y, Fragilariophyceae que no lo presentan (López-Fuerte et al., 2020). 

1.5​ Phaeodactylum tricornutum 

Phaeodactylum tricornutum es una microalga unicelular con un tamaño aproximado de 3 μm de 

ancho y de 8 a 20 μm de largo existiendo tres morfologías: fusiforme, trirradiada y ovalada, 

posee un solo plastido. Crece en aguas salobres a salinas. Se diferencia de las diatomeas 

típicas por una pared celular con más sílice de lo habitual (Lye et al., 2020). 

Es una diatomea de crecimiento rápido, apta para un cultivo a gran escala. Es capaz de 

adaptarse a una amplia variedad de medios de cultivo, tolera altos niveles de pH e intensidad 

lumínica. (Heimann & Katsaros, 2012) 

 

Clase: Bacillariophyceae 

Orden: Bacillariales 

Suborden: Phaeodactylineae 

Familia: Phaeodactylaceae 

Género: Phaeodactylum 

Especie: Phaeodactylum tricornutum  

(He et al., 2014) 

1.5.1​ Distribución 
Phaeodactylum tricornutum es una especie de aguas salobres con distribución mundial. Durante 

el último siglo, ha sido aislada de diferentes áreas geográficas, mayormente de aguas costeras 

lo que se conoce como su hábitat principal. También ha sido observada en aguas alcalinas 

saladas en lagos. Existen aproximadamente 10 genotipos que han sido encontrados en aguas 

de distintos continentes, sin embargo, no se atribuye un genotipo específico a los distintos 

morfotipos (Heimann & Katsaros, 2012). 
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1.5.2​ Morfología 
Phaeodactylum tricornutum es una diatomea marina polimórfica que presenta tres tipos de 

morfología: fusiforme, trirradiado y ovalado. La célula ovalada fue descrita por Borowitzka y 

Volcani (1978).  

Los tipos fusiforme y trirradiado se adaptan mejor al estilo de vida planctónico mientras que las 

ovaladas se consideran bentónicas, poseen un rafe y pueden secretar sustancias mucilaginosas 

favoreciendo la movilidad y adhesión celular. Diversos estudios han demostrado que puede 

cambiar morfológicamente como respuesta a las fluctuaciones en las condiciones de 

crecimiento, como la salinidad, la temperatura y el pH (Lye et al., 2020). 

 
 

1.6​ Usos de las microalgas en la industria 

Algunas aplicaciones comerciales importantes buscan obtener productos de alto valor añadido 

con enfoques hacia la nutrición y la salud humana, así como la cosmetología y acuicultura. Los 

cultivos de algas, son indispensables en la acuicultura como alimento vivo para las especies 

cultivadas en la industria, como moluscos, crustáceos, peces, rotiferos, artemias y copépodos, a 

través de estas especies se forma una cadena alimenticia convencional que se aplica en 

cualquier criadero (Chirivella-Martorell et al., 2017). ​

Actualmente existen tres problemáticas principales en la sociedad: energías renovables, 

reducción de gases de efecto invernadero y disponibilidad de agua limpia. Con ayuda de la 

biotecnología y el desarrollo de técnicas para bioprocesos se ha descubierto que las microalgas 

son los organismos clave para combatir las problemáticas actuales. En el cultivo de microalgas 

se hace uso del metabolismo microbiano, células animales, células vegetales, plantas y 

componentes celulares para producir nuevos productos biotecnológicos y eliminar residuos como 

dióxido de carbono y otros tipos de contaminantes (Acién et al., 2020). ​

La limpieza de aguas residuales es cada día más importante debido al aumento de la población 

y crecimiento de las industrias en todo el mundo. Las exigencias de las normativas de 

depuración son cada vez más rigurosas, esto ha inducido un desarrollo en nuevas técnicas de 
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depuración de manera eficiente y además con características sostenibles y limpias. La 

contaminación de los cuerpos de agua radica en la eutrofización, que es causada por la 

liberación de compuestos orgánicos e inorgánicos al medio. Se ha demostrado que las 

microalgas poseen una capacidad ficorremediadora que consiste en la eliminación o 

biotransformación de contaminantes de un medio. Los componentes son captados por la 

biomasa algal y pueden ser recuperados mediante su cosecha. Este proceso se hace con dos 

propósitos: la eliminación de los contaminantes y producción de biomasa con fines comerciales. 

Dichos objetivos dependen del tipo de cultivo, la especie cultivada y los factores ambientales 

(Ballesteros et al., 2021). 

En las últimas décadas se ha demostrado que las algas también absorben y concentran 

elementos tales como vitaminas, minerales, oligoelementos, aminoácidos, entre otros, 

importantes para la salud. Algunos extractos de las microalgas se hallan en productos para la 

cara y piel, en forma de cremas o productos refrescantes y regenerativos, también se usan en 

productos de protección solar y cuidado del cabello. Por otra parte, en el sector farmacéutico 

también tienen usos potenciales, siendo proveedoras de: aminoácidos, carotenoides, ácidos 

grasos, vitaminas y antioxidantes. Desarrollando tabletas, concentrados, suplementos en polvo, 

productos alimenticios, entre otros (Carmona et al., 2013).  

​

Fig. 2. Cultivo industrial de microalgas (MisPeces, 2022) 
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2.​ Antecedentes 

Brand (1983) realizó un experimento en el cual evaluó la tolerancia a la salinidad de 46 especies 

del fitoplancton marino. Una de las especies fue Phaeodactylum tricornutum, la cual se 

desarrolló de manera óptima a una salinidad de 25 UPS. 

 

Lewin et al. (1958) estudiaron P. tricornutum meticulosamente en distintos medios de cultivo y en 

las formas oval y fusiforme. Dentro de su estudio recopiló la composición de lípidos y proteínas 

de los dos tipos de forma, dando como resultado para la forma oval un contenido de: lípidos 

24%, proteínas 34% de peso seco. Por otra parte, para la forma fusiforme obtuvo: 34% lípidos, 

31% proteínas.  

 

Diaz-Barrera et al. (2021) comparten que Haematococcus pluvialis es una excelente productora 

de astaxantina. Expusieron a H. pluvialis en un medio al que añadieron acetato de sodio y 

cloruro de sodio en distintas cantidades y distintas etapas del cultivo. Como resultado, obtuvieron 

un aumento en la concentración de astaxantina, de  2.530 μg/mL hasta 7.325  μg/mL. 

 

Bermúdez et al. (2002) demostraron que el contenido de pigmentos se ve afectado por los 

cambios de salinidad en microalgas como Chroomonas sp., un fenómeno común entre las 

microalgas consideradas halófilas.  

