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PRESENTACION

Esta obra surge de la idea de compartir nuestras experiencias de los ultimos diez afios de trabajo
sobre el cultivo de microalgas que hemos realizado a nivel experimental, y la evaluacién indirecta de su
calidad mediante el analisis de la composicion de su biomasa. En este proceso, han desfilado por
nuestros laboratorios investigadores y estudiantes de licenciatura y postgrado procedentes de diferentes
instituciones, tanto nacionales como del extranjero.

Durante estos anos, con la idea de destacar la importancia de las microalgas para la acuicultura y
biotecnologia, se organizaron también tres cursos tedricos practicos sobre tépicos de microalgas, en los
cuales tuvimos la oportunidad de compartir nuestro aprendizaje con los participantes y con los
investigadores extranjeros y nacionales que invitamos como instructores, como los doctores Concepcién
Herrero y Julio Abalde de la Universidad de La Coruia, Zvi Cohen de la Ben Gurion University of the
Negev, Rafael Vazquez Duhalt del Instituto de Biotecnologia de la UNAM en Cuernavaca y Eugenia
Olguin del Instituto de Ecologia de Xalapa, que enriquecieron estos cursos con sus conocimientos.

El primer curso que impartimos en colaboracion con el CICESE fue en 1997 y lo consideramos como
el pionero. Debido a la limitacién de nuestra infraestructura de ese tiempo, la parte practica abarco
solamente el aislamiento de microalgas, la preparacion y esterilizaciéon de medios, ademas de técnicas
de cultivo y de analisis proximal de la biomasa.

Para los cursos posteriores ya contabamos con el equipo necesario para determinar la composicion
de las microalgas mediante cromatografia de gases-espectrometria de masas, cromatografia de liquidos
de alta resolucidon, microscopia optica y de fluorescencia, con los cuales fue posible estandarizar y
calibrar la metodologia para la extraccién y cuantificacion de acidos grasos y pigmentos.

Este documento nace de nuestro interés en compartir estas experiencias sobre el cultivo de microalgas,
dejando un poco mas explicitos algunos detalles de cada técnica, que a pesar de su importancia no se
encuentran en general en los protocolos metodologicos publicados en la literatura cientifica, y explicando
ademas el fundamento de cada una de las técnicas que se utilizan para evaluar la composicion de la
biomasa de las microalgas, todo con el Unico deseo de que este material sea de utilidad para el trabajo
experimental de nuestros lectores.

Centro de Investigaciones Biologicas del Noroeste (CIBNOR),
La Paz, Baja California Sur
Marzo, 2007

Dra. Bertha Olivia Arredondo Vega
Dr. Domenico Voltolina
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CAPITULO 1

AISLAMIENTO, PURIFICACION Y
MANTENIMIENTO DE CEPAS
DE MICROALGAS

CHRISTINE J. BAND SCHMIDT

Centro Interdisciplinario de Ciencias del Mar (CICIMAR-IPN). Departamento de Plancton
y Ecologia Marina. La Paz, Baja California Sur. México. chands@ipn.mx
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1. IMPORTANCIA DE LOS CULTIVOS
REGIONALES DE MICROALGAS

Las cepas que se usan para fines comerciales
se obtienen en general de colecciones ya

establecidas y conocidas, pero existen varios
motivos para seguir aislando especies de
microalgas de poblaciones naturales locales, en
parte porgue se encuentran mas adaptadas a las
condiciones ambientales dominantes en cada tipo
de ambiente, pero también porque existen todavia
muchas especies que no son bien conocidas o
totalmente desconocidas, cuyo estudio pudiera
ser importante para el progreso cientifico y
tecnolégico de la humanidad.

Los cultivos de microalgas han permitido
obtener un mayor conocimiento sobre la
complejidad de los ciclos de vida de diversas
especies, generandose informacion sobre los
diferentes estadios, toxicidad, requerimientos
nutricionales, fisiologia, informacion genética,
biodiversidad, sistematica, entre otros. Aunado a
ello, son un apoyo importante para estudios
ecoldgicos y de monitoreo, funcionando como
referencias taxonémicas, para la deteccion de
especies productoras de metabolitos toxicos,
estudios de pastoreo. Experimentos in vitro
permiten describir procesos que en ocasiones son
dificiles de realizar en el campo como es la
interaccidn de diferentes estadios del ciclo de vida
con variables ambientales que favorecen o inhiben
la presencia de especies y cepas en diferentes
regiones, asi como las adaptaciones especificas
que presentan cepas de una misma especie a
ambientes particulares.

Es por esto que, en vista de los avances
logrados en los mas de 30 afios desde la
publicacién del clasico manual de Stein (1973), la
Sociedad Ficolégica Americana, consideré que
era necesario un nuevo manual sobre técnicas
de cultivo de microalgas. El resultado son los 25
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capitulos del libro editado por Andersen (2005),
12 de los cuales son dedicados al aislamiento,
purificacion y mantenimiento de micro- vy
macroalgas y a las diferentes técnicas de
preparacion de material y medios de cultivo.

La finalidad de este capitulo es hacer una
breve recapitulacidon de las técnicas y de los
procedimientos que se usan con mayor frecuencia
para aislar y mantener organismos del
fitoplancton, aunque hay que mencionar que éstos
pueden variar de acuerdo a las caracteristicas de
cada especie, del tipo de muestra y de los medios
e instrumentos que cada operador tiene a su
disposicion.

9. OBTENCION DE CELULAS

Los métodos y los instrumentos que se utilizan
para obtener las muestras para el aislamiento de
microalgas pueden variar ampliamente,
dependiendo del tipo de alga que se pretende
aislar, de su abundancia absoluta y relativa en el
ambiente en el cual se esta colectando y de la
finalidad del aislamiento. En todos los casos,
todos los materiales deben estar escrupulo-
samente limpios y libres de sustancias tdxicas o
contaminantes.

Cuando se pretende aislar especies rara o
poco abundantes, se pueden realizar arrastres
de corta duracién para no causar danos celulares,
utilizando redes.de plancton con una malla
apropiada (20 um es probablemente la mas
indicada). Por otra parte, si son especies
abundantes o frecuentes se pueden usar botellas
oceanograficas (Niskin, Van Dorn, entre otras)
(Fig. 1), o tubos de PVC, o mangueras que
permiten obtener muestras integradas en aguas
de poca profundidad.

Después de la obtencion de la muestra, es
recomendable eliminar organismos
fitoplantéfagos de tamafio mayor de las
microalgas, filtrando la muestra a través de un
tamiz con una luz de malla apropiada y proceder
al aislamiento en un lapso corto de tiempo. Por
otra parte, si esto no fuera posible, es necesario
considerar la posibilidad de cambios importantes
de la comunidad presente en la muestra. Por este
motivo, se recomienda transportarla en una

= _,/ :
Figura 1. Red de fitoplancton y botella para colecta de
plancton.

hielera, evitando el contacto directo con el hielo y
la exposicion directa a la luz. Algunas especies
son delicadas, por lo cual es preferible evitar agitar
la muestra manualmente o mediante un burbujeo
con aire. Si la muestra se obtuvo con una red de
plancton, se recomienda diluirla con agua filtrada.

En ocasiones, se pretende obtener células con
alguna caracteristica determinada (crecimiento
rapido, tolerancia a alta o baja temperatura, o a
alta o baja intensidad de luz, entre otros). En estos
casos, es recomendable una incubacién previa
de la muestra en las condiciones deseadas y aislar
posteriormente las especies que resulten
dominantes.

3. METODOS DE AISLAMIENTO

La finalidad de aislar microalgas es la de
obtener cultivos monoespecificos a partir de un
solo individuo (célula, filamento o quiste), que en
este caso se definen como cultivos clonales, o
iniciados con varios individuos de la misma
especie. Estos cultivos pueden contener bacterias
o ser libres de ellas y en el segundo caso se
definen como cultivos axénicos (Pringsheim,
1926, 1946).

Existen varios metodos de aislamiento, que
dependen de las dimensiones de las microalgas,
de su movilidad y de su morfologia. Los mas
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utilizados son el aislamiento con micropipeta, en
placas de agar y con diluciones sucesivas y es
recomendable combinar dos 0 mas de estas
técnicas, que frecuentemente permite lograr mas
facilmente el aislamiento de un solo organismo.
En todos los casos, los aislamientos se realizan
verificando los resultados de la secuencia de
operaciones con la ayuda de un microscopio.

3.1 Aislamiento con pipeta

Este método se utiliza para separar microalgas
mayores a 10 um de diametro en forma de
quistes, células vegetativas, dinoflagelados,
formas coloniales o filamentosas (Hoshaw y
Rosowski, 1973; Matsuoka y Fukuyo, 2000;
Andersen y Kawachi, 2005).

El método consiste en aislar una microalga
con la ayuda de una pipeta Pasteur con punta
reducida y/o con un capilar (Fig. 2d - ). Una gota
gue proviene de una muestra de fitoplancton se
coloca en un portaobjeto (laminilla) y se observa
al microscopio, bajo el cual las células de interés
se succionan por capilaridad con la micropipeta y
se transfieren a un portaobjetos limpio 0 a una
lamina excavada con una gota de agua de mar
esteril (Fig. 2i). El procedimiento se repite,
‘lavando” la célula en medio o agua estéril hasta
cuando no se observan contaminantes y la gota
contiene un solo tipo de células, que requiere
generalmente al menos cinco transferencias
sucesivas.

Una vez realizadas las transferencias, la célula
aislada se puede colocar en una placa con
pocillos multiples (Figs. 2h, 3) o en un tubo de
ensaye con 2 - 5 mL de medio de cultivo estéril
(Figs. 2h, 3). Esta técnica se recomienda para
microorganismos que no sean sensibles a la
manipulacion. Se debe tener cuidado de evitar
cambios bruscos de las condiciones originales de
la muestra, por lo cual la transferencia se debe
hacer de manera rapida y cuidadosa. Este método
requiere de practica. Es recomendable antes de
iniciar el aislamiento con pipeta, experimentar con
algunas microalgas similares a las que se
pretenden aislar, para seleccionar la iluminacion,
magnificacion, tipo de laminillas y cantidad de
muestra y poder reconocer y capturar a la especie
de interés en menos de 10 min.

Figura 2. Material empleado para el aislamiento de
células fitoplancténicas. a) tamiz, b) recipiente de vidrio,
c) tubos de vidrio con tapas, d) pipetas capilares, e)
pipetas Pasteur, f) pipetas de transferencia, g)
recipiente para cultivo de tejidos, h) placa multipozo, i)
portaobjeto, j) manguera que se inserta a pipeta capilar
o Pasteur para la captura de células k) caja de Petri.
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Figura 3. Aislamiento con pipeta. Las células bajo el
microscopio se transfieren a un portaobjetos con una
gota de medio estéril o en laminas excavadas.
Realizadas las transferencias, la célula se coloca en
una placa multipozos o en un tubo de ensaye.

3.2 Diluciones seriadas

Este método se utiliza cuando la microalga
que se desea aislar tiene un tamario inferiora 10
um de diametro y es muy util para aislar las
especies que son mas abundantes en la muestra
(Guillard, 1973; Andersen y Kawachi, 2005).

Antes de iniciar las operaciones de
aislamiento, es necesario estimar la concentracién
celular de la especie de interés, con el fin de
calcular el numero de diluciones necesario para
reducir la concentracién a unas pocas células/mL.
Generalmente se toma 1 mL de la muestra origi-
nal y se agrega a un tubo de ensayo que contiene
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el felkel:

110 1100 1
Figura 4. Aislamiento por dilucion seriada.

9 mL de medio de cultivo estéril (Figs. 2c, 4), se
homogeniza y luego se agrega 1 mL a un segundo
tubo con 9 mL de medio, se homogeniza y asi
sucesivamente. El nimero de diluciones depende
de la concentracion de la microalga que se desea
aislar y el intervalo de dilucién que se utiliza
normalmente es de 102 a 10%, dependiendo de
la concentracion poblacional.

Cuando la concentraciéon de la microalga a
aislar es baja, se recomienda utilizar placas con
pocillos multiples con capacidad de 250 L, y
diluciones sucesivas de 1:10, 1:100, 1:1000 y
1:10000. Las transferencias se van realizando
en cada una de las diluciones, y al mismo tiempo
se pueden ir observando los resultados en el
microscopio invertido y/o estereoscopio.

En el campo, se recomienda llevar tubos
estériles vacios. La dilucion se lleva a cabo hasta
que haya un organismo por 8 - 10 mL. Después
de 1 a 15 dias de incubacion se toma una muestra
de cada tubo para observarla bajo el microscopio
y si es necesario se repite el proceso hasta
obtener el cultivo de una sola especie. La
presencia de otras especies de algas y hongos
se puede detectar al microscopio sobre todo en
el caso de periodos largos de incubacién.

3.3 Aislamiento en placas de agar

Varias especies de microalgas se pueden
aislar mediante la técnica de rayado en estrias
en una caja de Petri con agar (Fig. 5). Este método
también se emplea para purificar cultivos
contaminados con otros microorganismos. No
todas las especies se pueden mantener en medio
sélido, especialmente especies flageladas y
algunas diatomeas (Hoshaw y Rosowski, 1973;
Andersen y Kawachi, 2005), pero esta técnica
suele dar buenos resultados con especies
benténicas, clorofitas, cocoidales y cianofitas.

AL
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Figura 5. Cultivo de una cepa de microalga en medio
solido.

Se prepara el medio de cultivo apropiado,
adicionado entre 0.8 y 2% de agar. Se esteriliza
en autoclave a 120°C y 1.1 kg/cm? de presion
durante 15 min. Posteriormente, se deja a
temperatura ambiente y antes que se solidifique
se vacia en cajas de Petri estériles.

Se colocan una o dos gotas, en las cajas con
medio sélido, que se esparcen con un asa para
bacteriologia o con una varilla de vidrio doblada,
previamente esterilizada. La caja se cubre con
su tapa, se invierte y se coloca en un ambiente
con temperatura y luz controladas; se incuba du-
rante 4 a 8 dias y posteriormente se observa al
microscopio invertido y/o estereoscopio y con la
ayuda del asa se seleccionan las colonias libres
de otros microorganismos, que se transfieren a
otra caja de Petri.

Esta tarea se realiza las veces que sea
necesario hasta asegurar el éxito del aislamiento
de un solo tipo de microalga y para lograrlo con
mayor seguridad se recomienda utilizar esta
técnica en combinacion con la de diluciones
seriadas que se indico anteriormente.

En ocasiones es dificil obtener cultivos
monoalgales debido a la contaminacién con otras
algas como cianofitas o diatomeas. El crecimiento
de las diatomeas no deseables se puede controlar
agregando 1 - 10 mg/L de dioxido de germanio
(Ge,0). Las cianofitas se pueden eliminar
utilizando antibiéticos (ej. 25 mg/L de
estreptomicina). Es recomendable probar
diferentes concentraciones y tiempos de
exposicion para cada especie.
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4. METODOS DE PURIFICACION

Estos métodos se utilizan para eliminar o por
lo menos diluir otros microorganismos,
generalmente bacterias, presentes en la muestra
o en las cepas ya aisladas. La forma mas sencilla
es mediante la separacidn de las células algales
y de las bacterias por medio de centrifugacion.
Es recomendable probar este método antes de
utilizar otras técnicas, que son mas susceptibles
de causar danos celulares.

4.1 Lavado por centrifugaciéon

Se llena un tubo estéril con un cultivo en
crecimiento exponencial. Se centrifuga a 2000
rpm/45-90 seg. El tiempo y la velocidad de
centrifugacion pueden variar dependiendo de la
especie y del organismo contaminante. La
centrifugaciéon debe permitir que sedimente una
parte de las células mas pesadas (microalgas),
mientras que las células de menor peso
(bacterias) permanecen en suspension (Guillard,
2005). Se elimina el sobrenadante y las algas se
resuspenden en agua o medio estéril. Este
procedimiento se repite varias veces (Alfonso y
Leal, 1998; Guillard, 2005). Después del ultimo
lavado se descarta el liquido y las células se
resuspenden en 1 mL de medio estéril. Pequenas
porciones se transfieren con una pipeta Pasteur
estéril en una caja de Petri con agar o en un tubo
con medio de cultivo. En la caja de Petri el mate-
rial se distribuye con un asa de platino
previamente calentada. Después de 7 - 8 dias de
incubacién a las condiciones de temperatura e
iluminacion recomendadas para la especie de
interés, se observa el crecimiento y las colonias
mejores se pueden transferir a un medio liquido
o solido. Este método es mas efectivo si se
combina con el método de ultrasonido.

2.2 Ultrasonido

Este método fue descrito por Brown y Bischorf
(1962) y se basa en utilizar ultrasonido de baja
frecuencia (90 kciclos/seg) manteniendo el cultivo
en un bafo de agua durante 2 seg a 20 min. La
sonicacion permite remover células bacterianas

que pudieran estar adheridas a la pared celular
del organismo que se pretende liberar de la
presencia de microorganismos. Una sonicacion
muy intensa puede provocar danos intracelulares
y romper las células (Guillard, 2005). El tiempo y
la intensidad de sonicacién varian con cada
especie y se determinan observando las células
bajo el microscopio compuesto para constatar
cualquier dafio celular (Gonzélez et al., 1995).
Este método es muy efectivo si se combina con
otros métodos de separacion (tamizado,
centrifugacién, micropipeta), ademas para aislar
microalgas benténicas, especies adheridas a
pastos, macroalgas o para separar colonias o
filamentos.

2.3 Bacteriostaticos

Un agente bacteriostatico es una sustancia
quimica o un agente bioldgico que detiene o evita
la reproduccién de bacterias. El telurito de potasio
(K,TeO,) es uno de los agentes bacteriostaticos
mas utilizados y su uso fue descrito por Ducker y
Willoughby (1964) y por Rosowski y Hoshaw
(1970). El procedimiento consiste en preparar
cajas de Petri con medio sélido al cual se agregan
10 mg/L de K,TeO,. Dos o tres gotas del cultivo
unialgal con bacterias se siembran en las cajas
de Petri, que se incuban por 4 a 8 dias en las
condiciones de temperatura y luz seleccionadas.
Después del periodo de incubacion, se revisa el
cultivo con la ayuda de un microscopio y se verifica
la ausencia de bacterias. Se puede comprobar
que el cultivo ha quedado axénico sembrandolo
en medio solidificado con agar y adicionado con
glucosa al 2%. Después de incubarse a tem-
peratura ambiente de 24 a 72 h se puede observar
a simple vista o con la ayuda del microscopio si
existe crecimiento bacteriano. El telurito de potasio
tambien se puede emplear en medio liquido a la
misma concentracion de 10 mg/L.

En lugar del telurito se pueden usar otros
agentes bacteriostatos y antimicrobianos, que se
han utilizado con diversos organismos y que
varian en su estructura quimica y modo de accién,
como sulfonamidas, cafeina, lauril sulfato de
sodio, enzimas, entre otros. La dosis a emplear
varia en cada caso y depende ademas de la
susceptibilidad de la microalga a cada producto,
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pero la metodologia general es la misma descrita
para el telurito de potasio (Guillard, 2005).

4.4 Antibidticos

Un antibidtico es un compuesto quimico que
resulta letal para ciertas clases de bacterias. En
general, los antibidticos lesionan de forma
selectiva la membrana celular de hongos o
bacterias o son letales porque inhiben la sintesis
de diferentes compuestos celulares esenciales
para el metabolismo.

Se han utilizado varios antibiéticos y mezclas
de ellos para la purificacién de cultivos algales
(Tabla 1). Se sugiere probar diferentes
concentraciones con el fin de verificar cual es Ia
concentracion minima efectiva, ya que también
las microalgas pueden resultar susceptibles a este
tipo de tratamiento. Después de incubar los
cultivos de microalgas de 24 a 48 h bajo
condiciones adecuadas, se transfiere
asépticamente a medio de cultivo estéril y sin
antibioticos y se observan los cultivos

regularmente durante 2 a 3 semanas, para
comprobar si estan exentos de bacterias
(Gonzalez et al., 1995).

La solucidon concentrada de la mezcla de
antibidticos o del producto seleccionado debe
prepararse inmediatamente antes de su utilizacién
o se puede mantener en refrigeraciéon inmedia-
tamente después de la esterilizacion por filtracién.

4.5 Dioxido de germanio (GeO,)

Algunas veces los cultivos de microalgas
vienen acompanados de diatomeas que pueden
propagarse con mayor rapidez que la especie de
interés. El crecimiento de diatomeas se puede
controlar anadiendo al medio de cultivo liquido
una concentracion de 1 - 10 mg/L de diéxido de
germanio (GeO,) (Lewin, 1966; Andersen y
Kawachi, 2005). Este compuesto es poco soluble
en agua, por lo cual es indispensable agregar
NaOH cuando se esta preparando la solucién
concentrada que se utiliza para la preparacion del
medio de cultivo.

Tabla 1. Algunos antibiéticos empleados para purificar cultivos de microalgas.

ANTIBIOTICOS mg/ L MICROALGAS REFERENCIAS
Penicilina G
Stiltato"de 100 To[erado por '
g s 25 varias Guillard, 2005
dihidrostreptomicina 25 .
o especies
Sulfato de gentamicina
Eritromicina 700 Chorella Tomisek et al., 1957
Chlamydomonas
Neomicina 5 Nostoc Foter et al., 1953
Scenedesmus
0.1 Anabaena 1G;5ilgway y Kraus,
Penicilina ; variabilis
2 . . Palmer y Maloney,
Microcystis 1955
0.1 A. variabilis Galloway y Kraus,
Estreptomicina 10 Chlamydomonas 1959
2-4 Nitzschia Foter et al., 1953
Penicilina G potésica 47
Estreptomicina 23 Ligal,; 1990
Penicilina 0.166 ;
Estreptomicina 0.050 Castelvi, 1971
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4.6 Radiacion ultravioleta

La radiacion ultravioleta (UV) tiene efectos
letales sobre muchos organismos por su efecto
mutagénico. Algunas especies son muy sensibles
a bajos niveles de radiacion y otras son muy
resistentes. Aunque la mayoria de las algas
eucariotas son mas resistentes a los efectos
letales de la luz UV que las células bacterianas,
es recomendavle usar exposiciones de tiempo
corto ya que las radiaciones UV pueden causar
una reduccion de las tasas fotosintética y de
crecimiento de microalgas (Vonshak, 1986;
Villafanie et al., 2004). El dafio mayor de radiacion
UV ocurre en el limite menor del rango de UV-B o
de UV-C (< 280 nm) (Guillard, 2005). Esta técnica
ha tenido buenos resultados con algas que tienen
matrices gelatinosas o para eliminar bacterias que
se encuentran en la superficie celular (Guillard,
2005). Una lampara UV-C (= 2750 A) se coloca a
25 cm de distancia de los cultivos por un tiempo
de 8 - 16 min (Alfonso y Leal, 1998). La efectividad
de este método se confirma con la prueba que se
describe a continuacion.

4.7 Control de axenicidad

Mantener un cultivo axénico es dificil, pero es
necesario para muchos estudios en los cuales se
pretende estudiar |a fisiologia de la microalga en
cultivo sin la interferencia de las bacterias
presentes. Para verificar si un cultivo esta
contaminado con bacteria, se puede agregar al
medio solido o liquido un sustrato organico como
acetato, glucosa, sacarosa, peptona al 0.1%, 6 al
1-2% (p/v). Los cultivos se incuban entre 24 ha 2
semanas. En presencia de bacterias, los cultivos
liquidos se enturbian y en el caso de los sélidos
se observan colonias visibles (Gonzalez et al.,
1995).

Esta técnica puede ser utilizada para verificar
si un cultivo esta excesivamente contaminado, en
vista de que ec importante mantener las cepas
de coleccion axénicas o0 por o menos con una
baja concentraciéon bacteriana, ya que las
bacterias pudieran interferir con la fisiologia de
las microalgas, por lo cual los cultivos del cepario
pudieran resultar poco viables a pesar de su
renovacion periédica. Por este motivo, verificar

el estado de su contaminacion después de aplicar
uno de los métodos de purificacion es necesario
para garantizar la supervivencia de la cepa.

5. MANTENIMIENTO DE UN CEPARIO

Es importante mantener los cultivos en
condiciones apropiadas para garantizar que las
cepas se encuentren en un buen estado, ya que
el colapso de las colecciones de microalgas no
sélo causa la pérdida de las cepas, sino una
pérdida de resultados sobre las investigaciones
que se estén realizando. A continuacién, se
detallan algunas de las condiciones de
mantenimiento basicas que son utiles para la
mayoria de las especies, aunque en ocasiones
es necesario modificarlas dependiendo de los
requerimientos de la especie de interés.

El mantenimiento de las cepas se puede hacer
en medio liquido o sélido (Fig. 6; ver Anexo 1).
Los cultivos liquidos de las cepas se mantienen
en recipientes de volumen pequefio, en matraces
Erlenmeyer de 20 - 100 mL o en tubos de ensaye
(25 -50 mL).

La transferencia de los cultivos se realiza
generalmente cada 15 - 20 dias, dependiendo del
crecimiento de la cepa. Las inoculaciones se
hacen bajo una atmésfera estéril en un cuarto de

Figura 6. Cepas de microalgas en medio sélido y
liquido.



8 AISLAMIENTO, PURIFICACION ¥ MANTENIMIENTO DE CEPAS DE MICROALGAS

siembra, en una campana de flujo laminar o en
una mesa en presencia de dos mecheros de gas.
El &rea donde se hace la transferencia debe estar
perfectamente limpia. La mesa del cuarto de
cultivo se limpia previamente con alguna solucion
desinfectante (etanol 70%, fenol 5%, cloro 4°/_,
benzal, lysol 3.5%). En caso de tener una
campana de flujo laminar se deja con luz UV de
20 a 40 W por espacio de 10 - 20 min antes de
usarla. Se recomienda que las transferencias se
hagan a baja temperatura, en un cuarto aislado y
sin circulacién de aire.

Con fines de seguridad, se recomienda
mantener cada cepa por triplicado y llevar un con-
trol bacterioldgico, inoculando una pequena gota
de la cepa en una caja de Petri con agary 2% de
glucosa (ver seccion 4.7).

Es necesario rotular los recipientes con el
nombre y origen de la especie, fecha de
inoculacion y tipo de medio de cultivo. Finalmente
se colocan en condiciones favorables de luz y
temperatura para su crecimiento. Antes de iniciar
la resiembra es necesario revisar el estado del
cultivo al microscopio. Después de esta operacion,
es recomendable mantener el cultivo anterior
hasta la resiembra siguiente.

5.1 Condiciones de cultivo

El mantenimiento de un cepario no tiene fines
de produccion, pero su objetivo es la de garantizar
la disponibilidad continua de cepas de alta calidad
que ofrezcan todas las garantias de éxito al
momento de iniciar un cultivo para fines
experimentales o comerciales. Por este motivo,
es importante que la sala o0 el ambiente en el cual
se mantienen estos cultivos estén en condiciones
adecuadas para garantizar tal disponibilidad.

En los incisos siguientes se revisan algunas
de las condiciones que permiten mantener el
cepario en condiciones adecuadas.

5.1.1 lluminacion

Para el mantenimiento de las cepas, es
recomendable utilizar luz artificial, ya que es
posible controlarla de acuerdo a las necesidades
del cultivo. La intensidad luminosa que se utiliza
puede variar con el volumen, concentracion

celular del cultivo y con la especie. Si se usan
matraces Erinemeyer es suficiente una
iluminacion de 13.5 umol/m?/seg para la mayoria
de las microalgas, pero para voliUmenes mayores
se requiere una intensidad luminosa de 67.5 a
135 pmol/m?seg. Las lamparas fluorescentes
mas utilizadas son del tipo “cool-white” de 40 W,
aunque también se pueden emplear lamparas
“day-light”, “warm-white” o “Gro-lux” (Abalde et
al., 1995).

El fotoperiodo que se usa normalmente es
10:14 o0 12:12 h de luz:oscuridad, aunque la
mayoria de las especies crecen bien bajo una
iluminacion continua. El mantener un cultivo con
fotoperiodo favorece la sincronizacion del cultivo,
que es recomendable para estudios fisiolégicos.
La divisién celular en muchas especies ocurre en
periodos de oscuridad.

5.1.2 Temperatura

Para el mantenimiento de las cepas es
recomendable mantener temperaturas de 18 -
22°C, aunque se pueden usar temperaturas
menores para disminuir la frecuencia de las
diluciones de mantenimiento. Para fines de
reproduccion, los cultivos se mantienen a la
temperatura mas conveniente para acelerar la
tasa de crecimiento, la cual depende de los limites
de tolerancia de cada especie.

Es necesario recordar que el sistema de
alumbrado es también una fuente de calor, porlo
cual las salas que se usan para el mantenimiento
de cepas deben considerar |la necesidad de un
sistema confiable de control térmico, con un
sistema adicional de seguridad.

5.1.3 Aireacion y agitacion

En cultivos de volumenes pequefios (1-2L)
Nno es necesario una aireacion, una agitacion
manual diaria es suficiente. En cultivos a mayor
escala, la aireacion debe ser leve durante la fase
inicial de crecimiento (hasta 1 - 2 dias después
de la inoculacion) que puede ser aumentada,
dependiendo de la sensibilidad de la especie.
Cuando aumenta la concentracién celular del
cultivo con esto se logra una dispersion efectiva
de los nutrientes, se mejora la disponibilidad de
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luz para las células y se aporta CO, ayudando a
estabilizar el pH. Asi mismo, se mantienen en
suspension las algas, evitando una estratificacion
térmica y el culivo es mas uniforme al momento
de la cosecha.

El aire puede ser distribuido por un compresor.
Para distribuir el aire en los sistemas de cultivo
es comun utilizar lineas de PVC con valvulas. Es
recomendable usar filtros. En el mercado existen
diferentes tipos de filtros que se pueden emplear:
millipore, de fibra, de tierra de diatomeas, geles
de acrilamida, empaques de algodén y carbdn
activado. Ademas de los filtros comerciales, una
manera coni.zble, barata y sencilla de hacer un
filtro es utilizando un tubo de PVC, relleno de
algodén en sus extremos y carbén activado en el
centro. El uso de filtros ayuda a disminuir la carga
bacteriana y particulas que entren evitando asi el
contacto con el cultivo.

5.1.4 pH

El pH del medio de cultivo determina la
solubilidad del CO, y de los minerales, asi como
la distribucién relativa de las formas inorganicas
de carbono, influyendo directa e indirectamente
en el metabolismo de las microalgas (Patrick,
1968).

El pH tiene un efecto sobre la solubilidad de
varios compuestos metalicos; un aumento de pH

puede ocasionar una deficiencia en algunos
elementos traza. El crecimiento fotosintético de
las microalgas provoca cambios en el pH del
medio, si éste aumenta hasta un pH de 9, el
carbonato puede precipitar lo que implica que los
nutrientes no se encuentren disponibles (Abalde
et al., 1995).

5.1.5 Salinidad

La concentracion de sales minerales disueltas
tanto en agua dulce como en agua de mar, puede
afectar el crecimiento de las microalgas en funcién
de su actividad osmética. El efecto de la salinidad
adquiere mayor influencia cuando se relaciona
con otras variables, como temperatura, luz, fuente
de nitrogeno y concentracion de nutrientes
(Fabregas et al., 1984, 1985, 1986).

La membrana plasmatica de células
microalgales es permeable al agua pero no a
solutos. En un sistema de estrés salino, las células
deben equilibrar su presion osmaética con el exte-
rior aumentando la sintesis de solutos o la
incorporacion de éstos. Las microalgas son
capaces de sintetizar varios solutos, como la
glicerina, manitol y sorbitol, asi como también
prolina, manosa, sacarosa o isofloridésido
(Greenway y Setter, 1979; Band et al., 1992). Esta
respuesta osmoreguladora es un factor funda-
mental para la supervivencia.
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6. ANEXO

MEDIOS DE CULTIVO

Existe una gran variedad de medios de cultivo,
la mayoria son modificaciones de férmulas
anteriormente establecidas. Para elegir un medio
de cultivo adecuado a las necesidades de la
especie a cultivar, es necesario considerar: la
salinidad, la composicién y concentracion de
iones, fuente de nitrégeno, fuente de carbono, pH,
elementos traza y vitaminas.

Los medios de cultivo pueden ser naturales o
sintéticos. Los medios naturales estan preparados

con agua enriquecida con sales minerales. Los
medios sintéticos se preparan con agua destilada,
sales minerales y se adicionan los componentes
naturales del agua de mar o del agua dulce
(Alfonso y Leal, 1998). Los medios que se utilizan
generalmente para la propagacion de microalgas
es el f/2 (Guillard y Ryther, 1962). Otros medios
utilizados son el K (Keller et al., 1987), ES
(Harrison et al., 1980), GP (Loeblich y Smith,
1968) y el GSe (Blackburn et al., 2001).

Medio f/2: Guillard y Ryther (1962); Guillard (1975).

A 950 mL de agua de mar filtrada anadir:

Compuesto Sol. Stock Cantidad
NaNO; 75 g/L H,O dest 1mL
NaH,PO, 2H,0 5 g/L H;0 dest 1mL
Sol. metales traza 1mL
Sol. vitaminas 0.5mL

Llevar a 1 L de agua de mar filtrada y esterilizar en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? (1.1 kg/cm?) de presién
durante 15 min, excepto las vitaminas que se esterilizan por filtracion.

Solucién de metales traza:

A 950 mL de agua destilada afadir:

Compuesto Sol. stock | Cantidad
Na,-EDTA- 2H,0 4.36 g
FeCl;- 6H,0 3.15¢g
CuS0Q4- 5H,0 9.8 g/L 1mL
ZnS0, 7H,0 22 g/L 1mL
COClz' SHzo 10 g./L 1T mL
N82M004‘ ?Hzo 6.3 Qﬂ_ 1 mL

Llevar a un volumen final de 1 L con agua destilada, calentar para disolver y esterilizar en autoclave a
120°C y 15 Ib/in? (1.1 kg/cm?) durante 15 minutos. Mantener en refrigeracion.

NOTA: Para los dinoflagelados, se recomienda afadir una cuarta parte de la concentracion de cobre
descrito en esta formulacion. El selenio se ha visto que favorece el crecimiento.



AISLAMIENTO, PURIFICACION Y MANTENIMIENTO DE CEPAS DE MICROALGAS 11

Solucidén de vitaminas

A 950 mL de agua destilada anadir:

Compuesto |Sol. stock Cantidad
Vitamina B12 |1 g/L H,O dest 1mL
Biotina 0.1g/L 10 mL

Tiamina-HCI |200 mg

Esterilizar por filtracidbn y mantener en un frasco ambar en refrigeracion.

Medio K: Keller et al., (1987)

Este medio se recomienda para fitoplancton oceanico. Esta altamente quelado para reducir la toxicidad
de metales y contiene amonio y fosfato organico (Keller et al., 1987).

A 950 mL de aqua mar afadir:

Compuesto Sol. Stock Cantidad
NaNO; 75 g/L H,0O dest 1mL
NH.CI 2.68 g/L H,0 dest 1 mL
b-glicerofosfato 2.16 g/L H,0 dest 1mL
H.SeO; 1.29mg/mL H,0 dest 1mL
Sol. metales traza 1 mL
Sol. vitaminas /2 0.5 mL

Llevar a 1 L de agua de mar filtrada y esterilizar en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? (1.1 kg/cm?) durante 15
min excepto la solucidon de vitaminas que se esteriliza por filtracion.

Solucién de metales traza:

A 900 mL de agua destilada anadir:

Compuesto Sol. Stock Cantidad
Na,-EDTA- 2H,0 416 ¢
FeCl; 6H,0 3159
Na,MoO, 2H,0 6.3 g/L H,0 dest. 1mL
ZnS0, 7H0 22 g/L H,0 dest. 1 mL
CoCl,* 6H,0 10 g/L H,0 dest. 1mL
MnCl,+ 4H,0 180 g/L H,O dest 1 mL
CuSO,- 5H,0 9.8 g/L H,O dest 0.5mL

Llevar a un volumen final de 1 L con agua destilada, calentar para disolver y esterilizar en autoclave a
120°C y 15 Ib/in? (1.1 kg/cm?) durante 15 minutos. Mantener en refrigeracion.
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Medio ES (e.g. ESAW): D"Agostino y Provasoli, (1968); Provasoli, (1968); Harrison et al., (1980)

El medio ES consiste en agua de mar enriquecida (D’Agostino y Provasoli 1968; Provasoli, 1968). Harrison
et al. (1980) desarrollaron el medio ESAW, un medio de agua de mar artificial, y también formularon el
medio ESNW, que es un medio de agua de mar enriquecida (Harrison et al., 1980). Este medio se
recomienda para especies que provengan de ambientes oceanicos.

A 100 mL de agua destilada afadir:

Compuesto Sol. stock Cantidad
NaNO; 10 mL/L 700 mg
Glicerofosfato 10 mL/L 100 mg
Sol. férrica 5 mL/L
Sol. Pl 5 mL/L

Solucién férrica:

A 500 mL de agua destilada anadir:

Compuesto Cantidad
FB(NH4)2(SO4)2' SHzo 350 mg
Na,-EDTA 330 mg
Solucién PIi:
A 500 mL de agua destilada afnadir:
Compuesto Cantidad
FeCls- 6H,0 25 mg
Na,-EDTA 500 mg
H3803 570 mg
MnSO, 62 mg
ZnS0O4 7H,0 1 mg
CuSO; * 7H.0 25mg

Esterilizar en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? (1.1 kg/cm?) durante 15 min. Mantener en refrigeracion.

Medio GP: Loeblich y Smith (1968)

A 750 mL de agua de mar anadir:

Compuesto Cantidad
Sol. stock nitratos 2mL
Sol. stock vitaminas 1 mL
Mezcla de metales PlI 5mL
Agua destilada 250 mL

Esterilizar en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? de presion durante 15 min, excepto las vitaminas que se
esterilizan por filtracion.
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Solucion stock:

Compuesto Cantidad
KNO4 100 g/L
K:HPO, 34.8 g/L

Esterilizar el fosfato por separado para evitar la precipitacion. Posteriormente agregar 1 mL de esta
solucién a 3 mL de agua destilada. Esterilizar en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? de presién durante 15
min, dejar enfriar y afadir asépticamente al agua de mar ya estéril.

Solucion de vitaminas:

Compuesto Cantidad

Vitamina B12 0.1 mg/100mL
Tiamina-HCI 100 mg/100 mL
Biotina 0.2 mg/100 mL

Esterilizar por filtracidon. Mantener en frasco ambar en refrigeracién. Preparar cada 3 meses.

Mezcla de metales PIl:

Compuesto Cantidad
Na,-EDTA- 2H,0 6 g/L

FeCl;- 6H.0 0.29 g/L
H3BO; 6.85 g/L
ZnCl, 0.06 g/L
CoCly 6H,0 0.026 g/L

Esterilizar en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? de presién durante 15 min, dejar enfriar y mantener en
refrigeracion.
Medio GSe: Blackburn et al., (2001)

Modificacion del medio GP. Este medio contiene selenio. Se recomienda para el cultivo de dinoflagelados
y diatomeas.

A 750 mL de agua de mar anadir:

Compuesto Cantidad
Sol. stock nitratos 2mL
Sol. stock vitaminas 1 mL
Mezcla de metales Pli 5mL
Extracto de suelo 5mL
Agua destilada 250 mL

Extracto de suelo: se parte de 1 kg de tierra seca que se mezcla en 2 L de agua destilada. Se esteriliza
en autoclave a 120°C y 15 Ib/in? (1.1 gk/cm?) durante 60 min. Se deja enfriar toda la noche y se filtra en
papel Whatman No. 2. El filtrado se distribuye en matraces de 50 mL y se esteriliza en las mismas
condiciones pero durante 15 min. Se mantiene en frascos estériles en el refrigerador. Las soluciones de
vitaminas y metales PIl se preparan como se indico en el medio GP.
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Medio L1: Guillard y Hargraves (1993)

A 950 mL de agua de mar filtrada agregar:

Compuesto Cantidad
Sol. stock nitratos 1mL
Sol. stock de fosfatos 1 mL
Sol. stock de silicatos 1mL
Sol. stock de metales traza 1mL
Sol. stock vitaminas 0.5mL

Aforar a 1 L con agua de mar filtrada y esterilizar en autoclave.

Soluciones stock:

Compuesto Cantidad
NaNO; 75 glL
NaH,PO,: H,O 5g/L
Na;SiOs: 9H,0’ 30 g/L

Al medio L1 normalmente no se le agrega silicato porque causa excesiva precipitacion.
Preparar cada solucion por separado, aforar a 1 L con agua destilada y esterilizar en autoclave.

Solucion de metales traza:

A 950 mL de agua mar agregar:

Compuesto Cantidad | Solucién stock
FeCI3- 6H20 3.15 g -
NaEDTA-2H,0 4.36 g -
CuS0,-5H,0 0.25 mL 2.45 g/L
Na,MoO, H,O 3mL 19.9g/L
ZnS0O, 7H,0 1mL 22 g/lL
CoCl, - 6H,0 1mL 10 g/L
MnCly 4H,0 1mL 180 g/L
H,SeO; 1mL 1.3 mg/L
NiSO, - 6H,0 1mL 2.7 g/lL
NasVO, 1mL 1.84 g/L
K.CrO, 1 mL 1.94 g/L

Aforar a 1 L con agua de mar filtrada.

Solucioén de vitaminas:

Compuesto Cantidad

Vitamina B 0.1 mg/100mL
Tiamina-HClI 100 mg/100 mL
Biotina 0.2 mg/100 mL

Esterilizar por filtracién. Mantener en frasco ambar o viales de plastico en refrigeracion. Preparar cada 3
meses.



AISLAMIENTO, PURIFICACION Y MANTENIMIENTO DE CEPAS DE MICROALGAS 15

7. REFERENCIAS

ABALDE, J., Cid, A., Fidalgo, P., Torres, E. y
Herrero, C. (1995). Microalgas: Cultivo y
Aplicaciones. Universidade da Corufa,
Espafa, 210 pags.

ALFONSO, E. y Leal, S. (1998). Creacion y
Mantenimiento de un Cepario de Microalgas.
Centro de Investigaciones Marinas.
Universidad de La Habana, Cuba, 21 pags.

ANDERSEN, R.A.y Kawachi, M. (2005). Traditional
Microalgae Isolation Techniques. En: Andersen,
R.A. (ed.), Algal Culturing Techniques. Elsevier
Academic Press. E.U.A., 83-100 pp.

BAND. C.J., Arredondo-Vega, B.O., Vazquez-
Duhalt, R. y Greppin, H. (1992). Effect of a
salt-osmotic upshock on the edaphic
microalga Neochloris oleoabundans. Plant
Cell and Environment 15:129 -133.

BEN-AMOTZ, A. y Avron, M. (1989). The Biotech-
nology of Mass Culturing Dunaliella for Prod-
ucts of Commercial Interest. En: Algal and
Cyanobacterial Biotechnology. Cresswell,
R.C.,Rees, T A.\V.y Shah, N. (eds.), Longman
Scientific and Technical Press. London.

BLACKBURN, S.1., Bolch, C.J.S., Haskard, K.A.
y Hallegraeff, G.M. (2001). Reproductive com-
patibility among four global populations of the
toxic dinoflagellate Gymnodinium catenatum
(Dinophyceae). Phycologia. 40: 78-87.

BOROWIZTKA, M.A. y Borowitzka, L.J. (1988).
Dunaliella. En: Borowitzka, M.A. y Borowitzka,
L.J. (eds.), Microalgal Biotechnol. Cambridge
University Press. 27-58 pp.

BROWN, M.R,, Jeffrey, S.W.y Garland, C.D. (1989).
Nutritional aspects of microalgae used in mari-
culture: a literature review. CSIRO Marine Labo-
ratories, Report 205. Australia. 44 pp.

BROWN, R. M. y Bischorf, HW. (1962). A new
and useful method for obtaining axenic cul-
tures of algae. Phycological Society of America
New Bulletin 15: 43-44.

CASTELLVI, J. (1971). Contribucion a la biologia
de Skeletonema costatum (Grev.) Cleve.
Investigaciones Pesqueras 35: 365-520.

DUCKER, S.C. y Willoughby, L.G. (1964).
Potasium telurite as bacteriostatic agentin iso-
lating algae. Nature 202: 210.

FABREGAS, J., Abalde, J., Herrero, C., Cabezas,
B. y Viega, M. (1984). Growth of the marine
microalga Tetraselmis suecica in batch cul-
tures with different salinities and nutrient con-
centrations. Aquaculture 42: 207-215.

FABREGAS, J., Herrero, C., Abalde, J. y Cabezas,
B. (1985). Growth, chlorophyll a and protein
of the marine microalga /sochrysis galbanain
batch cultures with different salinities and high
nutrient concentrations. Aquaculture 50: 1-11.

FABREGAS, J., Herrero, C., Cabezas, B., Liafio,
R. yAbalde, J. (1986). Response of the marine
microalga Dunaliella tertiolecta to nutrient con-
centration and salinity variations in batch cul-
tures. Journal of Plant Physiology 125: 475-484.

FOTER, M.J., Palmer, C.M. y Maloney, T.E.
(1953). Antialgal properties of various antibi-
otics. Antibiotics and Chemotherapy 3 (305):
505-508.

GALLOWAY, R.A. y Kraus, R.W. (1959). The dif-
ferential action of chemical agents on certain
alga, bacteria and fungi. Annals of Journal
Botanic 46 (40).

GONZALEZ, M.A., Parra, O.0. y Cifuentes, A.S.
(1995). Técnicas de Cultivo de Microalgas en
Laboratorio. En: Manual de Métodos
Ficologicos. Alveal, K., Ferrario, M.E., Oliveira,
E.C. y Sar, E. (eds.), Universidad de
Concepcidn, Chile, 219-250 pags.

GREENWAY, H. y T.L. Setter. (1979). Accumula-
tion of proline and sucrose during the first
hours after transfer of Chlorella emersonii to
high NaCl. Australian Journal of Plant Physi-
ology 138: 85-91.

GUILLARD, R.R.L. (1973). Methods for
Microflagellates and Nanoplankton. En:
Handbook of Phycological Methods: Culture
Methods and Growth Measurements. Stein,
J.R. (ed.), Cambridge University Press, UK,
69-85 pp.

GUILLARD, R.R.L. (1975). Culture of Phytoplank-
ton for Feeding Marine Invertebrates. En:
Smith, W.L. y Chanley, M.H. (eds.). Cultures
of Marine Invertebrate Animals. Plenum Press,
New York, 26-60 pp.

GUILLARD, R.R.L. y Ryther, J.H. (1962). Studies
of marine planktonic diatoms. |. Cyclotella
nana Hustedt, and Detonula confervacea



1 6 AISLAMIENTO, PURIFICACION Y MANTENIMIENTO DE CEPAS DE MICROALGAS

(Cleve) Gran. Canadian Journal of Microbiol-
ogy 8: 229-239.

GUILLARD, R.R.L. (2005). Purification Methods
for Microalgae. En: Algal Culturing Techniques.
Andersen, R.E. (ed.), Elsevier Academic
Press, China, 117-132 pp.