​

Chávez (2008) estudió la influencia de la irradiancia, temperatura y disponibilidad de nutrientes 

en la composición bioquímica de Navicula incerta, si bien la alteración de estos factores no 

provocó cambios significativos en la composición de la diatomea, algunos factores si influyen 

mínimamente en la producción de ciertos compuestos como el contenido de clorofila a, que se 

vio afectado por irradiancia, temperatura y día de cultivo.  

 

García-Cubero (2014) reconoció que los cambios en el metabolismo de las microalgas 

Chloroccocum sp., Chlorella sp., Chlorella vulgaris, Porphyridium purpureum y Scenedesmus 
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vacuolatus ocurrieron debido a la alteración de la fuente de carbono para cultivos, expuestos a 

CO2 puro y CO2 a partir de gases de combustión. Los resultados obtenidos fueron mejor 

adaptación y mayor producción de biomasa en las microalgas Scenedesmus vacuolatus y 

Chlorella vulgaris. 

 

Cobos et al. (2015) evaluaron: Ankistrodesmus sp., A. nannoselene, Chlorella sp., Scenedesmus 

sp. y S. quadricauda, cultivadas en ausencia de nitrógeno. Dentro de los organismos que 

destacaron por su producción de biomasa con mayor porcentaje de lípidos fueron A. 

nannoselene, Ankistrodesmus sp. y Scenedesmus sp. concluyendo que la ausencia de nitrógeno 

favorece el aumento de la producción de lípidos. 

 

López et al. (2016) analizaron el contenido de fenoles totales en las especies Chaetoceros 

muelleri, Thalassiosira weissflogii, Dunaliella tertiolecta y Tetraselmis chuii. Los cultivos fueron 

expuestos a diferentes condiciones de iluminación, obteniendo como resultado una mayor 

producción de células totales en cultivos de D. tertiolecta y C. muelleri. Por otra parte, la 

concentración más alta de fenoles totales se encontró en los cultivos de microalgas restantes. 

 

Valencia (2023) observó alteraciones bioquímicas en las cepas Phaeodactylum tricornutum, 

Dunaliella tertiolecta, Tetraselmis suecica, Dunaliella salina y Scenedesmus obliquus al ser 

sometidas a tres tipos de estrés: tratamiento sin nutrientes, tratamiento sin nutrientes y con alta 

irradiancia, y alta irradiancia. El resultado obtenido fue el aumentó en lípidos en S. obliquus, 

mientras que en las demás cepas (D. tertiolecta, P. tricornutum, T. suecica y D. salina) se 

observó un aumento en la cantidad de carbohidratos, lípidos y capacidad antioxidante. 

 

Arenas (2023) estudió la composición bioquímica de Phaeodactylum tricornutum y Thalassiosira 

weissflogii en cultivos estáticos y continuos, realizando diluciones (20, 30 y 40%) y viendo los 

efectos sobre la producción de biomasa. Las tasas de dilución mostraron resultados similares 

para Phaeodactylum tricornutum mientras que para Thalassiosira weissflogii la dilución al 20% 
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resultó mejor para la producción de biomasa presentando un aumento en el contenido de lípidos, 

proteínas y carbohidratos. 

 

Eriz (2024) realizó un estudio sobre el efecto de la calidad de la luz en el crecimiento y 

composición de Phaeodactylum tricornutum. Probó 4 tratamientos: luz blanca, luz roja, luz azul y 

luz mixta. La eficiencia fotosintética se mantuvo estable, sin embargo, el uso de la luz azul 

estimuló la acumulación de ácido eicosapentaenoico, mientras que para la luz blanca, roja y 

mixta no se obtuvieron resultados con cambios significativos. 
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3.​ Justificación 

Las microalgas, dentro de la biotecnología azul, se han convertido en un recurso importante 

debido al alto control que se tiene sobre su desarrollo y la rapidez de su crecimiento. Gracias a 

su gran capacidad de adaptación a las alteraciones del medio y a la modificación de su 

metabolismo, se han vuelto un blanco estratégico para la industria. 

El presente estudio se enfoca en Phaeodactylum tricornutum y como la modificación de la 

salinidad del cultivo puede inducir cambios fisiológicos que optimicen la producción de 

compuestos bioactivos de interés como proteínas, lípidos y pigmentos. Estos compuestos 

mejoran la calidad de alimento vivo para la acuicultura además de mostrar el potencial de ser 

utilizados como suplementos nutricionales con beneficios en la salud humana. 

El impacto de esta investigación es significativo y diverso. Primeramente, contribuirá a la 

sostenibilidad de la acuicultura promoviendo procesos más eficientes y ecológicos reduciendo el 

uso de recursos y minimizando el impacto ambiental. En segundo lugar, genera productos con 

mayor valor agregado, fortaleciendo la competitividad en la industria. 

Este proyecto impulsará la innovación tecnológica, así como el desarrollo científico en la región, 

fomentando la creación de empleos especializados en el área biotecnológica, ayudando a la 

economía local. Generará conocimiento sobre la respuesta de Phaeodactylum tricornutum a 

condiciones de estrés salino, permitirá crear estrategias de cultivo más eficientes y adaptadas a 

las necesidades del mercado. 

 

 

 

4.​ Hipótesis 

​ La microalga Phaeodactylum tricornutum presentará cambios en su composición 

bioquímica como respuesta a la exposición a estrés salino durante su cultivo,  alterando su 

contenido de carbohidratos, lípidos, proteínas y pigmentos. 

19 



 

5.​ Objetivos  
 

​ 5.1​ Objetivo general 

Determinar la composición bioquímica de la diatomea Phaeodactylum tricornutum 

cultivada en diferentes concentraciones de salinidad 

5.2​ Objetivos Específicos 

1.​ Analizar el cambio en el contenido de clorofila a, clorofila b, clorofila c, carotenos 

y fucoxantina en la diatomea P. tricornutum bajo estrés salino 

2.​ Cuantificar la variación en el contenido de lípidos en la diatomea P. tricornutum 

bajo estrés salino 

3.​ Calcular el cambio en el contenido de proteínas en la diatomea P. tricornutum 

sometido a cambios en la concentración salina. 