HARRISON, P.J., Waters, R.E. y Taylor, F.J.R.
(1980). A broad spectrum artificial seawater
medium for coastal and open ocean phy-
toplankton. Journal of Phycology 16: 28-35.

HOSHAW, R.W. y Rosowski, J.R. (1973). Meth-
ods for Microscopic Algae. En: Handbook of
Phycological Methods: Culture Methods and
Growth Measurements. Stein, J.R. (ed.), Cam-
bridge University Press, UK, 53-68 pp.

IANEZ, E.P. (1998). Curso de Microbiologia Gene-
ral. Variaciones hereditarias no asociadas con
transferencia de material genético. Mutacion,
Supresion. http://www.biologia.edu.ar/
microgeneral/micro-ianez/20_micro.htm

KELLER, M.D., Selvin, R.C., Claus, W. y Guillard,
R.R.L. (1987). Media for the culture of oce-
anic ultraphytoplankton. Journal of Phycol-
ogy 23: 633-638.

LEAL, S. (1990). Tamario celular y concentracion
de cinco especies de microalgas marinas
tratadas con antibiéticos. Revista de
Investigaciones Marinas 11(1). 51-62.

LEWIN, J. (1966). Silicon metabolism in diatoms.
V. Germanium dioxide, a specific inhibitor of
growth. Phycologia 6:1-12.

LOEBLICH, A.R. y Smith, V.E. (1968). Chloroplast
pigments of the marine dinoflagellate
Gyrodinium resplendens. Lipids. 3: 5-13.

MATSUOKA. K. y Fukuyo, Y. (2000). Guia Técnica
para el Estudio de Quistes de Dinoflagelados
Actuales. WESTPAC-HAB/WESTPAC/IOC.
Japon, 30 pags.

PALMER, C. y Maloney, T.E. (1955). Preliminary
screening for potential algicides. Ohio Jour-
nal of Science 55:1-18.

PATRICK, R. (1968). The structure of diatom com-
munities on similar conditions. Annals Nature
102:173-183.

PRINGSHEIM, E.G. (1926). Methoden und
Erfahrungen. Beitrédge zur Biologie. 14: 283.

PRINGSHEIM, E.G. (1946). Pure Cultures of Al-
gae. Their Preparation and Maintenance.
Cambridge University Press, 119 pp.

ROSOWSKI, J.R. y Hoshaw, R.W. (1970). Culti-
vation of filamentous alga in quantity on agar
plates. Journal of Phycology 6: 220-222.

STEIN, J.R. (ed.) (1973). Handbook of Phycologi-
cal Methods: Culture Methods and Growth
Measurements. Cambridge University Press,
UK, 448 pp.

SUTHERLAND, T.F.,, Leonard, C. y Taylor, F.J.R.
(1992). A segmented pipe sampler for inte-
grated profiling of the upper water column.
Journal of Plankton Research 14: 915-923.

TOMISEK, A., Reid, R.M., Short, W.A. y Skipper,
H.E. (1957). Studies on the photosynthesis re-
action. Ill. The effects of various inhibitors upon
growth and carbonate-fixation in Chlorella
pyrenoidosa. Plant Physiology 32: 7-10.

VILLAFANE, V. E., Marcoval, M. A. y Helbling,
E.W. (2004). Photosynthesis vs. irradiance
characteristics in phytoplankton assemblages
off Patagonia (Argentina). Temporal variabil-
ity and solar UVR effects, Marine Ecology
Progress Series 284: 23-34.

VONSHAK, A. (1986). Laboratory Techniques for
the Cultivation of Microalgae. En: CRC Hand-
book of Microalgal Mass Culture. Richmond,
A. (ed.), CRC Press. Florida, E.U.A., 117-146
PP-

WALSH, D.T., Withstandley, C.A., Kraus, RA. y
Petrovits, E.J. (1987). Mass culture of selected
marine microalgae for the nursery production
of bivalve seed. Journal of Shellfish Research,
6. 71-77.



Meétodos y Herramientas Analiticas en la Evaluacién de |z Biomasa Microalgal

CAPITULO 2

CONCENTRACION, RECUENTO
CELULAR Y TASA DE CRECIMIENTO

BERTHA OLIVIAARREDONDO VEGA

Centro de Investigaciones Bioldgicas del Noroeste, S. C. (CIBNOR). Laboratorio de
Biotecnologia de Microalgas. La Paz, Baja California Sur. México. kittyO4@cibnor.mx

DOMENICO VOLTOLINA

Centro de Investigaciones Biolégicas del Noroeste, S.C. (CIBNOR). Laboratorio de Estudios
Ambientales UAS-CIBNOR. Mazatlan, Sinaloa, México. voltolina@mzt. megared.net. mx

CONTENIDO

1. INTRODUCCION
2. RECUENTO CELULAR
2.1 CAMARAS DE RECUENTO
2.2 CALCULOS DE RECUENTO CELULAR
2.3 PROTOCOLO PARA EL RECUENTO
CELULAR CON CAMARA DE 0.1 mm
(NEUBAUER)
3. DENSIDAD OPTICA
3.1 PROTOCCLO PARA DETERMINAR LA
DENSIDAD OPTICA
4. CURVA DE CRECIMIENTO
4.1 ECUACIONES QUE DEFINEN EL
CRECIMIENTO
4.2 FASES DE CRECIMIENTO
4.3 PARAMETROS POBLACIONALES
4.4 NUMERO TOTAL DE DIVISIONES
CELULARES (Xu)
5. REFERENCIAS

Palabras clave: recuento celular, curva de
crecimiento, niumero total de divisiones celulares

1. INTRODUCCION

El crecimiento de un cultivo de microalgas se
expresa como el incremento de biomasa ya sea
en forma de nimero de células (cél/mL), en peso
seco (total u organico), cantidad de proteina, de
pigmentos, medidos directamente o en unidades

arbitrarias de fluorescencia, volumen de las
células o carbono celular total, calculado para un
periodo de tiempo o una fase de crecimiento
especifica (Arredondo-Vega et al., 1997).

Este incremento puede ser estimado por
diferentes métodos, entre los cuales los més
utilizados en los laboratorios son el recuento
celular a través del microscopio 0 mediante
contadores de particulas (aunque éstos son
generalmente costosos, por lo cual su uso estara
supeditado a la posibilidad de adquirirlos), la
determinacién de los cambios de densidad
6ptica del cultivo por espectrofotometria o
finalmente la cuantificaciéon de la biomasa en peso
seco, total u organico, o de sus componentes
bioquimicos que son de interés para los fines de
un cultivo en particular (proteinas, pigmentos o
acidos grasos, entre otros).

De estos métodos, el recuento celular es el
mas utilizado por ser un método sencillo y poco
costoso, el cual permite ademas un mejor
seguimiento del cultivo mediante su inspeccion
visual. Es necesario remarcar que la
correspondencia entre la concentracion celulary
la informacién proporcionada por los otros
métodos (como la cantidad de pigmentos o de
otros componentes celulares, que son mas
laboriosos y requieren de tiempo, material y
equipamiento mas costoso) no es constante, ya
que éstos dependen del estado fisioldgico de las
células, de la fase de crecimiento y de las
condiciones ambientales a las cuales esta
sometido el cultivo (Alfonso y Leal, 1998).
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Para obtener resultados confiables, es
recomendable aplicar algunos métodos
simultaneamente, incluyendo observaciones
microscopicas cualitativas para evitar errores
debido a la contaminacion de los cultivos. En esta
primera seccién se describen las técnicas de
recuento celular y de determinacion de la
densidad optica.

2. RECUENTO CELULAR

1.1 Camaras de recuento

Una de las dificultades para el recuento al
microscopio es obtener wuna buena
reproducibilidad, por lo cual es importante saber
seleccionar el tamafo de la muestra, la dilucién,
el tipo de camara de recuento, el objetivo del
microscopio y la técnica de llenado de la cdmara.
En algunos casos, puede ser necesario corroborar
el volumen de la camara que se esta utilizando.

Para realizar el recuento celular se han
disefiado diferentes camaras que contienen un
volumen determinado de muestra entre una
lamina y una laminilla rigida (cubreobjeto espe-
cial) colocada sobre plataformas laterales a una
altura establecida (Alfonso y Leal, 1998). La que
se usa con mayor frecuencia para cultivos de

microalgas es el hematocitémetro de 0.1 mm de
profundidad con reglilla de Neubauer, que se re-
produce en la Figura 1.

Para microalgas de mayores dimensiones,
como muchos dinoflagelados, los tipos de camara
que se utilizan mas comiUnmente son: de
Sedgwick-Rafter o el hematocitometro de 0.2 mm
de profundidad con reglilla de Fuchs-Rosenthal.

En la Tabla 1 se dan las principales
caracteristicas de las cdmaras mas comunes y
posteriormente se especifican los calculos para
obtener la concentracion celular.

En la mayoria de los laboratorios, la camara
de recuento que se utiliza es el hematocitdmetro
de 0.1 mm de profundidad con reglilla de
Neubauer, la cual consta de 9 cuadrados con
lados de 1 mm (area total de recuento = 0.9 mm?),
cada uno de los cuales corresponde a un volumen
de 0.1 pL. Los cuatro extremos estan subdivididos
en 16 cuadros pequefios. El cuadro central
contiene 25 cuadros, cada uno con un area de
0.04 mm?(0.2 mm x 0.2 mm), a su vez divididos
en 16 cuadros mas pequenos (Fig. 1).

Para células mas grandes de 6 uym y con
cultivos relativamente poco concentrados, se
aconseja que el recuento se haga en los cuatro
cuadros marcados como A, B, C y D, aunque en
varios laboratorios se prefiere contar por lo menos
un cuadro adicional, seleccionado cada vez al

A B
C D
— 1mm ——i

Figura 1. Reglilla de Neubauer de 9 mm?.
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Tabla 1. Nombre comercial, volumen util de recuento, profundidad, objetivos usados mas
frecuentemente, tamano de las células en la muestra e intervalo de concentraciones aconsejadas
para las camaras mas comunes utilizadas para el recuento celular de microorganismos (Guillard

y Sierracki, 2005).

Nombre Volumen | Profundidad Area Objetivos | Tamano celular cél/mL
(uL) (mm) (mm?) (um)

Petroff Hauser 0.2 0.02 10 40 -100 05-5 10°-10°

Speirs Levy 0.4 0.2 2 10 - 20 5-75 10°-10°

Hematocitdmetro 0.9 0.1 - 20 - 40 2-30 10"- 10"

(Neubauer)

Hematocitometro 3.2 0.2 16 10-20 5-75 10° = 10°

(Fuchs-Rosenthal

Palmer Maloney 100 0.4 250 10 - 45 5-150 10— 10°

Sedgwick-Rafter 1000 1 1000 25-10 50 - 500 30 -10"
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azar. Cuando las células son pequenas y la
concentracion de los cultivos es muy alta, es
preferible utilizar cinco cuadros menores del
cuadro central marcado con X.

1.2 Calculos de recuento celular

Si se contaron todas las células presentes en
los 4 cuadros de 1 mm? marcados como A, B,Cy
D, la concentracién celular se calcula de acuerdo
ala formula:

C =N-10%-dil
En donde:
C = cél/mL
N = promedio de células presentes en 1 mm?
(0.1 L)

dil = factor de dilucion (cuando se considerd
necesario diluir la muestra. Es importante aclarar
que si se us6 1 mL de muestra y 9 mL de agua
sin células, el volumen total es 10 mL y el factor
de dilucién es = 10. Esta dilucién se define como
uno en diez-1:10-. NOTA: Esta aclaracién se debe
a nuestra observacion que frecuentemente se
agregan 10 mL de agua a 1 mL de muestra y se
usa 10 como factor de dilucién lo que esto no es
correcto).

10¢ = factor de conversién de 0.1 uLa 1 mL

Si las células se contaron en el cuadro cen-
tral (25 cuadros) considerando solo los 5 cuadros

menores del cuadro central marcado con X, la
concentracion celular se calcula de acuerdo a la
siguiente férmula:

C=[(N/(4=10°)]dil

En donde:

C =cél/mL

N = promedio de células presentes enlos 5

cuadros pequefos del cuadro central

4 » 10® = corresponde al volumen de la
muestra expresado en cm® (mL) sobre el érea de
los cuadros pequeios la cual equivale a 0.004
mm?3 (0.004 uL) (0.2 x0.2x0.1)

dil = factor de dilucion

Para el caso del hematocitdmetro de 0.2 mm
de profundidad, los céalculos son los mismos pero,
considerando que la profundidad es doble, es
decir, 1 mm?2corresponde a un volumen contado
de 0.2 yL y el factor de conversion de pLa mL es
5108,

La camara Sedgwick-Rafter consta de un
portaobjetos con un marco rectangular de 50 x
20 mm y 1 mm de profundidad. Con el fin de
facilitar el recuento, los modelos actuales tienen
una reglilla con 20 columnas y 50 lineas. Para un
cultivo muy concentrado de una especie unicelular
se sugiere diluir, como por ejemplo 1:1000 y contar
toda la camara. En este caso, los calculos para
determinar la concentracion celular (cél/mL) es:
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C= N-«dil
En donde:
C = cél/mL
N = células contadas en toda la camara
dil = factor de dilucién

Es necesario recordar que independien-
temente del tipo de camara, la precision de los
recuentos depende de la distribucion al azar de
las particulas (células) sedimentadas. Por este
motivo, en el caso de especies que forman cadenas
se deben contar las cadenas (que son las que se
distribuyen al azar) y posteriormente determinar el
promedio del nimero de células por cadena, con el
cual se puede calcular el numero total de células
de esa especie presente en la muestra.

1.3 Protocolo para el recuento celular con
camara de 0.1 mm (Neubauer)

a) Agitar el cultivo para permitir que las células
tengan una distribucién homogénea.

b) Tomar una muestrade 1 mLy colocarla en un
tubo previamente lavado y seco. Agregar una
gota de lugol para fijar las células. (Soluciéon
A: pesar 10 g de Kl y disolver en 100 mL de
agua destilada. Solucién B: pesar 5 g de |,
cristalino y disolver en 10 mL de CH,COOH.
Mezclar ambas suluciones (A+B), agitar bien
y mantener en frasco ambar).

¢) Cuando el cultivo esta muy concentrado (>10°
cél/mL) se diluye la muestra con agua de mar
o destilada (seglin sea el caso). NOTA:
Generalmente una dilucion 1:10 es suficiente,
pero es necesario verificar que la concen-
tracion resultante sea suficiente para obtener
una precision adecuada, la cual depende del
numero de células presentes en promedio en
1 mm?, de acuerdo con la férmula p= x+ 2~/ x
en la cual p es la rnedia poblacional, calculada
a partir del estimador x el cual es el promedio
de células contadas en 1 mm? (Lund et al.,
1958). Por lo anterior, si se cuentan en
promedio 25 células en 1 mm?, la precision
de ese recuento es 25+ 2-/25 =25+10.

d) El tubo se agita y se succiona una muestra
con una pipeta Pasteur.

e) Se llena la camara con el cubreobjeto ya
puesto, colocando la punta de la pipeta Pas-
teur en la muesca en forma de V que tiene la
camara, cuidando que el volumen depositado
sea suficiente para que una parte llegue hasta
los canales laterales, pero sin inundarlos
completamente. Si esto sucede, se seca y
limpia la parte inferior de la camara y se
observa al microscopio para verificar que las
células tengan una distribucién adecuada (no
agrupada). Para los modelos que no tierien
muesca, colocar la gota cerca del margen del
cubreobjeto, procurando que no se expanda
a la parte superior del mismo. Una alternativa
aceptable es colocar la gota en uno de los
canales laterales, verificando que el exceso
llegue hasta el otro canal lateral.

f) Generalmente se enfoca la camara con el
objetivo 10X aunque en ocasiones cuando se
trata de células pequenas se utiliza el de 40X.
Esto facilita la identificacion de las células,
discriminando los residuos y demas objetos
con tamano similar a la especie que se esta
cultivando.

g) El registro se hace contando las células que
quedan dentro de cada una de las cuadriculas
marcadas como A, B, C y D indicadas en la
Figura 1. En el caso de las células que tocan
las lineas de demarcacion entre cuadros, se
cuentan solamente las que tocan dos de los
cuatro lados, seleccionados al azar.

h) Para tener un recuento mas preciso, se usan
tres 0 mas submuestras de cada muestray
con éstas se calcula la concentracién me-
dia. Para calcular la concentracion celular
(cél/mL) se utiliza la féormula indicada
anteriormente.

i) Con los datos de concentracion celular (cél/
mL) de cada recuento en tiempos sucesivos
(generalmente a intervalos de 24 h) se obtiene
la curva de crecimiento graficando en el gje
de las “Y" los valores de concentracion celular
y en el eje de las “X" el tiempo (en dias).
También es importante determinar la tasa de
crecimiento (), el tiempo de generacién (t,)y
el numero de duplicaciones (n) (Schoen,
1998).
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3. DENSIDAD OPTICA

La concentracion celular puede ser estimada
indirectamente usando la densidad éptica del
cultivo, que es una técnica menos precisa del
recuento directo, pero permite una evaluacion
rapida de la concentracion microalgal, en espe-
cial si se cuenta con una curva de calibracion entre
la concentracién celular de una especie
determinada, evaluada directamente, y las
lecturas de densidad 6ptica de uno o mas cultivos
de esa especie. Uno de sus inconvenientes es
que la contaminacion bacteriana y/o de otro tipo
(basura, residuos), dara lecturas erroneas, por lo
qgue hay una tendencia a evitarla.

La mencionamos en este capitulo, ya que
todavia se usa en algunos laboratorios para
reconocer rapidamente las fases de crecimiento
de los cultivos, por lo cual permite tomar
decisiones inmediatas sobre los tiempos de
cosecha o de dilucion. Algunos autores proponen
el uso de una longitud cercana al pico de
absorciéon de la clorofila (675 nm), lo cual
permite obtener una lectura aun cuando la
concentracion celular es baja, mientras que para
otros ésta se debe acercar al minimo de
absorcion. Esto se debe al hecho de que el
contenido celu'ar de clorofila puede variar de
acuerdo a la cantidad de luz disponible, la cual
cambia de acuerdo a las condiciones
experimentales y a la edad del cultivo por lo cual,
como nosotros, sugieren leer a 550 nm.

3.1 Protocolo para determinar la densidad
Optica

1) Agitar el cultivo ya sea recién inoculado y/o
en la fase de crecimiento que se haya
seleccionado, para permitir que las células se
distribuyan homogéneamente.

2) Colocar el volumen necesario de muestra (en
el caso que el cultivo esté muy concentrado,
hacer una dilucién) en una celda de volumen
y camino 6ptico apropiados, dependiendo del
tipo de instrumento del cual se disponga en
el laboratorio, agitar nuevamente y medir
rapidamente la transmitancia o la absorbancia
(densidad éptica) en el colorimetro o
espectrofotémetro, usando la longitud de onda

seleccionada. Previamente, el equipo se
calibra con agua destilada o de mar (aunque
en general hay diferencias minimas entre los
dos tipos de agua), dependiendo si la
microalga es de agua dulce y/o marina.

3) Con los datos de densidad dptica se obtiene
la curva de crecimiento graficando los valores
de densidad optica (DO) en el eje de las “Y”
con el tiempo en el eje de las “X”, recordando
que cuando se usa la transmitancia (T = % de
la luz incidente recibida por el fotocetector),
es necesario utilizar la transformacion: DO =
100-T

4. CURVA DE CRECIMIENTO

De la misma manera que bacterias y
levaduras, las microalgas se reproducen
principalmente por division celular, que es binaria
en la mayoria de los casos, por lo cual presentan
un crecimiento rapido cuando se inoculan en un
medio de cultivo no limitante y se mantienen en
condiciones adecuadas.

En general, las condiciones ambientales
cambian con la edad del cultivo, por lo cual se
modifica también la velocidad de crecimiento
poblacional. Esto permite reconocer diferentes
fases de crecimiento, que sirven para describir la
forma en la cual cambia la concentracién celular
o de biomasa.

Para esto se utilizan principalmente los
parametros poblaciones definidos como velocidad
especifica de crecimiento, también conocida como
tasa de crecimiento () y el tiempo de duplicacion
o de generacion (tg).

4.1 Ecuaciones que definen el crecimiento
(Guillard, 1973)

La velocidad especifica de crecimiento o tasa
de crecimiento (p) esta definida por la siguiente
ecuacion:

g = dx/dte1/x
En donde:
X = concentracion de la biomasa (numero de
cél/mL)

t = tiempo en dias
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En una curva de crecimiento como la que se
presenta en la Figura 2 se pueden reconocer las
diferentes fases (Vonshak y Maske, 1982), las
cuales se definen a continuacion:

4.2 Fases de crecimiento

1. Fase lag: o fase de adaptacién: el
comportamiento inicial depende de las
condiciones de las células del inoculo, de las
cuales depende también el éxito del nuevo cultivo.
Cuando las células del indculo no se encuentran
en condiciones metabdlicas adecuadas se
prese.ita una fase de retardo del crecimiento, por
lo cuai el cultivo no sera exitoso. Los cambios de
las condiciones ambientales como temperatura,
iluminaciéon '+ pH también pueden causar un
retardo del crecimiento en la fase inicial de un
cultivo.

2. Fase de aceleramiento: en esta fase,
diferentes componentes estructurales se
incrementan secuencialmente, iniciando con el
RNA (por sus iniciales en inglés acido
ribonucleico), seguido de las proteinas y del peso
individual. La concentracién celular es
generalmente la ultima que muestra este incre-
mento.

3. Fase exponencial: durante este periodo
la velocidad de crecimiento adquiere su valor

TN

In X

1 2

_.———""'-/

Tiempo

Figura 2. Curva de crecimiento tipica, en la cual se
muestran las diferentes fases, marcadas como: 1 fase
lag; 2 fase de aceleramiento; 3 fase exponencial; 4
fase de desaceleracion del crecimiento; 5 fase
estacionaria; 6 fase de muerte.

maximo y, en vista de la falta de factores
limitantes, permanece aproximadamente
constante. Por este motivo, la concentracion
celular aumenta rapidamente, aunque en general
no se alcanzan valores muy elevados.

4. Fase de desaceleracion: en esta fase se
empieza a notar el efecto de una menor
disponibilidad de uno de los factores que regulan
el crecimiento, por lo cual las condiciones de
cultivo son sub-optimas. En consecuencia, la tasa
de division celular disminuye aunque, en vista del
alto nimero de células, la concentracion celular
alcanza su maximo valor. En este periodo la
composicion bioquimica de la biomasa cambia de
manera opuesta a la mencionada para la fase de
aceleracion.

5. Fase estacionaria: durante esta fase las
condiciones de cultivo son limitantes y la natalidad
es igual a la mortalidad, por lo cual la
concentracion celular y los componentes de la
biomasa permanecen sin cambios relevantes.
Este comportamiento se debe a la baja
concentracion de algun nutriente esencial o al alto
valor del pH, con consiguiente poca disponibilidad
de sustrato fotosintético, o a una excesiva
concentraciéon de oxigeno, aungue con frecuencia
el motivo mas importante es la pobre penetracion
de la luz causada por la alta concentracion celular
(efecto de autosombreado). Otro factor que
puede limitar el crecimiento es la excrecion de
productos catabdlicos al medio de cultivo.

6. Fase de muerte: |a tasa de mortalidad es
superior a la de natalidad, por lo cual la
concentracion disminuye. Ademas se registra una
disminucion de la biomasa unitaria como resultado
de un incremento en la proporciéon entre
respiracion y fotosintesis y a la ausencia de
nutrientes, que conlleva a la muerte o lisis celular.

4.3 Parametros poblacionales

Independientemente de la fase de crecimiento
en la cual se pueda encontrar, los cambios de
concentracioén celular o de biomasa de un cultivo
son una funcién del valor registrado en la
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evaluacién anterior (es decir, se trata de una varia-
ble concentracion-dependiente), por lo cual su
crecimiento poblacional puede ser descrito
mediante la ecuacion:

N, =N, ¢ KW
En donde:

N,y N, =son los valores de concentracion
celular registrados al inicio y al final del intervalo
de tiempo que paso entre dos tiempos sucesivos
de evaluacién de la velocidad de crecimiento (t =
t-5)

N y M = son las tasas de natalidad y de
mortalidad, cuya diferencia describe globalmente
la tasa de crecimiento poblacional (N - M = )

K = base de los logaritmos usados para re-
solver la ecuacién la cual, utilizando logaritmos
naturales (base e), se despeja como sigue:

M, =(InX,-InX)/(t,-t,)
En donde:
X, y X, = concentracién celular determinada
en los tiempos t, y t,

De acuerdo a las propiedades de los
logaritmos, la ecuacion anterior se puede escribir:

u,= In(X,/X)/(t,-t,)

En vista de que la mayoria de las microalgas
se reproduce mediante division binaria, la tasa
de crecimiento se puede obtener directamente en
numero de divisiones celulares o de duplicaciones
diarias de biomasa, utilizando en la ecuacién an-
terior logaritmos en base 2 de acuerdo a la
formula:

W, =[In (X,/ X,)/ In2] / (t,~t,)

El tiempo de duplicacién y/o de generacion
(tg), es el tiempo necesario para que se duplique
la poblacion. Cuando se usan logaritmos natu-
rales, el tiempo de duplicacion puede ser
calculado como:

t,= In2/p,=0.693/p,

O si se usaron logaritmos en base 2:

tg=1.f|,12

Como se menciond, cuando se experimenta
con cultivos de microalgas, es importante conocer
su curva de crecimiento en las condiciones en
las cuales se esta trabajando, ya que este dato
podra ser utilizado para establecer los tiempos
en los cuales es necesario cosechar la biomasa,
lo cual permite comparar organismos en fases
de crecimiento conocidas. Por lo tanto, diferencias
en su composicién o en sus caracteristicas de
calidad pueden ser atribuidas al tipo de
tratamiento que se utilizé en ese experimento en
particular.

Un ejemplo de una curva de crecimiento
obtenida en nuestro laboratorio en condiciones
controladas, se muestra en la Figura 3 y una forma
sencilla y rapida de reconocer las fases de
crecimiento de un cultivo se ilustra en la Tabla 2.

4.4 Numero total de divisiones celulares

(2m)

Uno de los objetivos principales en
experimentos de crecimiento de cultivos de
microalgas es demostrar que un determinado
tratamiento rendira mayor concentraciéon que el
procedimiento estandar, lo cual implica
seleccionar el momento mas adecuado para la
cosecha.

Para esto, es necesario determinar con
seguridad el inicio y el final de cada fase de

cél/mL
105000
90000 -
75000 4
wﬂm =
45000 o
30000 4
15000 1

"9 3 6 10 12 15 18 21 24 27
Tiempo (dias)
Figura 3. Curva de crecimiento de Prorocentrum lima

cultivada en medios diferentes: K€ .S
fl2 <@ (Heredia-Tapia, 2005).
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Tabla 2. Recuento celular, In de la concentracion celular,
tasa de crecimiento (p, calculada a partir de log,) y
tasa de crecimiento acumulada (,) de un cultivo de
Paviova lutheri (Hernandez-Espinosa, 1999) cultivada
en un sistema batch (por lote) a 125 pmol quanta m2 s
"en medio f/2 (Guillard y Ryther, 1962).

Tiempo| N LnN K2 pAT
(dias) | (cél/mL)
0 16,670 9.721 --
1 75,000 11.225 | 2.1696 | 2.1696
2 320,000 12.676 | 2.0931 | 4.2627
3 1,321,650 14.094 | 2.0461 | 6.3088
4 3,625,806 15.104 | 1.4560 | 7.7648
5 4,480,622 15.315 | 0.3054 | 8.0702
6 4,805,000 15.385 | 0.1008 | 8.1710

crecimiento, que no es facil reconocer utilizando
las curvas de dispersién de concentracion celular
graficada contra el tiempo. Para facilitar esta
seleccién, sugerimos graficar contra el tiempo la
suma progresiva de las tasas de crecimiento diario
(Xu), ya que cualquier cambio de la pendiente de
esta nueva curva de dispersion indica una
variacion de la velocidad de duplicacion.

Para ejemplificar lo anterior, en la Tabla 2 se
indican los datos correspondientes a un cultivo
de Pavlova lutheri, y en la Figura 4 se dan las
graficas de dispersién contra el tiempo de la
concentracion celular y de la suma progresiva de
las tasas de division. La segunda indica que el
crecimiento exponencial terminé a partir del dia
3, después del cual la pendiente de la Zpu
disminuy6, como consecuencia de la menor
velocidad de division celular (fase de
desaceleracion), mientras que la falta de aumento
del valor de la Ty en los dias siguientes indica
que en esos dias los cultivos ya se encontraban
en la fase estacionaria.
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1. INTRODUCCION

El valor dietético de una microalga depende
de su composicion y de su contenido energético,
el cual se relaciona con la cantidad de materia
organica presente en su biomasa. Esta se
determina con las técnicas tradicionales que se
describen en los apartados siguientes.

2. DETERMINACION DE LA BIOMASA
SECA, TOTAL Y ORGANICA

El peso seco total de la biomasa microalgal
presente en un cultivo se determina usando
muestras de volumen y concentracion celular
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conocidos que se concentran en filtros de peso
seco conocido y se secan en una estufa hasta
peso constante. La cantidad de biomasa total
(organica e inorgéanica) presente en ese cultivo
se calcula como la diferencia entre el peso inicial
delfiltro y el peso del filtro con la muestra, dividida
entre el volumen de la muestra filtrada.

Es importante considerar que especialmente,
pero no exclusivamente, en el caso de microalgas
marinas, esta determinacion se vera afectada por
la cantidad de sales presentes en el filtro, en los
espacios intercelulares y en la superficie celular,
por lo cual es indispensable eliminarlos mediante
un procedimiento de lavado (Zhu y Lee, 1997).

Esta precaucién es un paso importante para
la determinaciéon de los pesos seco total y libre
de cenizas (peso organico). No obstante, existen
en la literatura varios trabajos en los cuales no se
menciona si la muestra fue lavada, lo cual da lugar
a dudas sobre la cantidad real de biomasa (Ben-
Amotz et al., 1985; Chu et al., 1994; Reitan et al.,
1994). De la misma manera, hay autores que
reportan el uso de diferentes soluciones de
lavado, como formato de amonio (Wikfors et
al., 1992; Brown y Farmer, 1994), cloruro de
sodio 0.9% (Lopez-Alonso et al, 1993; Hu vy
Richmond, 1995), HCI 0.5 N (Molina-Grima et
al., 1994), agua acidificada a pH 4 (Vonshak
1997), agua destilada (Craigie et al., 1992) y/o
medio de cultivo fresco en agua destilada
(Spriharan et al., 1991). Otros han usado la
combinacién de formato de amonio y cloruro
de sodio (Henderson et al., 1988).
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En nuestros laboratorios hemos estandarizado
el uso de filtros de fibra de vidrio, cuya porosidad
nominal depende del tamafio de la microalga en
cultivo, y de una solucién de lavado de formato
de amonio al 3% (0.5 M) en el caso de microalgas
marinas, mientras que para las de agua dulce
usamos agua destilada y en el caso de cianobac-
terias, agua acidificada a pH 4 (Vonshak, 1997).

2.1 Protocolo para la determinacién del
peso seco total y de cenizas

Los cultivos de microalgas se cosechan en la
fase de crecimiento de interés para el estudio que
se esta realizando.

a) Lavar con agua destilada los filtros con la
porosidad nominal seleccionada vy

—prequemarlos en la mufla a 490°C por 6 h.

Colocar los filtros prequemados en el

desecador durante 1.5 h y pesarlos hasta

verificar que el peso permanece constante.
NOTA: guardar estos filtros en sobres de
papel aiuminio previamente numerados
con lapiz, cuidando utilizar suficiente
presion para que el niumero aparezca en
relieve.

b) Tomar un volumen conocido del cultivo de mi-
croalga (homogenizar bien la muestra antes
de proceder) y filtrar en los filtros de peso
conocido.

c) Lavar la muestra filtrada con 10 mL de for-
mato de amonio 3% (0.5 M), filtrar
nuevamente y guardar en el sobre.

d) Colocar los sobres (entreabiertos) con filtro
en una estufa a temperatura entre 65 y 70°C
durante por lo menos 12 h (el tiempo de
secado depende del tipo de estufa y de la
humedad ambiental, ademas del volumen de
la muestra).

e) Pasar los filtros a un desecador, verificando
que el silicagel esté libre de humedad. Aplicar
vacio y dejar en el desecador durante 1.5 h.

f) Pesar rapidamente los filtros en una balanza
analitica de 5 digitos (sacando los filtros uno
por uno del desecador y cerrandolo cada vez)
hasta cuando la lectura se estabiliza.

g) Regresar los filtros a la estufa y repetir la
operacion los dcs dias siguientes o hasta
asegurarse que se logré peso constante.

h) Por diferencia entre el peso del filtro lavado
con agua destilada y seco con respecto al
peso del filtro con la muestra seca dividido en-
tre el volumen de cultivo filtrado, se obtiene el
PESO SECO TOTAL (ug/mL o mg/L) (Fig. 1).

i) El filtro con la biomasa seca y pesada se
incinera en una mufla a 490°C durante por lo
menos 6 h.

j) Colocar el filtro con las cenizas en un de-
secador cerrado al vacio durante 1.5 h.

k) Pesar rapidamente los filtros con las cenizas
(sacando del desecador uno a uno y cerrando
cada vez) en una balanza analitica de 5
digitos, hasta cuando la lectura se estabiliza.

I) Regresar los filtros a la mufla y repetir la
operacion los dos dias siguientes o hasta
asegurarse que se logré peso constante.

m) Por diferencia del peso entre el filtro vacio v
el filtro con las cenizas, se obtiene el PESO
INORGANICO o PESO DE CENIZAS (ug/mL
o mg/L).

n) Por diferencia entre el peso del filtro con la
muestra seca y el filtro con las cenizas, se
obtiene el PESO ORGANICO.

2.2 Ecuaciones para el calculo de peso
seco (total y organico) y cenizas (Arredondo
Vega et al., 1997).
PST (pg/mL) = [(PSFM) - PSF] / VF
PSI (ug/mL) = (PSC - PSF)/ VF

PSO (pg/mL) = PST — PSI

Figura 1. Muestras de la microalga Paviova lutheri
filtrada en filtros de fibra de vidrio (Hernandez-Espinosa,
1999).
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En donde:

PST, PSI y PSO son los pesos seco total,
inorganico (cenizas) y organico, en pg/mL.

PSF, PSFM y PSC son los pesos secos del
filtro sin muestra, del filtro con muestra y del filtro
con la muestra incinerada.

VF = Volumen de muestra filtrado.

(NOTA: las lecturas de las balanzas analiticas
son generalmente en gramos, por lo cual
deben ser multiplicadas por 10° para obtener
los pesos secos en ug).

En la Tabla 1 se reportan los valores de peso
seco, organico y cenizas de la microalga Paviova
lutheri cultivada en condiciones autétrofa (medio
f/2) y mixétrofa ymedio f/2 adicionado con acetato
de sodio). El sistema de cultivo fue batch (o por
lote) en condiciones controladas de temperatura,
pH e intensidad luminosa. La biomasa se cosechoé
a los 7 dias y se lavo con 10 mL de formato de
amonio al 3% (Hernandez-Espinosa, 1999).

3. PESOS UNITARIOS

Es frecuente notar que un determinado
tratamiento proporciona concentraciones
celulares significativamente mayores, pero que
no existen diferencias importantes en produccion
de biomasa. Asimismo, se pueden registrar
incrementos de biomasa, aun cuando la
concentraciéon celular permanece constante.
Ambas situaciones se deben a cambios en el peso
celular unitario que es una informacién importante
para interpretar los resultados de los
experimentos, en especial cuando estan dirigidos
a investigar el efecto de diferentes técnicas o
medios de cultivo sobre la productividad de los

Tabla 1. pg/mL de peso seco y organico y % de cenizas
de la microalga Pavlova lutheri cultivada en el sistema
batch y en condiciones autétrofa (f/2) y mixotrofa (f/2 +
acetato de sodio). La biomasa se coseché a los 7 dias
(Hernandez-Espinosa, 1999).

Medio de cultivo Peso seco | Peso orgénico | Cenizas
(pg/mL) (g/mL) (%)
fi2 561.77 284. 33 49.39
+ (.25 g/L acetato Na 457.66 267.33 41.59
+ 0.50 g/L acetato Na 780.33 257.66 66.98
+ 0.75 g/L acetato Na 835.53 383.20 54.14
+ 1.0 g/L acetato Na 403.33 293.00 27.35

sistemas de produccién o a definir el momento
mas apropiado para la cosecha.

Esta informacién se consigue mediante las
ecuaciones:

PSTU=PST/N

PSOU=PSO/N
En donde:

PSTU y PSOU son los pesos secos total y
organico de una célula, PST y PSO son las
cantidades de biomasa en un mL.

N es la concentracion celular en el mismo

volumen de cultivo.
(NOTA: en general la biomasa presente en un
mL se expresa en pg/mL y el peso unitario se
obtiene en pg/cél (pg= 102 g) multiplicando
PSTU o PSOU x 10°9).

4. REFERENCIAS

ARREDONDO-VEGA, B.O., Cordero-Esquivel,
B., Herrero, C. y Abalde, J. (1997). Manual de
Técnicas Bioquimicas Aplicadas en Ficologia.
CIBNOR, CICESE, Universidade Da Corufa,
Espafa, 41 pags.

BEN-AMOTZ, A. Tornabene, T.G. y Thomas W.H.
(1985). Chemical profile of selected species
of microalgae with emphasis on lipids. Jour-
nal of Phycology 21: 71-81.

BROWN, M.R. y Farmer, C.L. (1994). Riboflavin
content of six species of microalgae used in
mariculture. Journal of Applied Phycology
6:61-65.

CHU, W-L., Phang, S-M. y Goh, S-H (1994). Stud-
ies on the production of useful chemicals, es-
pecially fatty acids, in the marine diatom
Nitzchia conspicua Grunow. Hydrobiologia
285: 777-786.

CRAIGIE, J.S., Correa, J.A. y Gordon, M.E. (1992).
Cuticles from Chondrus crispus (Rodophyta).
Journal of Phycology 28: 777-786.

FABREGAS, J., Abalde, J., Cabezas, B. y
Herrero, C. (1989). Changes in protein, car-
bohydrates and gross energy in the marine
microalga Dunaliella tertiolecta (Butcher) by
nitrogen concentration as nitrate, nitrite and
urea. Aquacultural Engineering 8: 223-239.



30 DETERMINACION DE PESO SECO Y CONTENIDO ORGANICO E INORGANICO

HENDERSON, R.J., Leftyley, J.W. y Sargent, J.R.
(1988). Lipid composition and biosynthesis in
the marine dinoflagellate Crypthecodinium
conhii. Phytochemistry 27: 1679-1683.

HERNANDEZ-ESPINOSA, D. (1999). Variabilidad
bioguimica de la microalga marina Paviova
lutheri en condiciones autotroficas y
mixotroficas en un sistema de cultivo estatico.
Tesis de Licenciatura. Universidad Auténoma
Metropolitana, Unidad Xochimilco, México,
D.F. 51 pags.

HU, Q. y Richmond, A. (1994). Optimizing the
population density in /sochrysis galbana grown
outdoors in a glass column photobioreactor.
Journal of Applied Phycology 6: 391-396.

LOPEZ-ALONSO, D., Sanchez-Pérez, J.A.,
Garcia-Camacho, F., Garcia-Sanchez, J.L. y
Molina-Grima, E. (1993). Improvement of
eicosapentaenoic acid content in isolates of
Isochrysis galbana. Journal of Marine Biotech-
nology 1: 147-149.

MOLINA-GRIMA, E., Sanchez-Pérez, J.A.,
Garcia-Camacho, F., Garcia-Sanchez, J.L.,
Acién-Fernandez, F. G. y Lépez-Alonso, D.
(1924). Outdoor culture of Isochrysis galbana
ALIl4 in a closed tubular photobioreactor. Jour-
nal of Biotechnology 37: 159-166.

REITAN, K.I., Rainuzzo, J.R. y Olsen, Y. (1994).
Effect of nutrient limitation on fatty acid and
lipid content of marine microalgae. Journal of
Phycology 30: 972-979.

SHIFRIN, N. S. y Chisholm, S. W. (1981). Phy-
toplankton lipids: interspecific differences and

effects of nitrate, silicate and light-dark cycles.
Journal of Phycology 17: 374-384.

SPRIHARAN, S., Bagga, D. y Nawaz, M. (1991).
The effects of nutrients and temperature on
biomass, growth, lipid production, and fatty
acid composition of Cyclotella cryptica
Reimann, Lewin and Guillard. Applied Bio-
chemistry and Biotechnology 28/29: 317-326.

TADROS, M.G. y Johansen, J.R. (1988). Physi-
ological characterization of six lipid-producing
diatoms from the southern United States. Jour-
nal of Phycoicgy 24:445-452.

WIKFORS, G.H., Ferris, GE. y Smith, B.C. (1992).
The relationship between gross biochemical
composition of cultured algal focds and growth
of the clam, Mercenaria mercenaria (L.).
Aquaculture 108: 135-154.

SOROKIN, C. (1973). Dry weight, packed cell
volumen and optical density. En: Handbook of
Phycological Methods. Culture Methods and
Growth Measurement. Stein, J.R. (ed.) Cam-
bridge University Press. Cambridge, 321-343 pp.

SPOEHR, H.A. y Milner, H.W. (1949). The chemi-
cal composition of Chlorella: effect of environ-
mental conditions. Plant Physiology 24: 120

VONSHAK, A. (1997). Appendices. En: Spirulina
platensis (Arthrospira): Physiology, Cell-Biol-
ogy and Biotechnology. Vonshak, A. (ed). Tay-
lor and Francis. 213-215 pp.

ZHU, C.J. y Lee, Y.K. (1997). Determination of
biomass dry weight of marine microalgae.
Journal of Applied Phycology 9: 189-194.



Métodos y Herramientas Analiticas en la Evaiuacion de Ia Biomasa Microalgal

CAPITULO 4

DETERMINACION DE PROTEINAS POR
METODOS ESPECTROFOTOMETRICOS

BERTHA OLIVIAARREDONDO VEGA

Centro de Investigaciones Biolégicas del Noroeste, S. C. (CIBNOR). Laboratorio de
Biotecnologia de Microalgas. La Paz, Baja California Sur. México. kittyO4@cibnor.mx

BEATRIZ CORDERO ESQUIVEL

Centro de Investigacion Cientifica y de Educacion Superior de Ensenada (CICESE).
Ensenada, Baja California, México. bcordero@cicese.mx

DOMENICO VOLTOLINA

Centro de Investigaciones Bioldgicas del Noroeste, S.C. (CIBNOR). Laboratorio de Estudios
Ambientales UAS-CIBNOR. Mazatlan, Sinaloa, México. voltolina@mzt.megared.net.mx

CONTENIDO

1. INTRODUCCION
2. METODOS DE ANALISIS

2.1 METODOS UTILIZADOS PARA CUANTIFICAR
PROTEINAS
CURVA DE CALIBRACION UTILIZANDO BSA
CONSIDERACIONES PARA LA EXTRACCION Y
CUANTIFICACION DE PROTEINAS
PROTOCOLO PARA LA EXTRACCION Y
CUANTIFICACION DE PROTEINAS
ECUACIONES PARA DETERMINAR EL
PORCENTAJE DE PROTEINAS EN UNA
MUESTRA DE MICROALGA
3. REFERENCIAS

2.2
2.3

24

2.5

Palabras clave: microalgas, nitrégeno, proteinas,
métodos espectrofotomeétricos

1. INTRODUCCION

El componente cuantitativamente més
importante de la biomasa organica de la mayoria
de las microalgas son las proteinas, las cuales
pueden representar hasta mas del 50% del peso
seco total y que, sumadas a los lipidos y a los
carbohidratos constituyen hasta el 90% del peso
seco total, mientras que los minerales, los acidos
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nucleicos, los pigmentos y los demas
componentes menores suman el restante 10%.
La excepcion son las diatomeas que tienen una
pared celular protegida por bidxido de silicio por
lo cual, dependiendo de la especie y de su forma
de vida (plancténica o benténica), su contenido
de compuestos inorganicos puede representar
entre el 30 y el 45% del peso seco total (Tabla 1).

2. METODOS DE ANALISIS

Se han descrito varios métodos para la
determinacion de la concentracion de proteinas
(Bergmeyer y Grabl, 1983) pero, aunque éstas
tienen varias propiedades comunes, difieren en
otras, como secuencia y perfil de aminoacidos y
peso molecular, lo cual explica las discrepancias
gue se pueden encontrar en literatura cuando se
compara la composicion de la biomasa microalgal
determinada con metodologias diferentes
(Harrison y Thomas, 1988).

2.1. Métodos utilizados para cuantificar
proteinas

Muchos de los datos relativos al contenido de
proteinas de diferentes organismos estan
basados en la cuantificacién del nitrogeno
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Tabla 1. Composicion quimica (en % del peso seco total) de diferentes microalgas de agua dulce

y marina (Brown et al., 1989; Becker, 1994).

ESPECIE PROTEINAS CARBOHIDRATOS | LiPIDOS
AGUA DULCE
Scenedesmus obliquus 50 -56 10-17 12-14
Scenedesmus dimorphus 8-18 21-52 16-40
Chlamydomonas rheinhardii 48 17 21
Chlorella vulgaris 51-58 12-17 14-22
Euglena gracilis 39-61 14-18 14-20
Spirulina platensis 46-63 8-14 4-9
Spirulina maxima 60-71 13-16 6-7
MARINAS
Isochrysis sp. T-ISO 44 9 25
Isochrysis galbana 41 5 21
Pavlova lutheri 49 31 12
Chaetoceros calcitrans 33 17 10
Phaeodactylum tricornutum 33 24 10
Skeletonema costatum 37 21 7
Thalassiosira pseudonana 29 17 10
Dunaliella salina 57 32 9
Tetraselmis suecica 39 8 7

organico total después de su digestidon y
transformacion cuantitativa a sales de amonio
mediante el método de Kjeldahl (Hiller et al.,
1948). Después de determinar la cantidad de
amonio presente en la muestra digerida, las
proteinas se calculan multiplicando el resultado
por el factor 6.25 (FAO/WHO, 1870), que se basa
en el supuesto que en promedio el contenido de
nitrbgeno de las proteinas es de
aproximadamente el 16% (Coombs et al., 1988,
Tacon, 1990).

Sin embargo, en las microalgas
aproximadamente el 10% de nitrégeno es no
proteinico, contenido principalmente en los acidos
nucleicos, en las glucosamidas, en las
membranas celulares, o presente como
aminoacidos libres y ficobiliproteinas (Becker,
1994), por lo cual el uso del factor 6.25 conlleva
frecuentemente a una sobreestimacion del

contenido proteinico celular. A titulo de ejemplo,
el 12% del nitrégeno determinado en
Scenedesmus con el método Kjeldahl
corresponde a nitrébgeno no proteinico y en
Dunaliella y Spirulina los respectivos porcentajes
son de 6 y del 11% (Becker, 1994).