4.​ Evaluar el cambio en el contenido de carbohidratos en la diatomea P. tricornutum 

ocasionados por estrés salino. 
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6.​ Marco teórico 

6.1​ Composición bioquímica de las microalgas 

Cuantitativamente el componente más importante en la biomasa de las algas son las proteínas, 

estas pueden representar hasta el 50% del peso seco total, los cuales junto con los lípidos y los 

carbohidratos constituyen hasta el 90% del peso seco total. mientras que los minerales, ácidos 

nucleicos, pigmentos y demás componentes pueden representar una suma del 10% restante del 

peso (Rendón et al., 2013) 

La composición bioquímica de una especie microalgal, contenido de aminoácidos, grado de 

insaturación de los ácidos grasos o el contenido de vitaminas depende ampliamente de las 

condiciones de cultivo y del ciclo de crecimiento en que se lleva a cabo la cosecha de la 

biomasa. Sin embargo, no se pueden realizar generalizaciones sobre las respuestas de las 

microalgas a las alteraciones ambientales dado que tales respuestas difieren según la especie 

(Fidalgo, 1995). 

En algunas especies estudiadas por Brown et al. (1989) bajo efecto de deficiencia de Nitrógeno 

o Fósforo, los niveles de carbohidratos y/o lípidos tienden a aumentar mientras que los niveles 

proteicos disminuyen. El nivel de ácidos grasos para algunas especies como el caso de 

Cyclotella meneghiniana varía a lo largo del fotoperiodo, siendo ácidos grasos saturados la 

fracción predominante al comienzo de la fase de luz. En Dunaliella salina se puede observar un 

aumento en el contenido de β-caroteno y de los aminoácidos esenciales al ser expuesta a altas 

salinidades. 

6.1.1​ Lipidos y acidos grasos 
La composición de lípidos y ácidos grasos de las microalgas varía según las condiciones de 

cultivo a las que se expone; en algunos casos, el contenido de lípidos puede aumentar por 

condiciones de ausencia de nitrógeno o algún otro factor de estrés. Por otra parte, la producción 

de ácidos grasos en microalgas tiene una amplia ventaja con respecto a la productividad por 

hectárea. Comparando con los cultivos agrícolas, la productividad de las microalgas es 30 veces 

superior al maíz o la soja. Uno de los problemas con la producción de ácidos grasos a partir de 

cultivos de microalgas es la identificación de especies adecuadas. Existe una diversidad de más 
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de 40,000 especies de microalgas de las cuales solo se han explorado los usos potenciales de 

unas decenas y de las cuales solo 10 son explotadas comercialmente a gran escala (Álvarez et 

al., 2012).  

 

6.1.2​ Proteínas 
El contenido de proteínas de las algas varía dependiendo de las especies de microalgas y las 

condiciones en las que se cultiva. Muchas especies pueden contener altos niveles de proteína, 

generalmente 40-60% de materia seca. Sin embargo, el contenido de proteína cruda en la 

biomasa de microalgas varía de 6 a 63%. Las diferencias entre el contenido proteico entre las 

especies de microalgas se adjudican principalmente a las características genéticas. No obstante, 

la razón de las diferencias en el contenido proteico de una especie es diverso, incluyendo los 

métodos de análisis, condiciones de cultivo y fases de crecimiento en la que se realizó la 

cosecha de biomasa de la microalga (McGinn et al., 2021). 

 

6.1.3​ Carbohidratos 
Los carbohidratos en las microalgas tienen dos propósitos principales: como componentes 

estructurales en las paredes celulares y como almacenamiento de compuestos dentro de la 

célula. Brindan la energía necesaria para el metabolismo y, en caso necesario, para la 

supervivencia temporal en condiciones de oscuridad. Los carbohidratos que almacenan las 

microalgas cubren una amplia categoría de azúcares y sus polímeros (di-, oligo- y polisacáridos) 

dependiendo de cada especie. Las cianobacterias sintetizan glucógeno, las algas rojas almidón 

floridiano, las algas verdes sintetizan amilopectinas como polisacáridos y las diatomeas 

sintetizan principalmente crisolaminarina. Algunas microalgas pueden acumular altos contenidos 

de almidón alcanzando hasta un 44% en el peso (Guzmán, 2023).  

6.1.4​ Pigmentos y antioxidantes 
Los pigmentos presentes en las microalgas tienen una gran variedad de colores. La función 

principal de los pigmentos es la absorción de energía a diferentes longitudes de onda presentes 

en el espectro de luz visible. Los principales pigmentos fotosintéticos son: clorofila, 
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ficobiliproteínas y carotenos. Los pigmentos se pueden clasificar en dos: principales y 

secundarios. Dentro de los principales se encuentra únicamente la clorofila a, el cual es el 

encargado de romper la molécula de agua para utilizar el electrón en la fotosíntesis. Entre los 

pigmentos secundarios se encuentran clorofilas b, clorofila c, ficobiliproteínas y carotenos. Las 

concentraciones de pigmentos en las microalgas generalmente son menores al 5% del peso 

seco (Martínez & Vera-López, 2001). 

Los antioxidantes son una amplia variedad de moléculas que incluyen carotenoides, polifenoles, 

ficobilinas, tocoferoles y ácidos grasos esenciales. La capacidad antioxidante de las microalgas, 

por ende, está relacionada fuertemente con su composición bioquímica, lo que varía entre las 

especies y sus condiciones de cultivo. Dentro de los pigmentos carotenoides, existen algunos de 

alto interés comercial como β-caroteno, la luteína y la astaxantina. Los antioxidantes 

desempeñan una función importante en la neutralización de los radicales libres dañinos, 

previniendo el daño oxidativo a biomoléculas como lípidos, proteínas y ácidos nucleicos (Cotas 

et al., 2024). 

6.2.3​ Composición bioquímica de P. tricornutum 
La caracterización bioquímica de P. tricornutum se realiza mediante la medición del contenido 

total de carbohidratos, proteínas y lípidos. Los carbohidratos son el resultado de la fotosíntesis 

de las microalgas y son el componente que se acumula primero en las células. P. tricornutum  en 

un análisis de carbohidratos arrojó un 7,85 ± 0,22 % en peso de carbohidratos totales 

(Branco-Vieira et al., 2018). 

Se han obtenido resultados similares en otros estudios realizados exponiendo a la diatomea a 

una mayor irradiación exterior demostrando que en ausencia de limitación lumínica el contenido 

de carbohidratos es independiente de la concentración de la biomasa. Sin embargo, otros 

estudios han demostrado que presenta más del 40% en peso de carbohidratos cuando se cultiva 

a baja irradiación interior (Sánchez et al., 2013). 