Con base en esta consideracion, Gnaiger y
Bitterlisch (1984) sugieren que cuando se utiliza
el método de Kjeldahl para cuantificar proteinas
en muestras de origen marino, ya sea de algas,
bacterias, protozoos o invertebrados, el factor
mas apropiado es 5.8, aunque Laws (1991) sugirié
que 6.0 es el valor mas cercano al real en el caso
de las diatomeas. Adicionalmente, si bien el
meétodo Kjeldahl es utilizado para la determinacioén
del contenido de proteinas en alimentos, es
relativamente complicado y requiere de
cantidades de muestras mayores de las que se
pueden utilizar con los métodos que se mencionan
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con mayor frecuencia para la determinacion de
proteinas en microalgas, que son los métodos de
Lowry et al. (1951) y de Bradford (1976).

El primero de estos métodos se basa en la
determinacién espectrofotométrica de la
intensidad de color obtenido con el reactivo de
Folin-Ciocalteu (acido fosfomolibdico-tungstico:
FMT), después de un tratamiento con solucién
alcalina de cobre. El FMT oxida los aminoacidos
aromaticos como tirosina y triptofano presentes
en la mayoria de las proteinas, reduciéndose a
heteropolimolibdeno azul. Esta reaccion es
catalizada por el cobre y da como resultado un
color azul, cuya intensidad depende del contenido
de tirosina y/o triptofano en la muestra (Peterson,
1979).

A partir del afio de su publicacién, el método
de Lowry ha sido ampliamente utilizado, y se ha
sugerido a través de los afos diferentes
modificaciones a la técnica original, y su
popularidad queda demostrada por las 275,669
citas hasta enero del 2004, que lo ubican en primer
lugar entre los 50 articulos con el mayor numero
de citas sobre temas bioguimicos (Thomson,
2006).

El método de Bradford es también
ampliamente utilizado y citado. En este caso, las
proteinas se tifien con el colorante Azul Brillante
de Coomassie (Coomassie Brilliant Blue) y su
cuantificacion se basa en el cambio del pico de
maxima absorcion del colorante, que vira
progresivamene entre 465 y 595 nm, en paralelo
con la combinacién del colorante con los grupos
aminicos de las proteinas. Para ambos métodos
la curva de calibracién se realiza con sero
albumina de bovino (BSA, por sus iniciales en
inglés), que es el estandar mas utilizado para todo
tipo de proteina, tanto de origen vegetal como
animal.

Ambos métodos tienen ventajas vy
desventajas: el método de Bradford es rapido y
sencillo, debido a que se utiliza un solo reactivo y
es ademas aproximadamente 4 veces mas sen-
sible que el de Lowry, pero tiene algunas
limitaciones importantes (Bergmeyer y Grabl,
1983): la curva de calibracién no es lineal para
todas las proteinas, en especial si su contenido
en la muestra es superior a 60 pyg/mL. Esto se
debe a la sobreposicidon de los espectros de las

dos especies (forma libre y combinada) del
reactivo, ya que el valor de referencia disminuye
a medida que el colorante se une a la proteina.
Ademas, el valor de absorbancia varia con la edad
del colorante (Harrison y Thomas, 1988). Otra de
las desventajas de este método es que la lectura
de absorbancia se debe realizar entre 5 y 20
minutos después de agregar el reactivo, para
evitar subestimar el contenido de proteinas de las
muestras a causa de la pérdida gradual de color
(Kochert, 1978).

Un problema comun a estos métodos,
basados en colorantes que se enlazan a los
aminoacidos de las proteinas, es que la respuesta
varia en dependencia del tipo de proteina. En este
sentido, el método de Lowry es mas conveniente
ya que en un estudio previo realizado en 1988,
los autores observaron que la desviacion estandar
de la concentracién de proteinas calculada en
pruebas realizadas para cuantificar 23 proteinas
diferentes, se mantuvo, mientras que con el
método de Bradford resulté ser dos veces mayor
que con el método de Lowry (Harrison y Thomas,
1988).

Resulta claro que la Unica manera de obviar
a esta dependiente entre la respuesta y el tipo de
estandar es el de utilizar un estandar que dé un
color semejante al de la proteina de la muestra
que se esta analizando. Por otra parte, esto
pudiera causar problemas para la comparacion
entre los resultados obtenidos con estandares
diversos y una forma de eliminarlo es la de
seleccionar el estandar mas apropiado y
disponible para todos los investigadores que usan
el mismo método de determinacién. En el caso
del método de Bradford, el BSA no se considera
el estandar ideal, ya que con éste se obtiene una
intensidad de color mayor que con las proteinas
de otras fuentes naturales. Con el fin de evitar
esta fuente de error, se sugiere utilizar como
estandar la gamma globulina bovina (BGG por
sus iniciales en inglés; BioRad, 1979).

Por otra parte, el método de Lowry da una
curva de calibracion casi lineal hasta 150 yg/mL
de proteinas, la absorbancia se lee a 750 nm, a
la cual se minimiza la interferencia de las
clorofilas, aunque otras sustancias como
detergentes, carbohidratos, glicerina, EDTA,
compuestos de potasio, magnesio y calcio son
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posibles fuentes de interferencias. Este método
es sensitivo a concentraciones de hasta 10 pg/mL
de proteina.

Considerando las ventajas y las desventajas
de los dos métodos mencionados, decidimos que
para cuantificar las proteinas en muestras de
microalgas el mas apropiado es el método de
Lowry, por lo cual en la parte siguiente de este
capitulo solamente se describe este protocolo.

2.2. Curva de calibracion utilizando BSA

La curva de calibracion se prepara con una
solucion concentrada de 300 ug/mL de sero
albumina de bovino (BSA), a partir de la cual se
hace un gradiente de concentracion desde 0 a
150 pg/mL (Tabla 2). Todas las diluciones se
realizan por triplicado y, una vez que se tienen
las diferentes concentraciones de BSA, se
continda la curva con los reactivos que se
describen a continuacion (a partir del 2.4, i).

Los datos anteriores se grafican y se ajustan
por minimos cuadrados a una ecuacion lineal,
obteniendo la “r?", el valor de la pendiente (m),

utilizando el intercepto (b) igual a cero. El valor
de r2debera ser superior a 0.98. Si se obtiene un
valor inferior, se repite la calibracion con una
nueva serie de diluciones y, si el resultado es simi-
lar, entonces se recomienda preparar soluciones
nuevas.

Dado que al momento de realizar la
cuantificacion de proteinas en las muestras de
microalgas solo conoceremos el valor de la
absorbancia, entonces los datos de A,
obtenidos en la curva de calibracién, se utilizaran
como variable independiente y como variable
dependiente la concentracion de BSA (Fig. 1). A
partir de esta ecuacion la concentracion de
proteinas en las muestras de microalgas se
calcula como:

Proteinas = m+*A _

Siguiendo este ejemplo, en este caso se
obtuvo la ecuacién:

Proteinas = 228.13 ¢ A
rz =0.9877

Tabla 2. Elaboracion de la curva de calibraciéon de proteinas utilizando BSA como estandar. NOTA:
observe que el volumen total de cada tubo (volumen de BSA + volumen de agua destilada) es de 1 mL
por lo cual, después de realizar la extraccion de proteinas en las muestras de microalgas, se utilizara
también 1 mL del extracto alcalino total obtenido de cada muestra. Las lecturas de absorbancia que se
reportan se obtuvieron en un experimento realizado “ex profeso” para este manual.

VOLUMEN VOLUMEN CONCENTRACION
TUBO | BSA (300 ug/mL) | H,O DESTILADA DE BSA ABS%F;BANC'A
(uL) (uL) (ug/mL) =
Blanco 0 1000 0 0
1 50 950 15 0.102
2 100 900 30 0.163
3 150 850 45 0.229
4 200 800 60 0.280
5 250 750 75 0.325
6 300 700 90 0.390
7 350 650 105 0.476
8 400 600 120 0.540
9 450 550 135 0.577
10 500 500 150 0.618
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Figura 1. Curva de calibracién de proteinas utilizando
la [BSA] como variable dependiente.

2.3 Obtencion del extracto alcalino para la
cuantificacion de proteinas

Previo a la determinacién de proteinas, es
necesario realizar su extraccion cuantitativa, para
lo cual diversos autores han evaluado las
condiciones que permiten optimizar el método de
extraccién, considerando principalmente la
composicion de la pared celular de diferentes
clases de microalgas, que pueden dificultar el
proceso de extraccion. En general, se sugieren
diferentes concentraciones de NaOH, con

diferentes temperaturas y tiempos de extraccion
(Rausch, 1981).

Con base en nuestras experiencias y en las
de varios colegas, recomendamos el uso de
NaOH 0.1 N para la mayoria de las especies de
microalgas pero, para las que tienen una pared
celular rigida (ej. aplanosporas de
Haematococcus, Chlorella, Scenedesmus,
Nannochloropsis) se puede utilizar NaOH 1N y
en este caso o cuando se usan normalidades de
0.25 o superiores, el pH del extracto resulta
demasiado alcalino por lo cual es necesario diluir
con H,O destilada, para evitar interferencias con
el desarrollo del color en la muestra.

(NOTA: en el caso de haber diluido con agua
el extracto, ésta debera ser considerada al
momento de los calculos finales).

La extraccion se realiza en calor, en un termo-
bafo y el tiempo puede variar desde 10 hasta 60
min. y temperaturas de 60 a 100 °C. En la Tabla 3
se indican condiciones optimas de extraccion para
algunas especies de microalgas. Una vez
seleccionada las condiciones de extraccion de
la(s) microalga(s) en experimentos previos, se
continua con la extraccion.

NOTA: es recomendable realizar una segunda
o0 a veces hasta una tercera extraccion y en

Tabla 3. Ejemplo de condiciones dptimas de extraccion de proteinas para ocho especies

. de microalgas (modificado de Lopez Elias et al., 1992).

ESPECIE CONCENTRACION | TEMPERATURA | TIEMPO
DE NaOH (N) (°c) (min)
Paviova lutheri 0.1 80 10
Isochrysis sp. 0.1 80 10
Tetraselmis sp. 0.1 100 10
Dunaliella sp. 0.1 100 60
Chaetoceros sp. 0.1 100 10
Phaeodactylum tricornutum 0.1 100 20
Skeletonema costatum 0.2 90 20
Nitzschia sp. 0.2 100 20
Amphora sp. 0.2 100 20
Exuviella sp. 0.1 100 30
Haerzatococcus sp. 1.0 100 60
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este caso la cantidad total de NaOH utilizado
en estas extracciones se debera considerar
en los calculos finales. Otra sugerencia para
facilitar la extraccién de proteinas (asi como de
otros componentes celulares), es utilizar una
fuente de ultrasonido (sonicador) para romper las
paredes celulares de las microalgas que asi lo
requieran, como es el caso de Haematococcus
sp., de las cloroficeas como Chlorella, Scene-
desmus, Nannochloropsis y de algunas diatomeas
benténicas (Flores-Vergara com. pers.).

2.4. Protocolo para la extraccion y
cuantificacion de proteinas por el
método de Lowry et al., (1951)

a) Pesar 5 mg de muestra liofilizada y pulveriza-
da, o tomar directamente la muestra del cultivo
(los mL a utilizar dependeran de la
concentracion celular de microalgas). En el
segundo caso, se concentra la biomasa en
filtros de fibra de vidrio GF de 25 0 47 mm de
diametro. Los filtros con las microalgas se
doblan con cuidcdo y se colocan en papel
aluminio o en tubos eppendorf y se almacenan
en congelacién, preferentemente a —70 °C,
hasta su analisis.

b) La muestra licfilizada o el filtro con la muestra
se coloca en un tubo de vidrio limpio,
previamente lavado con jabon libre de fosfatos
y con HCI al 10%, enjuagado con abundante
agua destilada y secado. Todos los tubos
deberan estar etiquetados con marcador
indeleble o con etiquetas adhesivas y, en el
segundo caso, se recomienda colocar cinta
adhesiva transparente alrededor de la etiqueta
para evitar su desprendimiento durante el
tratamiento en el termo-bafo.

c) Enelcasode muestras liofilizadas, se agrega
5 mL de NaOH 0.1 N o de la normalidad
seleccionada. Para muestras concentradas en
filtro, agregar 1 mL de la solucion de NaOH a
la normalidad adecuada, macerar con una
varilla de vidrio y agregar posteriormente los
restantes 4 mL de NaOH, lavando con éstos
la extremidad de la varilla. Tapar la boca del
tubo con papel aluminio.

d) Someter a hidrélisis alcalina la (s) muestra (s)
en un termo-bafio a la temperatura y el tiempo

f)

h)

determinado en los ensayos preliminares.
Transcurrido este tiempo, los tubos se retiran
y se dejan enfriar hasta alcanzar la
temperatura ambiente.

Centrifugar a 3,000 rpm por 15 min a 10 °C.
Si la pastilla celular es rigida y esta totaimente
adherida al fondo del tubo, se decanta y se
recupera el extracto alcalino que se coloca
en otro tubo limpio y etiquetado con la misma
informacion que se utilizd para el tubo donde
se realizé la extraccion. NOTA: En caso de
que queden particulas suspendidas
después de la centrifugacion (como
sucede con Spirulina —Arthrospira-), el
extracto alcalino se filtra pasando éste a
través de una pipeta Pasteur limpia con
un tapén de fibra de vidrio y recibiendo el
extracto libre de particulas en otro tubo
limpio y seco. Es necesario medir y anotar
el volumen del extracto, para realizar la
correccion correspondiente al momento de
realizar los céalculos para la cuantificacion de
proteinas, en el caso de observar una pérdida.
Si el paquete celular muestra una coloraciéon
amarillenta, se recomienda hacer una
segunda extraccion, con la concentracion de
NaOH correspondiente y siguiendo la misma
metodologia que en la primera extraccién
(temperatura, tiempo y centrifugacién). Para
la segunda extraccion, se puede utilizar la
misma cantidad, o un volumen menor de
NaOH que en la primera extraccion. NOTA:
el total de mL de NaOH dependera de Ia
concentracion celular (cél/mL) de la
muestra. Para cultivos muy concentrados,
se puede utilizar hasta un total de 10 mL
de NaOH.

Colocar el extracto alcalino obtenido en la se-
gunda extraccion en el mismo tubo donde esta
el de la primera extraccion. Mezclar en un
vortex.

Del extracto alcalino total obtenido, se reco-
mienda tomar 3 volumenes diferentes,
midiendo con una micropipeta 250, 500y 750
HL y completando a 1 mL con NaOH 0.1 N
(cada volumen en un tubo de cristal,
debidamente etiquetado). Estas muestras se
agitan con el vortex para su total
homogenizacion, y sirven para asegurar que
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con al menos una de las concentraciones se
obtendra una absorbancia en el intervalo de
los valores obtenidos en la curva de
calibracion.

i) Preparar la solucién de Na,CO, al 2% (p/v) en
NaOH 0.1 N (solucién A).

j) Preparar la mezcla 1:1 de CuSO, al 0.5% en
tartrato de K al 1% y agitar (solucion B). Esta
mezcla es una suspension, por lo cual se deja
en reposo y se usa el sobrenadante claro.

k) Agregar a la muestra (extracto alcalino) 5 mL
de la mezcla de NaCO, al 2% en NaOH 0.1 N
+ CuSO0, al 5% y tartrato de K al 1% en una
proporcién de 50:1 (solucién C), mezclar en
el vortex y dejar reposar 15 min. NOTA: la
soiucion C se prepara al momento de
usarse.

[) Agregar 500 pL de la solucién 1:1 de Folin:
H,O destilada (solucién D), agitar en el vor-
tex y dejar reposar en la oscuridad por 40 min.

m) Leer en el espectrofotometro a 750 nm
calibrando el equipo con un blanco preparado
usando el mismo tratamiento que el de las
muestras, pero utilizando 1 mL de NaOH 0.1
N en lugar de muestra (blanco de reactivos).

n) La determinacion de la concentracion de
proteinas totales en las muestras de
microalgas, se realiza a partir de la ecuacion
de la recta de la curva de calibracion (Tabla
1) que se elabora con BSA en un rango de
concentracion de 0 — 150 pyg/mL (Figura 1).

2.5 Ecuaciones para determinar el
porcentaje de proteinas en una
muestra de microalga

Considerando los datos de peso de la muestra
de microalga liofilizada, el volumen total del
extracto alcalino, el volumen del extracto alcalino
utilizado para la cuantificaciéon de proteinas y el
valor de Ia pendiente de la ecuacion de la recta
de la curva de calibracién, se hacen los calculos
para obtener el % de proteinas totales de la
microalga en estudio. A continuacién se da un
ejemplo de estos calculos usando datos obtenidos
en un experimento realizado en nuestro
laboratorio (Lopez-Hernandez, 2003).

a) Se partio de un cultivo del dinoflagelado
marino Prorocentrum lima cultivado en el
medio f/2 (Guillard y Ryther, 1962) y en
condiciones controladas de laboratorio. Las
muestras se fueron cosechando a lo largo de
la curva de crecimiento para evaluar el
contenido de proteinas en cada fase (Lépez-
Hernandez, 2003).

b) El dato que a continuacion se utilizara
corresponde a la fase lag que ocurrié alos 17
dias de cultivo. La biomasa se cosecho por
centrifugacion y se liofilizd. Del total de la
biomasa liofilizada se pes6 6.6 mg que se
utilizdé para la extraccion y cuantificacion de
proteinas (Lowry et al., 1951). Datos
importantes para el célculo:

a) Peso seco (biomasa liofilizada) (P,) = 6.6 mg
b) Volumen de extracto alcalino (V,) =5mL
c) Volumen muestra (V_)= 100 pL (0.1 mL)

d) A?SOnrn = 0.135
e) “m” = 228.13

La ecuacioén para la cuantificacion de proteinas es:

% Proteinas = [[(m<A,_ )/ V_]+V_]/P_ =100

Sustituyendo de manera desglosada en la ecuacién anterior tenemos:

Proteinas = 228.13 - 0.135 = 30.79755 pg/mL

Proteinas = (30.79755 pyg/mL /0.1 mL) « 5SmL = 1539.8775 ug
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Proteinas = 1539.8775 ug / 1000 mg = 1.5398775 mg

Proteinas = 1.53987 mg / 6.6 mg = 0.2333 mg/mg

% Proteinas = 0.2323 mg/mg 100 = 23.33%

Para los calculos de la concentracidon de
proteinas en muestras filtradas, se procede de la
misma forma, después de obtener previamente
el peso seco de la biomasa presente en 1 mL del
cultivo, filtrando volumenes conocidos del mismo
cultivo, del cual se obtuvieron las muestras para
los analisis bioquimicos. Una vez obtenido el peso
seco (mg/mL), se calcula el peso seco de la
biomasa presente en el volumen filtrado para
estos analisis.
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1. INTRODUCCION

El contenido de carbohidratos de las
microalgas puede variar ampliamente,
dependiendo de las condiciones de cultivo, entre
aproximadamente el 10 y el 50% de la biomasa
organica seca cuando el crecimiento no esta
limitado. Estos porcentajes tienden a aumentar
en condiciones de limitacidon por nutrientes o como
resultado de un cambio en la tasa de crecimiento,
con un incremento de lipidos y carbohidratos en
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relaciéon con las proteinas cuando el crecimiento
cambia de fase exponencial a estacionaria
(Granum et al., 2002).

Los carbohidratos se dividen en estructurales
y de reserva: los primeros se encuentran como
componentes principales de las paredes celulares
y los segundos se acumulan principailmente en
los cloroplastos, con tasas de acumulacién
mayores en condiciones de limitacién por
nutrientes o de saturacion de luz (Geider y La
Roche, 2002). De acuerdo a Whyte (1987), las
diatomeas tendrian un mayor contenido de
carbohidratos de las demas microalgas, mientras
que varios otros autores no encuentran tal
diferencia. En general, existe un consenso que
los polisacaridos son la fraccién cuantitativamente
mas importante y que los azlcares principales
son glucosa, galactosa, manosa y ribosa (Webb
y Chu, 1983; Brown et al., 1989).

2. DETERMINACION DE CARBOHIDRATOS
TOTALES

Los procedimientos mas utilizados para la
determinacion cuantitativa de carbohidratos son
los métodos colorimétricos del fenol-acido
sulfurico (Dubois et al.,, 1956) o de la antrona
(Yemm y Willis, 1954, Parsons et al., 1984). En
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ambos, el H,SO, hidroliza los enlaces glucosidicos
y el fenol o la antrona reaccionan con el
monosacarido resultante para producir un
producto coloreado. Los dos métodos miden
solamente los carbohidratos totales y destruyen
el biopolimero en el proceso de hidrélisis, pero
ninguno mide la concentracion del anion.

El fenol es un alcohol altamente reactivo que
reacciona con los azlcares reductores. Este
proceso requiere una gran cantidad de energia,
proporcionada por la reaccion entre el acido sulfurico
y el agua. El producto resultante es un compuesto
amarillo-marrén, con pico de absorcion a 485 nm,
longitud a la cual la relacion entre la concentracion
y la intensidad del color es lineal.

El método de NDubois et al. (1956) fue
originalmente descrito como una técnica no
especifica para carbohidratos, pero
posteriormente fue comparado con el método de
la antrona y con el de N-etilcarbazol (Handa, 1966)
y se encontré que era el mas adecuado para el
analisis de carbohidratos totales (Gerchakov y
Hatcher, 1972).

Este método permite determinar concen-
traciones de entre 5y 100 pg/mL, es sensitivo a
una amplia variedad de carbohidratos, incluyendo
azlcares, azUucares metilados y polisacaridos

acidicos y neutrales; es poco sensible a la
interferencia con proteinas y el color producido
es muy estable (Kochert, 1978). Su unico
inconveniente es la interferencia de las pentosas
de los acidos nucleicos, pero por su gran
simplicidad es el de uso mas extendido en las
investigaciones con especies microalgales.

La determinacion se hace usando un extracto
acido diluido convenientemente, que se obtiene
por ultrasonido o mediante calentamiento de las
células cosechadas por centrifugacion o por
filtracién, en un termo-bafio, o también de la
biomasa seca o liofilizada y resuspendida en agua
destilada.

2.1. Curva de calibracion de carbohidratos
totales utilizando glucosa

La curva de calibracién se obtiene usando un
gradiente de concentracion de glucosa anhidra
preparadas a partir de una solucion de 120 pg/mL
(Tabla 1). Todas las diluciones se preparan por
triplicado y una vez que se tienen las diferentes
concentraciones de glucosa, se continua la curva
de calibracion, utilizando los reactivos que se
describen a partir del inciso 2.2 del apartado
siguiente.

Tabla 1. Curva de calibraciéon de carbohidratos, como estandar se utilizé glucosa anhidra. NOTA:
observe que el volumen total de cada tubo (volumen de glucosa + volumen de agua destilada) es de 1
mL por lo cual, después de realizar la extraccion de carbohidratos en las muestras de microalgas, se
utilizara también 1 mL del extracto acido total obtenido de cada muestra. Las lecturas de absorbancia
que se reportan se obtuvieron en un experimento realizado “ex profeso” para este manual.

SOL. GLUCOSA CONCENTRACION
TUBO (120 pgimL) | DESJ ILADA | * he GLUCOSA ABS?;;BANC‘A
(uL) (L) (pg/mL) am
Blanco 0 1000 0 0
1 100 900 12 0471
2 200 800 24 0.284
3 300 700 36 0.321
4 400 600 48 0.378
5 500 500 60 0.567
6 600 400 72 0.632
7 700 300 84 0.715
8 800 200 96 0.848
9 900 100 108 0.990
10 1000 0 120 1.009
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Los datos anteriores se grafican y se ajustan
por minimos cuadrados a una ecuacion lineal,
obteniendo la “r?", el valor de la pendiente (m),
utilizando el intercepto (b) igual a cero. El valor
de r*debera ser superior a 0.98. Si se obtiene un
valor inferior, se repite la calibracidon con una
nueva serie de dilucionesy, si el resultado es simi-
lar, entonces se recomienda preparar soluciones
nuevas.