 

Otros estudios muestran que la limitación de nutrientes también afecta el contenido de 

carbohidratos, en el caso de la ausencia de nitrógeno el peso en carbohidratos ha sido de 60% 
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mientras que limitando el fósforo han aumentado solo hasta 29% y 39% del peso en 

carbohidratos (Chauton et al., 2013) 

La cantidad de proteínas que produce P. tricornutum en un cultivo normal es de 38.40 ± 2.46 % 

del peso total. No obstante también ha sido estudiado el porcentaje proteico en diferentes fases 

de crecimiento y se han obtenido los siguientes resultados: el 2.58%, el 13.38% en peso y el 

17.51% en peso de proteínas en fase exponencial, fase estacionaria temprana y fase 

estacionaria tardía del cultivo respectivamente (Fernández-Reiriz et al., 1989). 

Otros estudios comprobaron que el contenido de proteínas ronda de un 16 a un 26% del peso 

cuando se cultiva en ausencia de nitrógeno. Mientras que si se limita el fósforo el contenido de 

proteínas varían de un 19 a un 23% (Chauton et al., 2013). 

El contenido proteico corresponde a la molécula celular más abundante constituyendo de entre 

30 a 60% de la biomasa total en condiciones de abundancia de nutrientes (Geider et al., 2004). 

Los lípidos son una macromolécula esencial para el almacenamiento de energía y función 

estructural. Para un cultivo en condiciones normales se han obtenido resultados de 9.08 ± 0.38% 

de peso total (Bligh & Dyer, 1959). 

Diversos factores afectan el contenido lipídico de P. tricornutum como la intensidad lumínica, fase 

de cultivo, sistemas de cultivo, disponibilidad de nutrientes y condiciones de estrés. Sin embargo 

se han alcanzado altos niveles de lípidos (43%) en cultivos controlados dentro de laboratorios a 

volúmenes pequeños (Vandamme et al., 2004). Aunque el contenido lipídico de la biomasa de P. 

tricornutum puede aumentar a 53.04 ± 3.26 % del peso total exponiendo los cultivos a 

deficiencias de nitrógeno (Branco-Vieira et al., 2018). 

 

Los pigmentos presentes en P. tricornutum son principalmente clorofila “a”, carotenos y 

fucoxantina. La clorofila “a” al inicio del cultivo se encuentra en un valor de 0.4 ± 0.1 pg cél-1 una 

semana después de la siembra los valores aumentaron la concentración de clorofila “a” a 2.7 ± 

0.2 pg cél-1(Arena, 2023). Por otra parte, el valor para los carotenos es de 2.3 mg/g-1 para un 

cultivo en condiciones normales mientras que si se exponen a cambios de iluminación su 

contenido puede variar de 0.3 a 1.9 mg/g-1. Para la fucoxantina en condiciones normales de 
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cultivo se obtiene 15 mg/g-1, al igual que los carotenos, se ve afectada por los cambios de 

iluminación variando su contenido de 0.4 a 15 mg/g-1 (Ding et al., 2023). 

 
 

6.3​ Aplicaciones de las microalgas para el bienestar humano 

6.3.1​ Nutrición  

La elaboración de productos alimenticios suplementados con microalgas, fue incentivado por su 

alto contenido proteico, de aproximadamente 50% en algunos géneros como Chlorella, 

Arthrospira, Scenedesmus y Dunaliella. Cabe destacar que la proteína proveniente de las 

microalgas tiene un mayor valor nutricional que las que se encuentran en varios cereales y 

leguminosas de consumo habitual, aunque no supera a la proteína animal. Uno de los grupos de 

carbohidratos que más destaca dentro de los producidos por las microalgas son los β-glucanos, 

que incluye el paramilon y la crisolaminarina. Varios estudios han demostrado que los β-glucanos 

producen un efecto inmunoestimulador. De igual manera estos componentes combinados con 

otros como  N-acetil-glucosamina y N-acetil-galactosamina han demostrado acción inhibitoria 

contra Listeria monocytogenes y el hongo Candida albicans (Olmedo, 2019). 

Otro de los componentes importantes en las microalgas son los ácidos grasos en los que 

destaca el ácido docosahexaenoico (DHA) que representa entre el 20 a 25% del tejido gris del 

cerebro humano y entre el 50 a 60% de los lípidos fotorreceptores de la retina, de igual manera 

es un componente abundante en el tejido muscular cardiaco y células espermáticas. Se 

considera un nutriente esencial en la infancia. Los ácidos grasos están presentes en una gran 

variedad de microalgas como es el caso de Chlorella y la Spirulina. Los pigmentos, a pesar de 

no ser de alta demanda en el mercado y poder obtenerlos de diversos vegetales, también 

pueden ser producidos por microalgas, teniendo una ventaja en la amplia gama de producción 

de pigmentos, la alta concentración que presentan y la rapidez con la que se reproducen las 

microalgas. Dentro de los pigmentos de mayor importancia encontramos la astaxantina la cual 

funciona como pigmento protector contra el cáncer, funciona incrementando las lipoproteínas de 
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alta densidad y mejora el sistema inmune. Otro pigmento importante es el beta caroteno, es un 

precursor de la vitamina A y un antioxidante natural (Espinoza, 2017). 

​
Fig. 3. Productos derivados de diversas microalgas (García, 2017).​
 
 
 

6.3.2​ Microalgas y salud mental:  beneficios neuroprotectores y funcionales 

Las microalgas que contienen un alto contenido en proteínas, aminoácidos esenciales, 

vitaminas, carotenoides, minerales, ácidos grasos esenciales son considerados alimentos 

funcionales, debido a que su consumo tiene beneficios en la salud humana y mejora el 
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rendimiento físico y mental. Es importante tener en cuenta que los nutrientes provenientes de las 

microalgas son fácilmente absorbidos por el cuerpo y restauran rápidamente la deficiencia 

nutricional a niveles fisiológicos. La alta biodisponibilidad de los micronutrientes permite una 

rápida distribución en el sistema nervioso, ayudando a que las vitaminas del complejo B, el 

magnesio y los ácidos grasos lleguen fácilmente al cerebro, aportando efectos neuronales 

beneficiosos. Muchos estudios in vivo en diferentes modelos animales usando microalgas han 

destacado diversos efectos neuroprotectores en distintas áreas del cerebro. Se demostró que las 

microalgas tienen componentes que brindan neuroprotección en circunstancias desde 

neuroinflamación hasta neurodegeneración, neurotoxicidad y más. Además un compuesto 

oligosacárido provenientes de las algas, el oligomanato de sodio ha sido aprobado para el 

tratamiento de la enfermedad de Alzheimer, lo que deja con altas expectativas el uso de 

fármacos a base de algas (Sorrenti et al., 2021). 
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7.​ Materiales y métodos 

7.1​ Diseño Experimental  

El proyecto se inició llevando a peso constante los materiales a utilizar en las 

técnicas de análisis bioquímico (cajas Petri y tubos de ensayo). Posteriormente se realizó 

un cultivo control de  Phaeodactylum tricornutum, cepa almacenada en el Laboratorio de 

Alimento Vivo y proveniente de CIBNOR con código CIB 41; a 30 Unidades prácticas de 

salinidad (UPS) en medio F/2 “Guillard” (Stein, 1979), se elaboró en matraces de 1 litro y 

se aéreo con él usó de una bomba de acuario, se utilizaron focos LED de 2000 lúmenes 

como fuente de luz sin aplicar fotoperiodo. Con el cultivo control se realizó la 

estandarización de las técnicas de análisis bioquímico (Lípidos, proteínas, carbohidratos 

y pigmentos). Posteriormente se aplicaron 3 tratamientos; 0 UPS (tratamiento 1), 3 UPS 

(tratamiento 2) y 13 UPS (tratamiento 3). De cada cultivo se tomaron muestras de 100 ml 

por triplicado y, se realizaron análisis de los cambios dentro de la composición bioquímica 

de la microalga expuesta a un estrés salino. 

 

Fig. 4. Cultivos de P. tricornutum en distintas concentraciones de salinidad 

 

7.2​ Obtención del cultivo 

Se cultivó la microalga P. tricornutum en un matraz Erlenmeyer con medio F/2 

“Guillard” (Stein, 1979) hasta obtener un volumen de 1,000 ml de microalga en las 

siguientes condiciones: aireación constante con bomba marca Elite modelo 799, 
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fotoperiodo de 24 horas a 3,000 luxes (59.91 µE m -2 seg -1). Con ayuda de una 

barra luminosa LED marca HEE modelo HEEGA40 y temperatura de 18 ± 2 °C 

establecida con ayuda de un aire acondicionado marca Mirage modelo EXC121F. La 

microalga se cosechó en fase exponencial. Se aseguró que la microalga se 

encuentre pura y en buen estado realizando lavados de acuerdo a la metodología de 

Moha-León et al. (2018) con ayuda de tubos Falcon de plástico de 50 ml, se 

centrifugaron a 3000 rpm en centrífuga marca ALC modelo 4218.  

​

Fig. 5. Preparación de salinidad del medio de cultivo 

A 
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B 

Fig. 6. Cultivo de P. tricornutum tomada a 10x (A) y 100x (B) con un microscopio 

óptico. 

7.3​ Peso constante de materiales 

​ Se llevó a peso constante los materiales a utilizados para las técnicas de 

determinación (cajas Petri y tubos de ensaye), etiquetándolos y colocándolos en una 

incubadora marca Arsa modelo AR-130AD durante 1 hora, después se retiraron y se 

dejaron enfriar en un desecador de vidrio durante 30 minutos, finalmente fueron 

pesados en una balanza analítica marca Denver Instrument modelo TP 214 con una 

precisión de 0.001g. Este procedimiento se realizó dos veces más para poder 

obtener un promedio y tener registrado el peso de cada uno de los materiales.
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​

Fig. 7. Lectura de peso constante de cajas Petri 

​

Fig. 8. Lectura de peso constante de tubos de ensayo 
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​

7.4​ Determinación de peso seco 

Se realizó la determinación del peso seco por gravimetría con el uso de una 

balanza analítica marca Denver Instrument, mediante la toma de muestras de 100 ml 

añadidas a tubos Falcon. Se realizaron 3 lavados a 3000 rpm con ayuda de una 

centrífuga marca ALC, para concentrar el volumen en 30 ml y posteriormente se 

agregó a una caja Petri de cristal (previamente registrado su peso constante), 

después se llevó a una incubadora durante 24 horas para evaporar el líquido 

restante. La biomasa seca se obtuvo mediante un raspado realizado de manera 

cuidadosa con ayuda de una navaja para agregarla a un tubo de ensayo de vidrio (a 

peso constante). Finalmente se registró el peso seco de la biomasa obtenida. 
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​

Fig. 9. Muestras de biomasa seca en desecador 

 

​

Fig. 10. Biomasa seca obtenida de muestras de 100ml 
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7.5​ Determinación de proteínas 

Se llevó a cabo la determinación de proteínas usando el método de Bradford 

adaptado para microalgas propuesto por Arredondo et al. (2007). Primero se realizó 

una curva de calibración usando albúmina de huevo marca LABESSA® con NaOH al 

0.1N a partir de una solución madre de 200 mg/L con las siguientes concentraciones 

de referencia: 10, 15, 20, 30, 40, 50, 60, 100 y 200 mg/L, se leyeron los datos 

usando un espectrofotómetro de luz uv/vis marca Thermo scientific modelo Genesys 

100s a λ = 595 nm hasta obtener la curva. Se tomaron 2 mL de biomasa de P. 

tricornutum en tubos de ensaye de vidrio añadiendo 5 ml de NaOH al 0.1N, después 

se llevó a incubar a baño María marca CIVEQ® modelo HH-2 durante 20 minutos a 

100°C. Posteriormente se realizaron 2 ciclos de 5 minutos en un sonicador marca 

Branson® modelo 1800 con agua fría para terminar el rompimiento celular. A 

continuación las muestras se colocaron en una centrífuga con refrigeración marca 

CENCE® modelo H1650R a 10,000 rpm, 10°C durante 10 minutos, se tomó el 

sobrenadante y se vertió en tubos de ensayo de vidrio, limpios y etiquetados. De la 

muestra resultante se tomó 1 ml y se le agregaron 5 ml de reactivo Bradford, se dejó 

reaccionar durante 5 minutos, se leyó en un espectrofotómetro de luz uv/vis marca 

Thermo scientific a λ = 595 nm, usando NaOH–N como blanco. 

​

Fig. 11. Albumina de huevo diluida a diferentes concentraciones 
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​

Fig. 12. Albumina de huevo con reactivo Bradford ​

​

Fig. 13. Muestras control de proteínas con reactivo Bradford  

​

Fig. 14. Muestras de proteínas con reactivo Bradford 
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Fig. 15. Lectura de proteínas en espectrofotómetro de Uv-Vis 

7.6​ Determinación de carbohidratos 

La determinación de carbohidratos se realizó por el método colorimétrico de 

fenol-ácido sulfúrico modificado para microalgas por Arredondo et al. (2007). La 

curva de calibración que servirá de referencia se realizó usando D-glucosa anhidra. 