Dado que al momento de realizar la
cuantificacién de carbohidratos en las muestras
de microalgas solo conoceremos el valor de la
absorbancia, los datos de A, obtenidos en la
curva de calibracion, se utilizaran como variable
independiente y como variable dependiente la
concentracion de glucosa (Fig. 1). A partir de esta
ecuacion la concentracion de carbohidratos en las
muestras de microalgas se calcula como:

Carbohidratos = m+A,
Siguiendo este ejemplo, en este caso se
obtuvo la ecuacion:

Carbohidratos = 111.49 A,
rz =0.9847

2.2. Protocolo para la determinacién de
carbohidratos totales (Dubois et. al.,
1956)

Mediante este ensayo se cuantifican las
hexosas, disacaridos, oligosacaridos,
polisacaridos y derivados metilados que tienen
un grupo reductor libre o potencialmente libre. El
meétodo no mide glucosamina y galactosamina,
pero incluyen pentosas y metil-pentosas (Kochert,
1978). Antes de proceder a la determinacién de
los carbohidratos, es importante que todo el ma-
terial a utilizarse, debe estar lavado con acido
clorhidrico al 10%, enjuagado con suficiente agua
destilada y secado en estufa, para posteriormente
proceder con el siguiente protocolo:

a) Si se utilizan muestras concentradas o filtra-
das, es necesario conocer el peso seco de la
biomasa, determinado a partir de muestras
del mismo cultivo después de su lavado con
formato de amonio (revisar el Capitulo 3). Si

|, 120
E
S 80 -
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S
0 S—— ;
0 0.5 1
A485nm

Figura 1. Curva de calibracion de carbohidratos
utilizando la concentracion de glucosa como variable
dependiente.

se parte de muestras liofilizadas, se pesan 5
mg de biomasa. En ambos casos, elfiltroy la
biomasa liofilizada se colocan en un tubo de
ensayo con tapén de rosca.

b) Agregar 1 mL de H,SO, 1.0 M (Whyte, 1987)
y mantener a temperatura ambiente hasta que
todos los tubos contengan el &cido.

¢) Macerar el filtro con una varilla limpia, y/o en
el caso de usar biomasa liofilizada en polvo,
sonicar durante 5 min.

d) Agregar otros 4 mL de H,SO, 1.0 M (en total
se tendran 5 mLde H,SO, 1.0 M). Si se usa
un volumen diferente, es necesario
considerarlo en los calculos finales.

e) Colocarlos tubos tapados individualmente con
papel aluminio en un termo-bafio a 100°C
durante 1 h.

f) Retirar los tubos del bafio y dejar en reposo
hasta que alcancen la temperatura ambiente.

g) Centrifugar a 4000 rpm/10°C por 15 min.

h) Separar el extracto acido con una pipeta Pas-
teur limpia, teniendo cuidado de no
resuspender la pastilla celular adherida al
fondo del tubo, medir el volumen total y pasario
a un tubo limpio.

i) Tomar 1 mL del extracto acido (si es necesario
diluir, considerar el factor de dilucion).

i) Agregar 1 mL de fenol al 5% y mezclar.

k) Dejar reposar 40 minutos.

I) Agregar lentamente 5 mL de H,SO,
concentrado. NOTA: realizar esta operacion
en una campana de extraccion. El tubo
debe estar inclinado al agregar el acido
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concentrado y es necesario mezclar con
una varilla de vidrio para que no exista
pérdida por evaporacion (Lépez-Elias et al.,
1992).

m) Enfriar a temperatura ambiente.

n) Leer a 485 nm, calibrando el espectrofoto-
metro con un blanco que se prepara de la
misma manera, sustituyendo el extracto acido
de la muestra con 1 mL de H,SO, 1M.

La concentracion de carbohidratos totales en
la muestra de microalgas se calcula a partir de la
ecuacion de la recta obtenida de la curva de
calibracion (Tabla 1).

2.3. Ecuaciones para determinar el
porcentaje de carbohidratos (CHO)
en una muestra de microalga

Los calculos necesarios para obtener el
contenido total absoluto (ug/mL) o relativo (% de

a) Peso seco (biomasa liofilizada) (P,)

b) Volumen extracto acido (V,)
c) Volumen muestra (V)

d) “mI!

f) AaiBSnrn

peso seco) se realizan considerando los datos
de peso de la muestra de microalga liofilizada, el
volumen total del extracto &cido, el volumen del
extracto acido utilizado para la cuantificacion de
los carbohidratos y la ecuacion de la recta de
calibracion. A continuacion se da un ejemplo de
estos calculos usando datos reales obtenidos
por Lépez Hernandez (2003), a partir de un
cultivo del dinoflagelado Prorocentrum lima
cultivado en laboratorio en medio /2 (Guillard
y Ryther, 1962).

El dato que se usa a continuacion como
ejemplo corresponde a la fase de aceleramiento
que ocurrio a los 24 dias de cultivo. La biomasa
se coseché por centrifugacién a 3000 rpm / 10
min. y se liofilizo. Del total de la biomasa liofilizada
se pesaron 5 mg que se utilizaron para la
extraccion y cuantificacion de carbohidratos de
acuerdo al protocolo mencionado anteriormente.
Datos importantes para el calculo:

5mg

5mL

100 pL (0.1 mL)
111.49

0.195

La ecuacion para la cuantificacion de carbohidratos es la siguiente:

% Carbohidratos = [[(m A

)/ V_1°V.]/P_ 100

485nm

Sustituyendo de manera desglosada en la ecuacién anterior tenemos:

Carbohidratos = 111.49 - 0.195

Carbohidratos

Carbohidratos

Carbohidratos = 1.087027 mg /6.6 mg

% Carbohidratos = 0.164701 mg/mg +100

(21.74055 pg/mL /0.1 mL) - 5mL

1087.0275 pg / 1000 mg

21.74055 pg/mL

1087.0275 ug

1.087027 mg

0.164701 mg/mg

16.47%

NOTA: CHO pg/mL es la cantidad de carbohidratos en 1 mL de extracto. Para
conocer el contenido de carbohidratos en 1 mL de cultivo, utilizar el valor de
biomasa seca determinado con la metodologia descrita en el Capitulo 3.
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1. INTRODUCCION

Una de las mayores fuentes de energia en
las cadenas troficas acuaticas se encuentra

almacenada en forma de lipidos dentro de las
microalgas. De acuerdo con Christie (2003), los
lipidos incluyen principalmente a los acidos
grasos, que normalmente se encuentran unidos
por un enlace éster a la glicerina, o a otros
alcoholes como el colesterol, o por enlaces amida
a bases de cadena larga (o bases esfingoides) y
ocasionalmente a otras aminas.

De acuerdo con este autor, los derivados de
los acidos grasos y las sustancias relacionadas
biosintética o funcionalmente con ellos también
deben ser considerados dentro de los lipidos. Los
derivados naturales incluyen a los ésteres y las
amidas; mientras que los compuestos
relacionados con estos a traves de vias
biosintéticas incluyen a los prostanoides y a los
éteres alifaticos o alcoholes. Finalmente, las
sustancias relacionadas funcionalmente incluyen
al colesterol y a los acidos biliares.

De este modo, quedan excluidos de la
definicion aquellos compuestos con poca relacion
funcional o estructural con los anteriores como
los esteroides, las vitaminas liposolubles, los
pigmentos, carotenoides y los terpenos, pero que
al ser solubles en disolventes organicos como
cloroformo, benceno, éteres y alcoholes, solemos
incluirlos en la cuantificacién de los lipidos totales.
Mientras mas fina sea la separacion de los
diferentes compuestos, los datos obtenidos son
mas realistas.

Los lipidos se dividen en simples y complejos,
los simples son aquellos que producen no mas
de dos productos primarios por mol durante la
hidrélisis, mientras que los lipidos complejos
producen tres 0 mas productos primarios por mol
durante la hidrdlisis. Los lipidos simples o neutros
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presentes en microalgas y dinoflagelados son
fundamentalmente lipidos de reserva energética,
e incluyen a las ceras, diacilglicéridos,
monoacilglicéridos, triacilglicéridos o triglicéridos
y esteroles. Mientras que los lipidos complejos o
polares son lipidos que forman la estructura de
las membranas celulares, e incluyen a los
glicerofosfolipidos 0 fosfolipidos,
gliceroglicolipidos y esfingolipidos (Ver anexo 1).

2. EXTRACCION DE LIPIDOS TOTALES

2.1 Extracciéon de lipidos totales de
acuerdo a los objetivos de estudio

Dependiendo de la finalidad del estudio y del
tipo de lipido que se pretende estudiar, es
necesario seleccionar el sistema de solventes mas
adecuado, que permita obtenerlos de una matriz
biolégica (células, tejidos, fluidos corporales),
separandolos de los demas componentes
contenidos en esa misma matriz, principalmente
de proteinas y de carbohidratos.

Segun Kates y Work (1986) los lipidos se
encuentran inmersos en los tejidos formando tres
tipos de uniones:

1) Uniones no polares tipo Van der Waals o
hidrofébicas resultado de la interaccién lipido
— lipido, por ejemplo: lipidos neutros como
ésteres de esteroles, glicéridos, hidrocarbonos
y carotenoides.

2) Uniones electrostéaticas y puente de hidrégeno
resultado de la interaccién lipido-proteina y
lipido-carbohidrato, por ejemplo:
glicerofosfolipidos, glicolipidos y colesterol
unidos a proteinas en las membranas de
células, mitocondrias y reticulo endoplasmico.

3) Asociaciones covalentes resultado de la unidén
de acidos grasos y oxiacidos con polisacaridos
formando ésteres y amidas. Por ejemplo:
lipopolisacaridos de paredes bacterianas.

Dada la naturaleza hidrofébica o hidrofilica de
los lipidos se utilizan mezclas de disolventes
orgéanicos de naturaleza polar (metanol, etanol,
isopropanol, acetona) y de naturaleza no polar
(éter de petroleo, cloroformo, tolueno, xileno,
hexano).

El uso de un sistema de disolventes polar/no
polar asegura la extraccion de la mayoria de los
lipidos. En muchos casos se necesita fraccionar
los lipidos en polares y no polares pero aunque
se pretendiera obtener solamente lipidos neutros
el disolvente no polar no puede extraer los lipidos
neutros que se encuentran incluidos en moléculas
polares como las proteinas y los carbohidratos.
Existe una gran diversidad de métodos de
extraccion, debido a que los tejidos vivos difieren
en cuanto a su estructura, textura y contenido de
lipidos (Kates y Work, 1986).

En la literatura podemos encontrar una gran
cantidad de procedimientos de extraccion que
aumentan la eficiencia en la recuperacion de
lipidos de cualquier tipo de organismo, tejidos o
celulas. Sin embargo los mas utilizados se basan
en el sistema cloroformo/ metanol / agua CHCL/
CH,OH/ H,0O propuesto por Folch et al. (1956) y
mejorado por Bligh y Dyer (1959).

Ambas técnicas de basan en la formacién de
una mezcla monofasica de cloroformo, metanol y
agua (CHCI,:CH,OH:H,0) con la que se asegura
la extraccion de la mayoria de los lipidos incluyendo
aqguellos que se encuentran ligados a otras
moléculas. Se le agrega agua y cloroformo al
extracto resultante de tal manera que se forma una
solucién bifasica formada por metanol y agua en la
parte superior y cloroformo en la parte inferior.

En la técnica de Folch et al. (1956) se agregan
sales de CaCl, y/o MgCl, 0.003N; NaCl y/o KCI
0.05N al agua, para hacer la fase superior mas polar.
La fase inferior contiene aproximadamente el 96%
de los lipidos, mientras que la fase superior contiene
el resto de los lipidos y todas las moléculas no
lipidicas. Al remover la fase superior, se elimina la
mayor parte de las impurezas, los lipidos que
quedaron se recuperan con disolvente puro (CHCL,).
Para mejorar la extraccién se realizan lavados con
el disolvente puro, el niumero de lavados depende
de la naturaleza del estudio y de las necesidades
del investigador.

La extraccion de lipidos totales es un paso
muy importante ya sea para cuantificarlos
directamente o para fraccionarlos en los
diferentes tipos. La cromatografia es la
herramienta mas utilizada para separar y purificar
los diversos tipos de lipidos ya sea por columna,
o en capa fina (Tabla 1).
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Tabla 1. Tipo de cromatografia para separar clases lipidicas en microalgas (Nygberg, 1986).

Tipo de Cromatografia | Sistema de disolventes Tipo de lipidos
Cloroformo: metanol (98:2) Hidrocarburos, pigmentos,
Columna esteroles, glicéridos,
aldehidos, alcoholes grasos,
ceras, acidos grasos libres.
Cloroformo: metanol (9:1) Cerebrosidos
esterol-glicésidos,
sulfolipidos, cardiolipidos
Cloroformo: metanol (1:1) Fosfolipidos
Acetona: piridina: cloroformo: agua (40:60:5:4) Fraccionamiento de lipidos
Capa fina simples o neutros.
Dietileter: piridina: etanol: amonio Glicolipidos
(TLC) - FID (65:30:8:2)
Cloroformo: metanol: amonio: agua Monoglucosildiglicéridos
(60:35:5:2.5) diglucocildiglicéridos

2.2 Método de Bligh y Dyer (1959) adapta-
do para la extraccion de lipidos de
microalgas (ver anexo 2)

Agregar 1.5 mL de CHCI,:CH,OH (1:2) a la
biomasa residual y centrifugar nuevamente
a 5000 rpm por 20 min a 5 °C, recuperando €l
extracto (tubo 2).

a) Pesarentre 5y 50 mg de microalgas liofiliza- h) Agregar 2 mL de agua destilada al tubo 2, que

da en un tubo de vidrio de 15 mL (tubo 1). Si
es muestra fresca debe determinarse la
proporcion de humedad para referir los
resultados a peso seco.

b) Adicionar 3 mL de una mezcla de solventes

contiene el extracto y agitar con vortex. Eliminar
el exceso de agua de la capa superior y
centrifugar a 5000 rpm por 10 min a 5°C y
separar la fase inferior formada de cloroformo
y lipidos.

cloroformo: metanol (1:2) sin agua, método i) Agregar 1 mL de cloroformo y separar la fase

de Bligh y Dyer, (1959) modificado para
microalgas.

c) Agregar una cantidad de antioxidante BHT
menor al 1% de los lipidos totales, calcular a

inferior (CHCI,:lipido), introduciendo con
cuidado una pipeta Pasteur y burbujeando aire
hasta el fondo del tubo. Colocar la fase
CHCl,:lipido en un tubo de 10 mL (tubo3).

partir de una solucion de 1 mg/mL de BHT J) Lavar la fase acuosa con 1 mL de CHCI,,

disuelto en CHCI,y 10 pL de solucién del
estandar interno C., (1 mg/mL en CHCI,).

d) Sonicar por 15 min (3 ciclos) en un bafio de
agua con hielo.

e) Incubar los tubos al menos 24 h a 4°C y k)
protegidos de la luz, de esa manera se
favorece la extraccion completa de los lipidos. ]

f) Sonicar otros 15 min (3 ciclos) en frio antes

mezclar con el vortex y centrifugar
nuevamente a 5000 rpm durante 10 min,
recuperar la fase inferior (CHCI,:lipido) y
colocarlo en el tubo 3.

En la campana de extraccién, secar la fase
CHCl.:lipido (tubo 3) con nitrégeno gaseoso.
Proceder a la cuantificacién de lipidos totales.

de centrifugar. 2.3 Fraccionamiento de lipidos

g) Centrifugar a 5000 rpm por 20 min. a 5 °C.
Recuperar el extracto con una pipeta Pasteur y

Los lipidos simples o neutros se extraen con

pasarlo a un tubo de vidrio de 15 mL (tubo 2). disolventes relativamente no polares, etil éter,
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cloroformo o benceno. Los lipidos complejos o
polares asociados a las membranas requieren
solventes polares como etanol o metanol a fin de
romper los puentes de hidrégeno vy las fuerzas
electrostéticas que los unen a las proteinas. El
alcohol permite romper los puentes de hidrégeno
pero también extrae contaminantes como
azucares, aminoacidos y sales, por lo que es
necesario lavar el extracto crudo con agua o filtrar
con celulosa. Los lipidos altamente polares como
los poliglicolipidos sulfatados, gangliésidos y
alquilclorosulfatos se quedan en la fase metanol
agua.

2.4 Procedimiento para obtener lipidos
polares y no polares (Casey, 1969;
Niberg, 1985; Palacios, et al. 2001;
Christie, 2003)

a) Quemar silica gel a 480°C por 4 h, pesarla y
agregar 6% de agua.

b) Preparar microcolumnas con pipetas Pasteur
nuevas con tapén de fibra de vidrio y rellenas
con 3.5 cm de la silica gel previamente
preparada.

c) Acomodar con vonex hasta que se asiente bien.

d) Agregar 0.5 mL del extracto lipidico obtenido
por extraccion de lipidos totales y agregar 10
mL de la mezcla CHCI,:CH,OH (98:2) con
goteo constante utilizando una bureta.

e) Recuperar los lipidos neutros en un tubo limpio.

f) Agregaralamisma columna 15 mL de metanol
para recuperar lipidos polares.

3. CUANTIFICACION DE LIiPIDOS

La relacion muestra: disolvente tiene una gran
influencia en los aspectos cuantitativos de la
extraccion. Una baja proporcion del disolvente con
respecto a la muestra reduce significativamente
la cantidad de lipidos que se extraen, sin embargo,
una gran cantidad de disolvente aumenta la
cantidad de lipidos, pero también de impurezas.
Esta situacién se debe al agua del sistema origi-
nal de disolventes (CHCI: CH,OH: H,0).
Eliminando el agua del sistema de disolventes y
procurando una relacién muestra: disolvente
mayor que 1:20, se asegura la extraccion

completa de los lipidos y se evita la incorporacién
de impurezas que trae consigo el agua en las
técnicas de Folch asi como la de Bligh y Dyer.
Para lograr esta relacion entre la muestra y el
disolvente, sin desperdiciar demasiado disolvente
se requiere utilizar cantidades del orden de los
miligramos (Nelson, 1991; Nyberg, 1986). La
cuantificacion de los lipidos se puede realizar
como lipidos totales o como las fracciones de
neutros y polares dependiendo de los objetivos
del estudio.

3.1 Método gravimétrico

En el método gravimétrico el extracto lipidico
en CHCI, se recupera en tubos previamente
pesados y a peso constante; posteriormente se
seca con N,gaseoso, se colocan en un desecador
a peso constante y por diferencia de pesos (tubo
con muestra — tubo vacio) se cuantifica el
porcentaje de lipidos:

% Lipidos = 100 X [ (PTL -PTV)/ (P) ]

PTL = Peso del tubo con lipidos (en mg)
PTV = Peso del tubo vacio (en mg)
P = Peso de la muestra (en mg)

La validez de las medidas de porcentaje
depende del grado de precision de la balanza. Es
fundamental que esté calibrada y de preferencia
conocer el intervalo de incertidumbre del peso.
En general se acepta que sea 50 veces el ultimo
digito, por ejemplo para una balanza de 4 digitos
el peso minimo de lipidos debe ser 5 mg.

3.2 Métodos destructivos

Es importante mencionar que dependiendo
del tipo de muestra biolégica sera el método que
se seleccione, que se debera estandarizar y
adecuar. La ventaja de los métodos destructivos
es que son generales e inespecificos, de alta
sensibilidad y rapidos. Se basan en la relacién
directamente proporcional que hay entre la
densidad Optica de los lipidos calcinados y su
concentracion inicial.

Los métodos destructivos consisten en
quemar y/o calcinar la materia organica (lipidos
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totales) con algun agente muy reactivo como el
H,SO, concentrado (Marsh y Weinstein, 1966).
Otros métodos también utilizados son los que
combinan el acido sulftrico (H,S0,) con K,CrO, -
dicromato de potasio- (Pande et al., 1963), o el
método de sulfofosfovainillina (Barnes y
Blackstock, 1973).

3.2.1 Métodg de microdeterminacién de
lipidos (Pande ef al.,1963)

El método de Pande et al., (1963) consiste en
la oxidacion de los lipidos utilizando dicromato de
potasio en acido sulfurico. El método sirve para
analizar diferentes cantidades de muestra:

1) Método ultramicro de 2 a 12 pg de lipidos,

2) Método micro de 20 a 140 ug de lipidos y

3) Método semimicro de 170 ug a 1.33 mg de
lipidos. Las cantidades y reactivos de los métodos
se describen en la Tabla 2.

Una alicuota de los lipidos extraidos es
colocada en un tubo, evaporada con nitrégeno
donde los lipidos son oxidados con dicromato de
potasio. En los métodos ultramicro y micro la
reaccion genera un color que es inversamente
proporcional a la concentracion de lipidos debido
a la reduccion del dicromato de potasio provocada
por los lipidos a bajas concentraciones de
dicromato de potasio. En el método semimicro el
color generado por la oxidacién de los lipidos en
altas concentraciones de dicromato de potasio es
directamente proporcional a la cantidad de lipidos.
Dependiendo de la cantidad de lipidos presente
en la muestra se siguen distintos procedimientos.

Método ultra-micro

Alamuestra (2-12 ug de lipidos) se le agrega
1 mL de dicromato de potasio al 0.034%, en acido
sulfarico al 97% utilizando un blanco. Calentar a
100°C en un termo-bafio por 15 min y enfriar con
agua corriente. Agregar 9 mL de agua destilada
alos tubos y mezclar. De esta solucién tomar 0.5
mL en un tubo y adicionar 4.5 mL de la solucién
de Cdl,— almidon, agitando hasta que se
desarrolle color por 20 min a temperatura
ambiente. Hacer una dilucién 1:1 con agua
destilada. El blanco se prepara tomando 0.5 mL
de &cido sulfarico 3.6 N mas 4.5 mL de la solucion
de Cdl,— almidén. Leer inmediatamente a 575
nm.

Método micro

A la muestra (20 — 140 ug) se le agrega 2 mL
de dicromato de potasio al 0.15% en &cido
sulfurico al 96%. Calentar a 100°C en un termo-
bafio por 15 min y enfriar con agua corriente.
Agregar 4.5 mL de agua destilada, enfriar y
mezclar. En este método se preparan 2 blancos,
uno se prepara con los reactivos que se utilizaron
en las muestras y otro ademas se le adiciona 0.1
mL de Na,SO,. 7H,O al 20% para reducir el
dicromato. Leer a 440 nm.

Método semimicro

A la muestra (70 ug — 1.33 mg) se le agrega
3 mL de dicromato de potasio al 2% en acido

Tabla 2. Reactivos utilizados en los métodos propuestos por Pande et al. (1963).

Reactivo Método ultramicro Método micro Método semimicro
Dicromato de potasio 0.034 % 0.15 % 2%
Acido sulfurico 97 % 96 % 98 %
Solucion de yoduro de |Hervir 1.4 g de CdCl; en [No se usa No se usa
cadmio y almidon 60-70 mL de agua por 15

a 20 min, por otro lado

hervir 0.33 g de almidon

en 75 mL agua durante 5

min, mezclar ambas

soluciones y aforar a 500

mL de agua destilada
Sulfito de sodio 20 %
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sulfurico al 98%. Calentar a 100°C en un
termobafio por 15 min y enfriar con agua corriente.
Agregar 4.5 mL de agua, enfriar y mezclar. El
blanco se prepara con 3 mL de dicromato de
potasio al 2% en acido sulfurico al 98%. Leer a
590 nm.