Se tomaron por duplicado muestras de 100 ml de P. tricornutum previamente secas y 

se colocaron en tubos de ensayo de vidrio. Después se añadió 1 ml de H2SO4 a 1.0 

M a temperatura ambiente. En el siguiente paso, se llevará 5 minutos al sonicador 

Marca BRANSON® modelo 1800. Posteriormente se agregaron 4 ml de H2SO4 a 1.0 

M a cada muestra. Cada tubo de ensayo con muestra se llevó al baño María  a 

100°C durante 1 hora, se retiraron las muestras del baño María y se dejaron enfriar. 

En el siguiente paso se llevaron las muestras a una centrífuga con refrigeración 

marca CENCE® a 4,000 rpm, 10°C durante 15 minutos, se retiraron las muestras de 
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la centrifuga y se extrajo el ácido cuidadosamente con una micropipeta para no 

resuspender los residuos sólidos. Finalmente se tuvo cada muestra etiquetada, se 

llevó a lectura en espectrofotómetro de luz uv/vis a λ = 315 nm, se usará H2SO4 

como blanco y llevo el mismo proceso de preparación de las muestras. 

Para determinar los carbohidratos totales (%) se utilizó la ecuación propuesta por 

Dubois et al. (1956), adaptado por Arredondo y Voltolina (2007) para microalgas y, 

con ligeras modificaciones de Guzman-Ferman (2013) y Lopez-Legarda et al. (2017) 

y, estandarizada por Valencia Molina (2023) 

% Carbohidratos = (m •A315nm)/ Vm •VE/ Ps •100 

Dónde: 

Ps=Peso seco 

VE=Volumen extracto ácido 

VM=Volumen de muestra 

m= Valor de la pendiente 

A315nm= Absorbancia 

(Dubois et al., 1956; Arredondo y Voltolina, 2007; Guzman-Ferman, 2013; López- 
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Legarda et al., 2017; Valencia Molina, 2023.)​

 

Fig. 16. Preparación de muestras de carbohidratos con ácido sulfúrico​

 

 

 

 

 

 

​

Fig. 17. Muestras de carbohidratos a baño Maria​

38 



 

​

 

Fig. 18. Muestras de carbohidratos listas para lectura en espectrofotómetro de 

Uv-Vis. 

​

7.7​ Determinación de lípidos 

Se realizó la extracción de lípidos a partir del método de cloroformo-metanol 

(1:2) adaptado para microalgas. Primero se preparó una solución de cloroformo 

metanol donde se añadió 50 ml de cloroformo y 100 ml de metanol. A cada tubo de 

ensayo con biomasa seca se le añadió 3 ml de la mezcla cloroformo-metanol (1:2) y 

se llevaron por 3 ciclos de 15 minutos en un sonicador con agua fría. Finalmente se 

centrifugó a 3000 rpm durante 20 minutos a 4°C en tubos de ensaye de plástico con 

tapa en una centrífuga con refrigeración marca CENCE®. Después se regresó el 

sobrenadante a los tubos de ensaye de cristal previamente pesados, la pastilla 

resultante se lavó 2 veces, primero con 1.5 ml de la mezcla de cloroformo-metanol 

(1:2), se agregó 2 ml de agua destilada (fase metanol agua) y el segundo lavado se 

realizó con 3 ml de cloroformo-metanol (1:2) para formar una segunda fase 

cloroformo-lípido, se desechó la fase metanol agua para conservar sólo la fase de 

cloroformo-lípido. 

Por último se aplicó la fórmula siguiente: 

Lípidos (%) =100• [(PTL- PTV) / P] 

Dónde: 
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PTL= Peso del tubo de ensayo con lípido (mg) 

PTV= Peso del tubo de ensayo vacío (mg) 

P=Peso de la muestra (mg). 

(Bligh y Dyer, 1959; Arredondo y Voltolina, 2007; Nuñez, 2008; Guzman-Ferman, 

2013; Valencia Molina, 2023). 

​

Fig. 19. Muestras de lípidos con fases metanol-agua y cloroformo-lípido​

​

Fig. 20. Reducción de líquidos en muestras de lípidos​

​
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​

Fig. 21. Muestras de lípidos listas para gravimetría​

​

Fig. 22. Pesado de muestras de lípidos 
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7.8​ Determinación de lípidos saturados e insaturados por el método de 

Sulfo-fosfovainillina. 

​ Se inició realizando una curva de calibración con aceite de oliva extravirgen 

de marca Kirkland. Posteriormente Se utilizó el extracto obtenido en lípidos totales 

por método gravimétrico resuspendiendo en 5 ml de cloroformo, se tomó la muestra 

y se depositó en un tubo de ensaye de cristal limpio. Después se le añadió 0.100 ml 

de ácido sulfúrico concentrado y se llevó al baño María a 100°C durante 10 minutos 

para evaporar el cloroformo y posteriormente se dejó enfriar. Finalmente a cada 

muestra se le añadió 2.4 ml de reactivo de sulfo-fosfovainillina y se dejó reaccionar 

10 minutos para llevar a lectura en espectrofotómetro de luz uv/vis a λ = 734 nm 

(Bligh y Dyer, 1959; Park et al., 2016). 

​

Fig. 23. Muestras de lípidos resuspendida ​

​

Fig. 24. Muestras de lípidos con sulfo-fosfovainillina listas para lectura 

7.9​ Determinación de pigmentos 

En esta determinación se evaluaron pigmentos, clorofilas, carotenoides 

totales y fucoxantinas mediante los métodos de Jeffrey y Humphey (1975), Anderson 
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et al. (2006) y Motten (2004) y estandarizados por Valencia Molina (2023). A partir 

de la biomasa seca previamente añadida y etiquetada en tubos de ensayo de cristal, 

se añade 10 ml de acetona al 100%, se transfirieron 5 ml de cada tubo de ensayo 

con muestra a nuevos tubos de ensayo de cristal cubriéndolos con papel aluminio 

para evitar la foto oxidación y se llevaron 2 ciclos de 5 minutos al sonicador con 

agua fría, se retiro del sonicador y se llevaron a reposar a 4°C durante toda la noche 

(16 horas). Después del tiempo de reposo se llevó a sonicar nuevamente 2 ciclos de 