3.2.2 Método de calcinacion de Marsh y
Weinstein (1966) (ver anexo 3)

El método mas sencillo es el propuesto por
Marsh y Weinstein (1966), dicha técnica tiene la
ventaja de tener una alta reproducibilidad y la
utilizaciéon de un reactivo simple y estable como
H,SO, concentrado.

a) Resuspender los lipidos totales en 1 mL de
cloroformo y pasar una alicuota de 100 L a
otro tubo.

b) Evaporar hasta sequedad con nitrégeno
gaseoso.

c) Agregar2mL de H,SO, concentrado, sellar el
tubo con papel aluminio con el fin de evitar
contaminacion y cerrar con la tapa.

d) Calentar a 200 £ 2°C en estufa por 15 min.

e) Dejar reposar 5 min a temperatura ambiente.

f) Colocar los tubos en un bafio de agua con
hielo durante 5 min

g) Agregar 3 mL de agua destilada

h) Mezclar en el vortex y verificar que la mezcla
quede homogénea y sin residuos de materia
organica. 3

i) Leer la absorbancia en el espectrofotémetro
a 375 nm calibrando el equipo con un blanco
de &cido sulflrico que se trata de igual manera
qgue las muestras.

Para calcular el porcentaje de lipidos se utiliza
la siguiente formula:

% Lipidos = 100 X [(A/FC) Ve / (P)]

A = Absorbancia

FC = Factor de correccion o pendiente de la
curva de calibracién.

Ve = Volumen del extracto (en mL)

P = Peso de la muestra (en mg)

Curva de calibracion

Para calcular la curva de calibracion de lipidos
utilizando la técnica de Marsh y Weinstein (1966)
(Fig. 1), se preparan soluciones de una mezcla
de lipidos de concentracion conocida de 30, 60,
90, 120, 150 y 180 pg/mL. Debido a que la
pendiente depende del peso molecular de los
lipidos se recomienda que queden representados
los triglicéridos (triestearina, tripalmitina o
trineptadecaoina), los esteroles (colesterol) y los
fosfolipidos (fosfatidilserina).

En caso de no tener la mezcla de lipidos se
recomienda realizar las tres curvas de calibracion
y obtener el promedio de su pendiente o bien
realizar una extraccion de los lipidos de la muestra
en suficiente cantidad para hacer la curva de
calibracion particular. La absorbancia se lee a 375
nm con celdas de cuarzo completamente limpias
y secas.

Sila intencién del estudio es determinar acidos
grasos ademas de lipidos totales o conocer los
acidos grasos de las fracciones neutra y polar, se
recomienda utilizar el mismo extracto. Una vez
que se secan los lipidos, se resuspenden en 1 mL
y se toma una alicuota de 100 pL para cuantificar
el resto se utiliza para derivatizar y determinar
acidos grasos como se describe en el Capitulo 9.

+ Dipalmitina
m Triestearina
a Colesterol

absorbancia

0 50 100 150 200
ug de lipido

Figura 1. Curva de calibracion (Marsh y Weinstein,
1966).
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ANEXO 1

Tipos de Lipidos
Lipidos simples
Ceras

Constituidas por un alcohol de cadena larga
(de 16 a 22 atomos) que solo tiene un grupo OH
con el que se une, mediante un enlace éster, un
acido graso saturado o insaturado (normalmente
desde 14 hasta 36 atomos de carbono) (Fig. 1).
Usualmente los alcoholes son solo saturados o
monoendicos (un doble enlace), aunque en las
ceras marinas se han observado alcoholes
altamente insaturados. Las ceras se encuentran
en tejidos vegetales y animales asi como en
microorganismos. En Euglena se ha observado
la presencia de ceras como forma de
almacenamiento de energia.

o

Mono-, Di- y Triacilglicéridos

También llamados monoglicéridos,
diglicéridos y triglicéridos contienen
respectivamente uno, dos y tres moles de acido
graso unidas por un enlace éster a un mol de
glicerol. Los mono y diacilglicéridos rara vez estan
presentes en cantidades mayores a las trazas en
tejidos frescos de plantas y animales. Algunos
diacilglicéridos son importantes como
intermediarios en la biosintesis de triacilglicéridos
y otros lipidos. Los triacilglicéridos también
llamados grasas o grasas neutras, son moléculas
hidrofébicas no polares debido a que no contienen
grupos funcionales altamente polares o
eléctricamente cargados y representan la mayor
parte de los lipidos de reserva en casi todos los
organismos (Fig. 2).

|
P N e /\/\/\/\
(o] /\\/\_/,m\_/\

hexadecil palmitato {cetil paimitato: espermaceti)

rmiricil palmitato (hentiacontil palmitato: cera de abeja)

Figura 1. Ceras.

monoglicérido

0

diglicérido

O  tiglicérido (gliceril oleato)

Figura 2. Mono, di y triglicéridos.
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Esteroles

Los organismos fotosintéticos suelen tener
diferentes esteroles como el estigmasterol, sitos-
terol, ergosterol, brasicasterol, etc. (Fig. 3).
Dependiendo de la especie, las cantidades y
proporciones relativas de diferentes esteroles
pueden variar, aspecto que permite emplearlos
como biomarcadores. Por ejemplo, el dinosterol
y el dehidrodinosterol se han reportado en
dinoflagelados, mientras que el fucosterol y el
fucoestanol se han observado en macroalgas, el
brassicasterol y el desmosterol en diatomeas.
El colesterol es usualmente un componente
menor en células vegetales, sin embargo, se sabe
que en las algas rojas es el principal esterol. Los
ésteres de esteroles (esteroles unidos a un acido
graso) también estadn presentes en células
vegetales, pero en general son componentes
relativamente menores.

oA

/\I |

H<
fucosterol o
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Lipidos complejos
Glicerofosfolipidos

También llamados fosfolipidos, contienen un
grupo fosfato polar y un esqueleto de glicerina al
cual se encuentran unidos los acidos grasos. A
esta estructura se le conoce como acido
fosfatidico y solo se encuentra en cantidades traza
en los tejidos. Sin embargo, es importante
metabdlicamente como precursor de la mayoria
de los glicerofosfolipidos. Por ejemplo, la unién
del glicerina con el acido fosfatidico da como
resultado el fosfatidilglicerol (Fig. 4), que se
encuentra en los cloroplastos.

Los principales fosfolipidos eluidos en la
fraccion polar son la fosfatidilcolina,
fosfatidiletanolamina, fosfatidilinositol,
fosfatidilserina, cardiolipinas y lisofosfolipidos.
Mientras que las moléculas del difosfatidilglicerol

\/\/\(

brassicasterol on desmosterol

Figura 3. Esteroles
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Figura 4. Glicerofosfolipidos.
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estan compuestas de cuatro acidos grasos. Las
moléculas de fosfatidilcolina, fosfatidilserina,
fosfatidilinositol y fosfatidiletanolamina estan
compuestas de dos acidos grasos, y las moléculas
de lisofosfatidilcolina y lisofosfatidiletanolamina
liberan un solo acido graso durante la
derivatizacion (Fig. 4). En todos estos compues-
tos, los acidos grasos forman la porcién no polar
y el resto de la estructura la porcion polar.

Las microalgas suelen contener grandes
cantidades de gliceroglicolipidos, en los cuales
los 1,2-diacil-sn-gliceroles (glicerina unido a dos
acidos grasos en las posiciones 1 y 2), estan
unidos por enlace glicosidico en la posicion sn-3
a un carbohidrato (Fig. 5). Aunque los principales
componentes de este tipo de lipidos son los mono-
y digalactosildiacilgliceroles, también se han
encontrado lipidos conteniendo hasta cuatro
unidades de galactosa, o en los cuales una o mas
de éstas es reemplazada por glucosa.

Los monogalactosildiacilgliceroles y los
digalactosildiacilgliceroles son los principales
glicolipidos de las membranas tilacoidales y de
organelos relacionados, y de hecho son los lipidos

Ri~g®

0“% CH,OH
0 0 OH
OH
monogalactosildiacilglicerol

R1 x

mas abundantes en todas las estructuras
fotosintéticas, incluyendo tejidos de plantas
superiores, microalgas y cianobacterias.

En los cloroplastos se encuentra un glicolipido
unico llamado sulfoquinovosildiacilglicerol, que
contiene un residuo de acido sulfénico unido al
carbohidrato mediante un enlace carbono-sulfuro.

Esfingolipidos

Se encuentran constituidos por bases de
cadena larga entre las que destacan la esfingosina
y la fitoesfingosina, que es la base de cadena
larga mas comun en organismos fotosintéticos.
Cuando el grupo amino de una de estas bases
se une a un acido graso mediante un enlace
amida, se forman las ceramidas. La
esfingomielina se forma cuando una ceramida
compuesta por un acido graso unido al grupo
amino de la esfingosina se une a la fosforilcolina.
La esfingomielina no esta presente en plantas o
en microorganismos. Los esfingolipidos también
incluyen a las glicosilceramidas neutras y a los
gangliosidos.

R1° CH,OH

o N\
Oy}ﬁo ST i

R2 o OH

OH

digalactosildiacilglicerol

OH

sulfoquinovosildiacilglicerol

Figura 5. Gliceroglicolipidos.
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ANEXO 2
PROCEDIMIENTO PARA LA EXTRACCION DE LIPIDOS EN MICROALGAS MODIFICADO

DEL METODO DE BLIGH Y DYER (1959)
W
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ANEXO 3
PROCEDIMIENTO PARA LACUANTIFICACIéN DE LIPIDOS POR EL METODO DE MARSH

Y WEINSTEIN (1966)
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3.2

Palabras clave: pigmentos fotosintéticos,
clorofilas, carotenoides, ficobiliproteinas

1. INTRODUCCION

Las microalgas contienen tres grupos
principales de pigmentos: clorofilas, carotenoides
y ficobilinas. Estas Gltimas se encuentran
solamente en las cianobacterias, en las rodoficeas
(algas rojas) y en las criptomonadinas, mientras
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que las clorofilas y los carotenoides se encuentran
en todos los vegetales y constituyen normaimente
entre el 0.5y el 5% del peso seco de la biomasa
organica de las microalgas (Ben-Amotz et al.,
1985).

Todos estos pigmentos participan en la
conversion de la energia luminosa en energia
quimica, pero solamente la clorofila a se localiza
en el centro de reaccion del aparato fotosintético
y es la responsable de la captacion de los
electrones derivados de la disociacion de las
moléculas de agua para iniciar la reaccion
luminosa de la fotosintesis. Los demas pigmentos
se denominan pigmentos antena o accesorios y
tienen la funcion de captar y transferir al centro
de reaccion la energia luminosa de longitud de onda
diferente de la que es captada por la clorofila a.

2. CLOROFILAS Y CAROTENOIDES

Las clorofilas se localizan en las membranas
tilacoides del cloroplasto y son compuestos
liposolubles, por lo cual es necesario usar
disolventes organicos, como acetona, para lograr
su extraccion. Son porfirinas como los citocromos,
pero a diferencia de éstos contienen un atomo
de Mg** en el centro del anillo porfirinico y se
asocian con lipidos y proteinas hidrofébicas de
las membranas fotosintéticas mediante una
cadena hidrofobica de alcohol de cadena larga.
Cada pigmento se caracteriza por su espectro de
absorciéon, que indica la capacidad de ese



60 DETERMINACION DE PIGMENTOS POR ESPECTROFOTOMETRIA

pigmento de absorber luz de diferentes longitudes
de onda. Las células que contienen clorofila a se
caracterizan por su color verde, porque su espectro
de absorcién tiene maximos en la luz roja (absorcién
maéxima a una longitud de onda de 680 nm) y azul
(maximo a 430 nm), mientras que el minimo esta
en el verde que por 0 tanto es reflejado por la
superficie celular (Madigan, 2004).

El espectrofotometro mide la cantidad de Iuz
que los pigmentos absorben en las diferentes lon-
gitudes de onda de la luz visible. Cada pigmento
tiene una longitud de onda a la cual tiene un pico
de absorcion, por lo tanto identificando este pico
se puede identificar a cada pigmento. Del ancho
del pico y de la absorbancia es posible calcular la
(concentracion) de cada tipo de pigmento extraido
de las células. Este tipo de mediciones es
importante para estimar la cantidad de biomasa y
para determinar la condicién fisioldégica de las
celulas y de la poblacién, asi como su adaptacion
a diferentes niveles de luz (Sterman, 1988).

Los carotenoides son moléculas
poliisoprencides que poseen dobles enlaces
conjugados y un anillo de ciclohexano en cada
extremo de la molécula y funcionan como
fotoprotectores y como pigmentos captadores de
luz (Cohen, 1986). El licopeno es el precursor
de todos estos compuestos y si bien cada especie
de alga puede contener entre 5 y 10 carotenoides
distintos, el B-caroteno es el carotenoide tipico
que se encuentra en todas las algas y plantas
superiores, aungue es mas abundante en las al-
gas verdes. Generalmente equivale a <1% del
peso seco celular, aunque en condiciones de
estrés salino y elevada luminosidad se puede
acumular, como sucede en las microalgas
halotolerantes como Dunaliella salina (Borowitzka,
1988) y D. bardawil, en las cuales llega a
representar hasta el 10% del peso celular (Ben-
Amotz y Avron, 1989).

La variedad de carotenoides es mayor en las
algas que en las plantas superiores y en efecto el
nombre comun de algunos grupos de algas refleja
su contenido en carotenoides. Aunque la mayoria
de los carotenoides son amarillos 0 anaranjados,
su color puede estar enmascarado por la clorofila
(Abalde et al., 1995). Existen muchos tipos de
xantofilas en las microalgas; la similitud entre las

Chlorophyceae vy las plantas superiores se debe
al elevado contenido de luteina, que es
abundante también en las Rhodophyceae y
Cryptophyceae. Otras xantofilas importantes son
la peridina, que es la xantofila primaria de los
dinoflagelados, y la fucoxantina de las
Phaeophyceae y Bacillariophyceae.

Con frecuencia es dificil determinar la banda
de absorcion de los carotenoides debido a que,
ademas de que normalmente existe mas de un
carotenoide en las microalgas, sus bandas de
absorcion se superponen con las clorofilas. En
general las bandas de los carotenoides in vivo
estan entre 400 y 540 nm (Abalde et al., 1995).

2.1 Protocolo para la extraccion de
pigmentos liposolubles (Jeffrey y
Humphrey, 1975; Humphrey, 1979;
Strickland y Parsons, 1972)

a) Para el caso de cultivos poco concentrados, se
colocan 40 mL en tubos coénicos de plastico.
Para cultivos concetrados son suficientes 15 mL.

b) Se centrifugan a 3000 rpm por 2 a 10 min
(dependiendo de la microalga, por ejemplo, si
se trata de diatomeas y rodoficeas de 6 a 10
min; y si son dinoflagelados, 2 min) a 15 °C.

c) Se desecha el sobrenadante con una pipeta
Pasteur y/o en el caso de que la pastilla celular
esté muy compacta, se decanta.

d) La pastilla celular se coloca en un tubo de
vidrio limpio con tapdn de rosca, el cual se
cubre con papel aluminio para evitar la
fotooxidacion.

e) Se anaden 3 mL de acetona al 90 y/o 100%
(segln la microalga) y se agita en el vortex
permitiendo asi la resuspension de la pastilla
celular y la extraccion de los pigmentos.

f) Se sonica en bafo de hielo por dos ciclos du-
rante 5 min y las muestras se dejan reposar a
4°C durante la noche (16 h).

g) Después de las 16 h se sonica nuevamente
en las condiciones del apartado anterior.

h) Se centrifuga a 3000 rpm por 10 min a 15 °C,
se separa el extracto de pigmentos con una
pipeta Pasteur limpia y se coloca en otro tubo
también limpio y protegido de Ia luz.
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i) Los pigmentos se colocan en una celda de
cuarzo y se leen en un espectrofotometro (pre-
viamente calibrado con acetona al 90 0 100%,
segun sea la microalga), a las longitudes de
onda de 630, 647, 664 nm para las clorofilas,
y a 480 nm para los carotenoides totales.

2.2 Ecuaciones para cuantificar clorofilas
en diferentes microalgas

Para calcular la concentracion de las clorofilas
se utilizan las ecuaciones indicadas por Jeffrey y
Humphrey (1975) y Humphrey (1979), y para los
carotenos totales se usan las de Strickland y Par-
sons (1972).
NOTA: los resultados se expresan en uyg/mL de
extracto, que se multiplican por el volumen del
extracto y se dividen por el nimero de mL de
muestra para obtener la concentracion de
clorofilas en pg/mL de cultivo.

Algas verdes (Tetraselmis suecica,
Dunaliella salina, otras) que contienen clorofila
ay b (acetona al 90% como disolvente)

11.93A,,, - 1.93A,,,
20.36 A, -5.50 A,

Clorofila a
Clorofila b

Diatomeas y algas pardas (Phaeodactylum
tricornutum, Isochrysis galbana) que contienen
clorofilas a y c¢,*+c, (acetona al 90% como
disolvente)

Clorofilaa =11.47A,,-04A,,,
Clorofilas ¢ +c, = 24.36 A, -3.73 A,

Dinoflagelados y cryptomonadales que
contienen clorofila a y ¢, (acetona al 100% como
disolvente)

Clorofilaa =11.43A,,-0.64A
Clorofilac,=27.09A_,, -3.63 A,

Dinoflagelados y cryptomonadales que
contienen clorofila a y ¢, (acetona al 90% como
disolvente)

Clorofilaa =11.43A,,-0.40A
Clorofilac,=24.88A,, -3.80 A,

Mezcla de microalgas que contienen todos
los pigmentos (acetona al 90% como disolvente)

Clorofilaa =11.85A,,-1.54A . -0.08A
Clorofila b =-5.43A,, +21.03A,,, -2.66
Clorofilas ¢ (c,+c,) = -1.67 A, -76A,, +24.52A

30

Mezcla de microalgas que contienen todos
los pigmentos (acetona al 100% como disolvente)
(Becker, 1994)

Clorofilaa =12.7A , -2.69A,,
Clorofila b = 229A_,-4.64A_,
Clorofilasa+b = 8.02A , +20.2A

Mezcla de microalgas que contienen todos
los pigmentos (metanol al 90% como disolvente)
(Becker, 1994)

Clorofilaa =16.5A ,-8.3A_,
Clorofilaa =16.5A . -8.3A_,
Clorofila b = 33.8A_,, -12.5A

650

Clorofilasa+b= 4.0A_, +255A

Mezcla de microalgas que contienen todos
los pigmentos (dietil eter al 100% como
disolvente) (Becker, 1994)

Clorofilaa =9.92 A,—-077A,,.

Clorofila b = 17.6 A,,,,—2.18 A,
Clorofilasa+b= 7.12A, +16.8A .

2.3 Ecuaciones para cuantificar carote-
noides totales (ug/mL)

Para los carotenoides se utiliza acetona al
90% como disolvente y se calculan de acuerdo a
las siguientes ecuaciones:

Cloroficeas y cianobacterias: Carotenoides = 7.6(A,, -149A, )
Crisoficeas y Pirroficeas: ~ Carotenoides =10A,,

2.4 Ecuaciones para cuantificar clorofilas
(ng/cel o pmol/cel)

Para obtener los valores en pg chl/cel o en
pmol chl/cel se usan las siguientes ecuaciones
(Sterman, 1988).

pg chl/ cel = ug chl en 1 mL de cultivo /N
pmol chl/ cel = [( pg chl en el extracto / PM )] / N
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En donde:
N es la concentracion celular del cultivo y
PM es el peso molecular de las clorofilas: Chl
a=894; Chlb=908; Chlc=610

La Figura 1 muestra el contenido de pigmentos
del dinoflagelado Prorocentrum lima cultivado en
los medios f/2 (Guillard y Ryther, 1962), K (Keller et
al., 1987) y ES (Harrison et al., 1980).

3. FICOBILIPROTEINAS Y FICOBILISOMAS

Las clorofilas y los carotenoides estan unidos
a las proteinas que son parte integral del
fotosistema | y el fotosistema 11, mientras que en
las cianobacterias y en las algas rojas existe un
compoleio macromolecular pigmento-proteina

especializado llamado ficobilisoma (Glazer, 1984),
en el cual estan localizadas las ficobiliproteinas.
Estos pigmentos antena son solubles en agua y
con base en sus caracteristicas espectrales se
dividen en tres clases principales: ficoeritrina (PE;
roja), ficocianina (PC; azul) y aloficocianina (APC;
verde-azulada).

Los ficobilisomas son capaces de absorber la
energia luminosa desde los 550 nm a 650 nm y
de transferir la energia absorbida al centro de
reaccion (RC por sus iniciales en inglés), que es
la parte del complejo encargado de convertir la
energia radiante en energia quimica. En las
cianobacterias y algas rojas, el pigmento presente
en el RC siempre es una molécula de clorofila a
(chl a). Los ficobilisomas son muy eficientes
debido a su estructura muy ordenada. Las
biliproteinas que absorben la radiacién con el

= A
e 8
.2 T T
R mChia ||
-]
g 0 . mchic ||
a.

! fi2 ES K O Carotenos

Medios de cultive

B
_ 50
% 25 O Carotenos
= 0l ®Chic
‘ fla ES K BChla
' Medios de cultivo

Figura 1. Contenido de pigmentos del dinoflagelado Prorocentrum lima (Fig. 2) cosechado después de 25 dias de
cultivo en los medios f/2, ES y K. A) datos expresados como porcentaje del total de pigmentos; B) datos expresados

como pg/cel (Heredia-Tapia, 2005).

Figura 2. Prorocentrum lima cultivada en medio /2 y cosechada a los 25 dias. Foto tomada por Alejandra Heredia-

Tapia y Erick Nufez (objetivo 40X) (Heredia-Tapia, 2005).
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mayor contenido energético (menor longitud de
onda) estan espacialmente mas alejadas del RC,
mientras que las que absorben la de contenido
energético menor, estan mas proximas.

Las biliproteinas estan organizadas en
arreglos tales que los espectros de emision de
un tipo se traslapa con los espectros de absorcion
de las otras biliproteinas, facilitando la
transferencia de energia hacia el RC.

En las cianobacterias y algas rojas, las
ficobiliproteinas se ensamblan en los ficobilisomas
y en éstos la ruta de transferencia de energia es:

PE > PC > APC > chl

Las ficobiliproteinas son una familia de
proteinas unidas lineal y covalentemente a un
grupo prostético tetrapirrol. Estos grupos se
conocen como “bilinas” debido a que su
estructura es similar a los pigmentos biliares de
los seres humanos, como la biliverdina y la
bilirrubina (Lemberg y Legge, 1949). Los
cromoforos o grupos prostéticos de las
ficobiliproteinas se unen covalentemente por uno
o dos enlaces tioéter a residuos de cisteina de
las apoproteinas (Boussiba y Richmond, 1980).

Existen cuatro tipos de ficobilinas:
ficocianobilina, ficoeritrobilina, ficourobilina y
criptoviolina (Guerrero et al., 1998). Debido a la
presencia de estas bilinas como croméforos, estos
sistemas antena son capaces de captar la energia
de la luz en regiones del espectro donde la chl a
no absorbe o lo hace muy debilmente.

Las ficobilinas son pigmentos solubles en
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agua que se encuentran en abundancia en las
cianobacterias y en las algas rojas
(Rhodophyceae), en donde desempefian un
papel importante en el proceso de captacion
de luz. Las cianobacterias contienen
principalmente ficocianina y las algas rojas
ficoeritrina. Ambos grupos contienen pequenas
cantidades de aloficocianina. Como ejemplo de
especies de estos dos grupos de organismos,
se incluiran los resultados de Spirulina
(Arthrospira) maxima (Fig. 3) (Serrano-Véliz,
2004) y de Porphyridium cruentum (Fig. 4)
(Arredondo-Vega, 19995).