5 minutos en las mismas condiciones. Se tomó 1 ml de cada muestra y se centrifugó 

a 3,000 rpm durante 10 minutos a 4°C en una centrífuga con refrigeración marca 

CENCE® modelo H1650R, se retiró de la centrifuga y se tomó el sobrenadante con 

una micropipeta marca Science Med de 1 ml y se colocó en otro tubo de ensaye 

limpio protegido de la luz. Finalmente, las muestras se colocaron en una celda de 

cuarzo y se leyeron en espectrofotómetro de luz uv/vis marca Thermo scientific 

modelo Genesys 100s, usando acetona al 100% como blanco a longitudes de onda 

de 630, 647 y 664 nm para clorofilas, 480 y 510 nm para carotenoides totales y 470, 

630, 580 y 664 nm para fucoxantinas. Para determinar el contenido se utilizaron las 

siguientes ecuaciones para clorofilas (Jeffrey y Humphrey, 1975), carotenoides 

totales (Strickland y Parsons, 1972) y Fucoxantina (Motten, 2004), dichas 

ecuaciones fueron estandarizadas por Valencia Molina (2023): 

Clorofila a (mg/g alga): 

v x[(11.85 x A664)-(1.54 x A647)-(0.08 x A630)]/ g alga. 

Clorofila b (mg/g alga): 

v x[(21.03 x A647)-(5.43 x A664)-(2.66 x A630)]/ g alga. 

Clorofila c (mg/g alga): 

v x[(2 

4.52 x A630)-(1.67 x A664)-(7.60 x A647)]/ g alga. 

Carotenos (mg/g alga): 

v x[(7.60 x A480)-(1.49 x A510)]/ g alga. 
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Fucoxantina (mg/L): 

(A470-1.239x(A630+A580-0 .3A664)-0.0275A664)/141 

 

​
Fig. 25. Rompimiento celular en sonicador​
​
​

 
Fig. 26. Muestras limpias de pigmentos lista para lectura en espectrofotómetro de Uv-Vis 
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8​ Resultados 
Resultado de cuantificación de lípidos por método gravimétrico. 
 

 
​

Fig. 27. Cuantificación de lípidos por gravimetría en P. tricornutum a diferentes salinidades. 

 

La gráfica de lípidos obtenida  por método gravimétrico nos muestra que el cultivo a 0 UPS 

tiene un mayor contenido en lípidos totales mientras que, el cultivo a 13 UPS es el segundo 

con mayor productividad, siendo el cultivo de 3 UPS el más deficiente en contenido de 

lípidos totales 
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Resultados de determinación de lípidos por espectrofotometría de Uv-Visible. 

 

Fig. 28. Determinación de lípidos por espectrofotometría en P. tricornutum a diferentes 

salinidades. 

 

Para los lípidos insaturados se obtuvo un valor mayor en el cultivo de 30 UPS, seguido del 

cultivo de 3 UPS, mientras que los cultivos de 0 y 13 UPS fueron los menos productivos en 

lípidos insaturados. Esto nos demuestra que a pesar de que los cultivos de 0 y 13 UPS 

tuvieron mayor producción en lípidos totales no significa que sean lípidos de calidad, ya que 

en cuestión de lípidos totales los cultivos de 3 y 30 UPS fueron menos productivos en 

contenido total de lípidos, pero con mayor producción de lípidos insaturados. 
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Resultados de determinación de proteínas por espectrofotometría de Uv-Vis 

 

Fig. 29. Proteínas por espectrofotometría en P. tricornutum a diferentes salinidades. 

 

La producción de proteínas destacó en el cultivo de 30 y 3 UPS, con una producción de 

48.35% y 31.34% del peso de la biomasa seca respectivamente, mientras que, para los 

cultivos de 0 y 13 UPS la producción fue de 10.91% y 12.05%. Relacionándolo con la 

producción de lípidos, a mayor cantidad de lípidos totales se presenta una menor 

producción de proteínas. 
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Resultados de determinación de carbohidratos por espectrofotometría de Uv-Visible 

 

Fig. 30. Gráfico de carbohidratos por espectrofotometría en P. tricornutum a diferentes 

salinidades. 

 

En los resultados nos muestra que no hay una diferencia significativa en la producción de 

carbohidratos con respecto a los cambios en la salinidad. Los resultados se mantuvieron 

alrededor del 5% del peso de la biomasa seca total. 
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Resultados de determinación de pigmentos por espectrofotometría de Uv-Visible 

 

Fig. 31. Cantidad de pigmentos presentes en P. tricornutum a diferentes salinidades. 

 

La lectura de los pigmentos totales arrojó resultados significativos en la producción de los 

cultivos de 13 y 30 UPS, teniendo mayor producción en clorofila “a”, carotenos y 

fucoxantina, seguido del cultivo a 0 UPS que se mostró en alrededor de 2-3 μg/mL por 

debajo de los valores de clorofila “a” y carotenos, mientras que para la fucoxantina presentó 

valores similares a los cultivos a 13 y 30 UPS. El cultivo a 3 UPS presentó una menor 

productividad. El contenido de clorofila “b” y clorofila “c” estuvieron por debajo de 4 μg/mL 

en todos los cultivos. 
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9.​ Discusión 
A través de la presente investigación se pudo observar la variación en la composición 

bioquímica de la microalga P. tricornutum expuesta a distintas concentraciones de salinidad. 

Las microalgas son organismos capaces de resistir alteraciones en los parámetros 

fisicoquímicos y adaptarse para su óptimo crecimiento (Gonzales et al., 2021). 

Los lípidos son fundamentales en la regulación de las funciones de la membrana celular, 

determinan la fluidez y la disminución de la permeabilidad de la membrana, modificando su 

tamaño y masa celular. Debido a esto, es importante reconocer que la salinidad como factor 

de estrés va a afectar tanto el crecimiento como la composición bioquímica de las 

microalgas dependiendo de las condiciones de cultivo y la especie seleccionada (Eldredge, 

2017). 

Se ha demostrado que la salinidad es un factor que afecta la composición bioquímica de 

otras especies como Chroomonas sp., sin embargo en P. tricornutum no hay estudios que 

especifiquen los cambios en la composición bioquímica al exponer la diatomea a estos 

factores de estrés (Bermúdez et al., 2002). 

En esta investigación el contenido de lípidos presentó un aumento significativo en la 

microalga P. tricornutum cultivada a dos distintas salinidades que fueron 0 y 13 UPS 

obteniendo un resultado de 54.69 y 35.45% de biomasa seca respectivamente, mientras 

que para las salinidades de 3 y 30 UPS los resultados fueron de 15.72 y 18.29 % de 

biomasa seca respectivamente. En comparación con el estudio realizado por Aguayo (2024) 

en el que el porcentaje de lípidos disminuyó con el uso de tratamientos fitohormonales 

donde su valor más alto fue de 15% y el valor mínimo fue de 10% con respecto al peso total 

de la biomasa seca. Con esto podemos observar que la salinidad del medio afecta 

directamente la producción de lípidos en la célula. Sin embargo, resultados similares fueron 

obtenidos en el estudio realizado por Valencia (2023) en el cual expuso a P. tricornutum a 

tres tratamientos diferentes, modificando el contenido de nutrientes y la irradiancia. En sus 

resultados se puede observar una producción de entre 48 y 54% de lípidos para un cultivo a 

0 UPS. 
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Ramírez (2024) en su estudio de valorización de la biomasa de P. tricornutum, cultivada en 

medio Walne (Walne, 1970) a condiciones normales, obtuvo un contenido de proteínas en 

un rango de 8.86 a 11.15% de peso de la biomasa seca. Por otra parte, Felix (2015) en una 

valoración de la composición química de Phaeodactylum t. en condiciones normales, obtuvo 

un porcentaje de 31.98% de la biomasa seca, en comparación con los resultados obtenidos 

en el presente estudio en el que el valor más bajo fue de 10.91% de peso de la biomasa 

seca para 0 UPS y el valor más alto fue a 30 UPS, de 48.35% de peso de la biomasa seca. 

Con esto podemos atribuir a la salinidad que es un factor ambiental que estimula la 

capacidad de producir mayor cantidad de proteínas dependiendo de la concentración a la 

cual se cultive la especie P. tricornutum. 

Por otra parte, para el contenido de carbohidratos no se encontró una variación significativa 

a diferentes salinidades, los resultados se mantuvieron en el 5 ± 0.4% del peso de la 

biomasa seca. Estos resultados pueden ser debido a la respuesta metabólica de P. 

tricornutum, optando por la producción de otros compuestos como lípidos, proteínas o 

pigmentos como método de adaptación a estrés salino, siendo estas lecturas el contenido 

de carbohidratos pertenecientes a la parte estructural de la célula. 

En el estudio de Valencia (2023), se observa que la cantidad de pigmentos producidos por 

P. tricornutum presenta una menor producción, obteniendo como resultado para clorofila “a” 

un valor máximo de 4 μg/mL, para clorofila “b” 2.20 μg/mL, clorofila “c” 0.8 μg/mL, carotenos 

3.9 μg/mL y fucoxantina 3.80 μg/mL. Mientras que para el estudio realizado se obtuvieron 

valores máximos de 10.5 μg/mL para clorofila “a”, para clorofila “b” 3.8 μg/m, clorofila “c” 3.4 

μg/mL, carotenos 8.7 μg/mL y fucoxantina 7.7 μg/mL en la salinidad de 30 UPS. Reforzando 

la investigación de Valencia (2023), se comprueba que a 30 UPS se consigue un mejor 

perfil nutricional en P. tricornutum, no obstante, en los tratamientos que realizo probando  

factores de estrés como la ausencia de nutrientes y alta irradiancia obtuvo mejor 

productividad metabólica para P. tricornutum a 0 UPS. Por otra parte, el cultivo a 13 UPS 

realizado en la presente investigación también obtuvo buena productividad, la cual puede 
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ser aprovechada con algunas modificaciones como la alta irradiancia o falta de nutrientes 

para aumentar la productividad de algunas otras moléculas. 

 

Es importante resaltar que no existen muchos estudios enfocados a la salinidad del medio 

de cultivo con diatomeas como P. tricornutum y otras especies del mismo grupo, siendo este 

un factor importante y fácil de manejar, con repercusiones significativas para la composición 

bioquímica de las microalgas. El estrés salino y la respuesta adaptativa de P. tricornutum 

nos muestra que dependiendo de la cantidad de sal en el medio de cultivo, algunos 

componentes bioquímicos como lípidos, proteínas, carbohidratos, pigmentos, etc., pueden 

aumentar o disminuir.  
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10.​ Conclusiones 
En esta investigación se observó que la salinidad es un factor importante que modula la 

composición bioquímica de la microalga, afectando de manera diferente la producción de 

lípidos, proteínas, pigmentos. ​

La producción de lípidos totales en P. tricornutum se registraron los valores más altos a 

bajas salinidades (0 y 13 UPS), donde se alcanzaron 54.69 y 35.45% con respecto al peso 

de su biomasa. En cambio para un mayor contenido de lípidos insaturados, las condiciones 

óptimas se encuentran a 3 y 30 UPS. Por otra parte, la producción de proteínas en cultivos 

de 30 UPS mostraron mayor rendimiento con un 48.35% del peso seco, lo que sugiere que 

las concentraciones más elevadas de salinidad favorecen la síntesis de proteínas.​

La producción de pigmentos fotosintéticos como clorofilas y fucoxantina destacó en cultivos 

a 13 y 30 UPS, lo que indica que estas condiciones pueden mejorar el perfil nutricional y 

funcional de la biomasa. Por lo tanto si se busca un mayor rendimiento en lípidos es 

recomendable cultivar a 0 y 13 UPS y si se busca una mayor productividad en proteínas se 

recomienda cultivar a 3 y 30 UPS.  

El manejo adecuado de la salinidad permitirá manipular la composición bioquímica de P. 

tricornutum para fines específicos, ya sea para la obtención de lípidos, proteínas o 

pigmentos, lo que posiciona a esta microalga como una fuente versátil y sostenible para 

aplicaciones biotecnológicas. 
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12.​ Anexos 

 
Anexo A. Peso seco de lípidos. 

 

 
Anexo B. Promedio de peso y relación de lípidos. 
 
 

 
Anexo c. Resultado de lípidos totales. 
 

 
 
Anexo D. Peso seco de lípidos insaturados y volumen de reactivos. 
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Anexo E. Resultado de lípidos por insaturado 
 
 

 
 
Anexo F. Peso seco de muestras para proteínas. 
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Anexo G. Lecturas de proteínas y relación porcentual. 
 
 

 
Anexo H. Resultados de proteínas. 
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Anexo I. Peso seco de muestras de carbohidratos. 
 

 
Anexo J. Lectura del espectrofotómetro de Uv-Vis en muestras de carbohidratos. 
 
 

 
Anexo K. Resultados de pruebas de carbohidratos. 
 

 
Anexo L. Peso seco para muestras de pigmentos. 
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Anexo M. Lectura de pigmentos en diferentes ondas 
 

 
Anexo N. Resultado de contenido de pigmentos. 
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