Como se menciond, las ficobilinas capturan
mucha de la energia que no puede ser captada por
las clorofilas y los carotenoides, por lo que se puede
decir que las cianobacterias y algas rojas utilizan
mas eficientemente la radiacién solar, ya que la
ficocianina absorbe in vitro a la longitud de onda
de 620 nm, la ficoeritrina a 545 nm y Ia
aloficocianina a 650 nm. La principal caracteristica
que identifica a una molécula de pigmento es su
espectro de absorcion; sin embargo, éstos pueden
cambiar con la extraccién y se obtienen diferentes
espectros de la misma molécula en diferentes
disolventes y a diferentes temperaturas, por lo que
los espectros de absorcion sélo pueden compararse
cuando se obtienen en condiciones similares.

3.1 Métodos de extraccion de ficocianina
y ficoeritrina

Son varios los métodos que se han reportado
para la extraccion de ficocianina y ficoeritrina,

Figura 3. Espiral de una hebra de Spirulina (Arthrospira) maxima. A) objetivo 20X, B) objetivo 80X. (Serrano-Veéliz,

2004).
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Figura 4. Células de Porphyridium cruentum cultivada
en medio marino (objetivo 20X) (Arredondo-Vega,
1995).

siendo los mas utilizados: el calentamiento a 40°C
de la suspensién celular en solucién
amortiguadora de fosfatos (Mahadev, 2005); en
solucién amortiguadora de fosfatos en frio
(Boussiba y Richmond, 1979); en solucién
amortiguadora de fosfatos adicionada de 0.15 M
de NaCl (Bennett y Bogorad, 1973); en solucién
de acetatos en frio (Tetzuya, 1988);
congelamiento y descongelamiento repetidos
(Siegelman et al., 1978), por sonicacion (Jahn et
al., 1984; Roth et al., 1989), con 0.15 M NaCl y
sonicacion (Becker, 1994), la combinacion de
alguno de ellos.

En todos los casos el extracto crudo contiene
el complejo de ficobiliproteinas asi como otros
componentes solubles en agua como el
polisacarido sulfatado. En los protocolos que a
continuacion se mencionan, la concentracion de
los pigmentos se da en mg/mL de extracto crudo.

3.2 Protocolos para la extracciéon y
cuantificacion de ficocianina y
ficoeritrina en Spirulina (Arthrospira)
maxima y Porphyridium cruentum

I: Bennett y Bogorad, (1973)

a) Enun tubo cénico de plastico, centrifugar 10 mL
del cultivo de Spirulina ylo Porphyridium (en la
fase de crecimiento seleccionada) a 3000 rpm/
10°C/15 min. En el caso de Spirulina, ya que

no se forma totalmente la pastilla celular debido
a la flotacion de las células, se recomienda
filtrar.

b) Descartar el sobrenadante.

¢) Lavar las células con 10 mL de formato de
amonio 3% (en el caso de las microalgas ma-
rinas), con agua destilada acidulada (pH 4) en
el caso de las cianobacterias (Vonshak, 1997),
o con agua destilada normal en el caso de las
microalgas de agua dulce (Arredondo-Vega et.
al., 1997).

d) Resuspender la pastilla celular en 5 mL de
solucion amortiguadora de fosfato de potasio
(K,HPO,:KH,PO,) 100 mM pH 7.0.

e) Sonicar las células durante 45 - 60 seg en bario
de hielo y congelar a -40°C durante 2 h.

f) Descongelar atemperatura ambiente. El paso
de congelar y descongelar, se realiza al menos
en dos etapas para asegurar la total extraccién
de los pigmentos.

g) Centrifugar a 3000 rpm/10 °C/ 15 min. Separar
con una pipeta Pasteur limpia el extracto que
contiene el complejo de las ficobiliproteinas,
es decir, la ficocianina, la ficoeritrina y
aloficocianina y colocarlo en tubos limpios.

h) La cantidad de PE, PC y APC se cuantifica en
el espectrofotometro a 565, 620 y 650 nm,
respectivamente.

Las ecuaciones para determinar el contenido
de ficocianina y ficoeritrina son:

Ecuacion para la ficocianina (PC):
PC = [(A,,, - 0.72+A,, )/7.38]

Ecuacion para la aloficocianina (APC):
APC = [(A,, -(0.19°A,, )/5.65]

Ecuacién para la ficoeritrina (PE):
PE = [(A,, - 28 PC -1.34-APC)/12.70]

Il. Bryant et al. (1979)

NOTA: Repetir los pasos a, b y ¢ del método
anterior.

d) Resuspender la pastilla celular en 10 mL de
solucién amortiguadora de fosfato de potasio
(K,HPO,:KH,PO,) 50 mM pH 6.8.
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e) Sonicar las células durante 45 - 60 seg en un
bafo de hielo y colocar en refrigeracion toda
la noche.

f) Mezclar bien y centrifugar a 3500 rpm/10°C
durante 10 min.

g) Recuperar el extracto.

h) La cantidad de PE, PC y APC se cuantifica en
el espectrofotémetro en la region visible a 565,
620 y 650 nm, respectivamente.

Las ecuaciones para determinar el contenido
de ficocianina y ficoeritrina son:

Ecuacion para la ficocianina (PC):
PC = [(A,, - 0.72+A,,)/6.29]

Ecuacioén para la aloficocianina (APC):
APC =|[(A,, -0.19°A_ )/5.79]

Ecuacion para la ficoeritrina (PE):
PE= [A,, - 241 PC -1.4+APC)/12.70]
Ill. Boussiba y Richmond (1979):

NOTA: Repetir los pasos a, b y ¢ del método
anterior.

d) Resuspender la pastilla celular en 10 mL de
solucién amortiguadora de fosfato de potasio

(K,HPO,.KH,PO,) 100 mM pH 7 y agitar en el
vortex.

e) Colocar en refrigeracion toda la noche.

f) Mezclar bien y centrifugar a 3500 rpm/10°C
durante 5 min.

g) Recuperar el extracto.

h) La cantidad de PC se cuantifica en el
espectrofotometro en la region visible a 620 nm.

La ecuacion para determinar el contenido de
ficocianina es:

Ecuacién para la ficocianina (PC):
PC = A,,,/3.39
En la Figura 5 se muestra los extractos de
ficocianina y ficoeritrina extraidos de Spirulina
(Arthrospira) maxima (Serrano-Véliz, 2004) y
Porphyridium cruentum (Arredondo-Vega,
1995).

4. RESULTADOS

Enla Tabla 1y en la Figura 6 se dan algunos
de los resultados de trabajos realizados con
Porphyridium cruentum (Arredondo-Vega, 1995)
y con Spirulina (Arthrospira) maxima (Serrano-
Véliz, 2004).

Figura 5. Pigmentos hidrosolubles. A) Ficocianina extraida durante la curva de crecimiento de Spirulina (Arthrospira)
maxima. (Serrano-Véliz, 2004). B) Ficoeritrina extraida de un cultivo de Porphyridium cruentum (Arredondo-Vega,

1995).
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Tabla 1. Contenido (pg/cel) y productividad (mg/L/dia) de ficoeritrina de Porphyridium cruentum cultivado
en un sistema semicontinuo con tasas de renovacién diaria del medio de 10, 30 y 50% (Arredondo-

Vega, 1995).

TASA DE RENOVACION | FICOERITRINA PRODUCTIVIDAD FICOERITRINA
% pg/cel mg/L/dia
10 8.97 +0.13 2.89
30 3.04 063 3.13
50 3.26 +0.32 5.42

20.00 -
18.00 -
-]
§ 16.00 -
2 14.00 -
2. 12.00
® 10.00 -
2 .00
'g 6.00 4
e 4.00 -
2.00 4
0.00 . —— 2
6 3 6 9 15 18 21 24 27 30
TIEMPO EN DIAS
——8—Ficocanina —8— Aloficocianina —&— Ficoeritrina

Figura 6. Contenido de ficocianina, aloficocianina y ficoeritrina durante la curva de crecimiento de Spirulina

(Arthrospira) maxima (Serrano-Véliz, 2004).
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1. INTRODUCCION

La unidad fotosintética basica de las células
vegetales esta constituida por la clorofila y por
otros pigmentos accesorios que actuan como
antena. Existen diferentes tipos de clorofila, pero
todos tienen un anillo tetrapirrélico ciclico
(porfirina), genzrado por la unién de los anillos
pirrélicos mediante grupos metilo. En el centro
de las porfirinas se halla un atomo metalico, que
para las clorofilas es el magnesio. Se estima que
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cada ano se producen y destruyen en la tierra y
en el océano mas de 1000 millones de toneladas
de clorofila la cual, debido al corto tiempo de
generacion del fitoplancton, se regenera unas 40
veces en un afno.

Ademas de las clorofilas, existen los
pigmentos accesorios (carotenoides) que
absorben la luz de longitudes de onda diferentes
a las que utiliza la clorofila. Estan conformados
de un sistema de dobles enlaces conjugados y
una cadena larga de hidrocarburos, por lo cual
son compuestos insolubles en agua. Se dividen
en carotenos, que son hidrocarbonos insaturados,
y en xantofilas que son derivados oxigenados de
los carotenoides. Los carotenos que participan en
la fotosintesis se definen como carotenoides
primarios. Estos compuestos son la clase de
pigmentos mas ampliamente distribuida en la
naturaleza, con funciones biolégicas tanto en
vegetales como en animales. Son productos
intracelulares y su concentracién maxima
depende de su localizacion celular; por ejemplo,
son abundantes si funcionan como protectores y
estan confinados en organelos como
cromoplastos o mitocondrias que pueden generar
radicales, o en la superficie de membranas de
organismos expuestos a altas intensidades de luz.

Los carotenoides son sintetizados de novo por
todos los organismos fotosintéticos incluyendo las
cianobacterias y ocasionalmente por las pacterias
no fotosintéticas y los liguenes (que son una
simbiosis alga-hongo) (Salazar, 2000). Se ha
evaluado la posibilidad de usar los carotenoides
como marcadores quimiosistematicos y se ha
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encontrado que las propiedades a su favor son
diversidad estructural, amplia distribucién,
funciones importantes para los organismos y facil
analisis por lo cual los carotenoides, junto con las
clorofilas, representan el principal criterio para la
clasificacion de algas microscépicas (Liansen-
Jensen y Andrewes, 1985).

Los carotenoides pueden encontrarse libres
o pueden formar complejos con proteinas en los
cloroplastos y cromoplastos de los organismos
eucariotas fotosintéticos. En este caso, estos
compuestos no estan probablemente ligados a la
fotosintesis, pero pueden estar involucrados en
la fotomorfogénesis, fototropismo o
fotoproteccion.

En la mayoria de los organismos
fotosintéticos, la principal fraccion de los
carotenoides esta unida de manera no-covalente
a complejos proteinicos altamente ordenados del
sistema fotosintético. En las primeras etapas de
la evolucién, la funcién primordial de los
carotenoides fue tal vez la “cosecha de energia”
y posteriormente adoptaron sus funciones
protectoras, durante la formacion de la atmoésfera
aerobica (Jeffrey et al., 1997). Aparte de su
importancia para fines taxondomicos, los
carotenoides han sido usados para seguir el
movimiento de flujo, la transformacién y el destino
del carbono durante el proceso fotosintético (Jef-
frey et al., 1997).

Clorofila b

f

Clorofilaa —__

3250 300 350 400 450

Existen también otros pigmentos, tipicos de
las rodoficeas y de las cianobacteria
(ficobiliproteinas) de naturaleza diferente, aunque
tienen funciones similares (Capitulo VII). En la
Figura 1 se muestran los espectros de absorcion
luminosa de la clorofila ay b, del [3-carotenoy de
la ficoeritrina y ficocianina, cada uno de los cuales
tiene su pico de absorcion caracteristico.

2. CUANTIFICACION DE PIGMENTOS EN
MICROALGAS

Existen 3 métodos para determinar la clorofila
a en el fitoplancton: el espectrofotométrico
(Capitulo 7), el fluorométrico y la cromatografia
liquida de alta eficacia (HPLC).

La fluorometria es mas sensible que la
espectrofotometria, requiere menor cantidad de
muestra y se puede utilizar para determinaciones
in vivo. Estos métodos pueden infra o
sobreestimar las concentraciones de clorofila a
de forma significativa, debido en parte a la
superposicion de las bandas de absorcion, a la
fluorescencia de los pigmentos accesorios y a la
presencia de productos de degradacion de la
clorofila.

La cromatografia es una parte muy importante
de la quimica analitica, que en la actualidad

Ficocianina

Longitud de onda (nm)

Figura 1. Espectros de absorcion de las clorofilas a y b del 3 -caroteno y de la ficoeritrina y ficocianina.
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permite determinar todo tipo de compuestos
organicos. Consiste en la separacién de los
componentes de una muestra, los cuales son
distribuidos entre dos fases: la estacionaria y la
mévil. En cromatografia de liquidos, estas fases
estan compuestas de la siguiente forma:

La fase estacionaria puede ser un sdlido o
un gel empacado en una columna y la fase movil
es un liquido. En los ultimos afios, se han
publicado varios métodos de HPLC para
cuantificar pigmentos marinos, sin embargo, hasta
la fecha no existe un método ideal para todos los
pigmentos (Wright et al., 1991).

3. FUNCIONAMIENTO DEL HPLC
3.1 Principios basicos

La cromatografia fue empleada originalmente
para separar sustancias coloridas. En 1850,
Runge descrilLid la formaciéon de zonas con
diferentes colores cuando se goteaban sustancias
colorantes sobre papel secante, pero el desarrollo
mas importante vino en 1903 con los
experimentos de Tswett, quien logrd separar los
pigmentos de las plantas en una columna de
carbonato de calcio (Fig. 2). En este, como en
cualquier sistema cromatografico, las moléculas
de la muestra son acarreadas por la fase mévil a
través de las particulas del soporte o fase
estacionaria.

Verde claro Ciordliia ¢

Anaranjado Neofucoxantina A
Amarillo-Naranja Necfucoxantina B
Anaranjado Fucoxantina

Amarilio Diadinoxantina

Amarilio Diatoxantina

Verde "ﬁ* amarnio Clorofila 2 > mhw;
Anarito | Carolenos  [eoltinad

Figura 2. Pigmentos separados en columna de
carbonato de calcio.

Durante su recorrido a través de la fase
estacionaria, las moléculas individuales son
retenidas dependiendo de sus interacciones con
esa fase o con la fase mévil. Esta retencion es
selectiva, lo cual significa que en un determinado
sistema formado por una fase mévil y una fase
estacionaria, el tiempo de retencion en el sistema
de cada componente debera ser diferente. Los
componentes son registrados en un
cromatograma (Fig. 3), en el cual aparecen
separados en dependencia de sus interacciones
en el sistema. El registro de cada componente
aparece en el cromatograma en forma de pico, y
el tiempo de retencidén proporciona el aspecto
cualitativo mientras que el area de pico se usa
para fines cuantitativos.

En cromatografia de liquidos pueden
distinguirse 5 formas de separacién de acuerdo
al tipo de fase estacionaria (AMERSHAM
PHARMACIA BIOTECH, 1999):

Fase inversa (Fase reversa). La fase
estacionaria es de naturaleza no polar
(hidrofébica), mientras que la fase movil es un
liquido polar, como son mezclas de agua y
metanol o acetonitrilo. Aqui los componentes no
polares se retendran por mas tiempo en la co-
lumna.

Par iénico. La fase estacionaria es la misma
que en fase inversa, la diferencia es que se
agregan reactivos de par iénico a la fase movil
para modificar la polaridad de los componentes
de la muestra.

Fase normal. La fase estacionaria es de
naturaleza altamente polar, y la fase mévil es no
polar (hexano, tetrahidrofurano, otros). En este

CROMATOGRAMA

t, = Tiempo de slucisn de picos sin retener
t, - Thempo de retencién - Determina la identidad de la musstra

[ta]
[ tK L.
mAU l i | J\ Area proporcional
2 ls cantidad
N
Tiempo

Figura 3. Cromatograma tipico.
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caso, los componentes polares de la muestra son
retenidos en la columna por mas tiempo.

Intercambio iénico. La superficie de la fase
estacionaria esta cargada, pero de manera
opuesta a la de los componentes de la muestra.
Cuanto mas fuerte sea la carga de los
componentes de la muestra, mayor sera su
retencion en la columna. La fase moévil es una
solucién amortiguadora, el pH y la fuerza idnica
se utilizan para controlar la elucion.

Exclusion por tamaiio. La fase estacionaria
tiene tamano de poro definido y la muestra
simplemente es filtrada de acuerdo a su tamafio
molecular. Las moléculas de mayor tamario fluyen
mas rapidamente y las mas pequefas tardan mas
porque penetran en los poros.

3.2 Instrumentacion

El corazén del sistema cromatografico es la
columna, donde se realiza la separacion. Es
necesaria una bomba de alta presion para pasar
la fase movil a través de la columna (por lo cual
se habla también de cromatografia liquida de alta
presion, que tiene la misma inicial en inglés), ya
que la fase estacionaria estda compuesta por
particulas de tamafo micrométrico. El proceso
cromatografico inicia con la inyeccién del soluto
al inicio de la columna, a través de la cual los
componentes se separan y pasan a través de
detectores, que pueden ser selectivos o
universales. La respuesta de cada detector es
capturada en un registro denominado
cromatograma. Para colectar, almacenar y
analizar los datos cromatograficos, se utilizan
integradores o estaciones de trabajo (Fig. 4).
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4. DETERMINACION DE PIGMENTOS
POR HPLC

4.1 ldentificacion

El analisis cualitativo puede dividirse en dos
tipos. En el primero solamente es necesario
identificar los picos, por lo cual el cromatograma
se puede comparar con un estandar que es
analizado bajo las mismas condiciones
cromatograficas (Fig. 5).

El segundo utiliza sistemas de deteccion
especificos, como son fluorescencia y arreglo de
diodos. Estos tienen la capacidad de proporcionar
espectros de absorcién, que facilitan la
identificacion de los componentes. En el caso de
muestras totalmente desconocidas, es necesario
colectar cada pico y analizarlo por infrarrojo (IR),

Columna

Figura 4. Componentes basicos de un cromatograto.
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Figura 5. Cromatograma de estandares de pigmentos.
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resonancia magnética nuclear (RMN) o
espectrometria de masas (EM).

4.2 Cuantificacién

Para determinar la concentraciéon de los
componentes ue la muestra se utiliza la altura o
el area de los picos. La determinacién cuantitativa
involucra el conocimiento de los compuestos que
se estan analizando, o el analisis de muestras
con concentraciones conocidas de pigmentos
comerciales, preparando un gradiente de
concentraciéon de cada pigmento que, al ser
inyectadas en el HPLC, generaran una serie de
datos que se usan como se detalla en el inciso
siguiente para identificar y calcular la
concentracion de las muestras problema.

4.3 Elaboracion de la curva de calibracion

La curva de calibraciéon de los pigmentos
fotosintéticos se prepara con estandares
comerciales, realizando un gradiente de
concentracion desde 10 hasta 90 ng/uL. Estas
se inyectan de manera independiente,
generando una serie de datos con los cuales
se calculan las respectivas ecuaciones de
regresion lineal. En la Figura 6 se ilustran
algunos ejemplos que se obtuvieron utilizando
los estandares de la Figura 5 e integrando el
area bajo cada pico, la cual es directamente
proporcional a la concentracién.

A B
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5. PROCEDIMIENTO DE EXTRACCION Y
ANALISIS

5.1 Toma de muestra y almacenamiento

El volumen de muestra a filtrar depende de la
concentraciéon de fitoplancton esperada en la
muestra. En lagunas costeras, de 0.5 a 1.5L es
generalmente suficiente, mientras que en aguas
oceanicas se usa en general entre 3y 5 L. Se
recomienda utilizar filtros de fibra de vidrio Whatman
GF/F con capacidad de retencion de particulas de
0.7 um, ya que la fibra ayuda a romper las células
durante la trituracion y no se disuelve en el solvente.
Para prevenir la acidificaciéon de la muestra, se
agregan de tres a cinco gotas de una suspension
saturada de MgCO.,.

Durante Ia filtracion se debe eliminar la mayor
cantidad de agua posible y, una vez terminado, el
filtro se remueve del soporte, se dobla y se envuelve
en papel aluminio o se coloca en tubos criogénicos
para su almacenamiento a —20°C. Si la muestra
procede de un cultivo de microalgas, se sugiere
centrifugar de 10 a 20 mL de cultivo a 4000 rpm por
10 min a 15°C y eliminar el sobrenadante.

5.2 Extraccion de la muestra
a) Para muestras concentradas en filtros, se

toma el filtro con pinzas y se coloca en un
tubo con tapa de rosca de 15 mL.
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Figura 6. Curvas de calibracion clorofila a, clorofila ¢, y peridinina.
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b) Se macera con una varilla de vidrio en bano
con hielo para reducir el calentamiento de la
muestra. (Para muestras de cultivo puros es
necesario sonicar en un bano con hielo du-
rante 30 a 45 seg, para favorecer la extraccion
de los pigmentos).

c) Agregar de 3 a4 mL de acetona grado HPLC,
dejar reposar a -20°C durante 24 h para
favorecer la total extraccion de los pigmentos.
El tubo debe estar protegido de la luz con
papel aluminio para evitar que la muestra se
degrade.

d) Después de las 24 h, las muestras se
transfieren a una temperatura de 10°C y se
dejan reposar has'a alcanzar esta temperatura
y posteriormente se centrifugan a 4000 rpm
durante 20 min a 10°C.

e) Con una pipeta Pasteur de vidrio limpia (de
preferencia nueva y enjuagada previamente
con acetona) se recupera el extracto de
pigmentos y se coloca en un vial o tubo
eppendorf de 2 mL para su analisis por HPLC
(Figura 7: A-E).

A B

D

5.3 Analisis por HPLC (Vidussi et al., 1996)

En los Gltimos afos, se han publicado varios
métodos de HPLC para cuantificar pigmentos
marinos, sin embargo, todavia no existe un
método ideal para todos los pigmentos (Wright et
al., 1981). En nuestro laboratorio utilizamos el
descrito por Vidussi et al. (1996).

a) Condiciones de operacion del equipo

Tiempo de corrida 20 min.
Tiempo de parado 1 min.

Flujo 1 mL/min.
Longitud de onda 440y 667 nm
Presion maxima de la bomba 400 bar
Volumen de inyeccion 100 pL

Gradiente Solucion A  Solucién B
Minuto O 75% 25%
Minuto 1 50% 50%
Minuto 15 0% 100%
Minuto 18 0% 100%
Minuto 18.5 75% 25%

C

E

Figura 7. Procesamiento para la extraccion de pigmentos de microalgas. A) Doblado del filtro con muestra de
microalgas. B) Macera~ion del filtro con acetona. C) Preparacion del filtro macerado con acetona para centrifugar.
D) Centrifuga refrigerada Beckman GPR. E) HPLC modelo HP 1100.
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*NOTA.- Todos los reactivos utilizados deben
ser de calidad HPLC (Anexo I).

Solvente A: Metanol-acetato de amonio 1 N, 70/30 viv
Solvente B: Metanol.

Columna: C8 MOS Hypersil (5um x 100 mm x 4.6 mm)
Equipo: HPLC Modelo 1100

a) ldentificacion

Los pigmentos presentes en las muestras de
microalgas se identifican bajo dos criterios:
comparando los tiempos de retencion (Fig. 5) y
los espectros de absorcion (Figs. 8-12). A
continuacién se muestran algunos perfiles
cromatograficos y espectros de absorcion de
especies de microalgas determinados en nuestro
laboratorio (Figs. 8-12).

FJ

I R

3

JUIL

Figura 8. Cromatograma a 440 nm de Chaetoceros gracilis y espectros de absorcion de pigmentos caracteristicos:
1) clorofila ¢,, ¢,, 2) fucoxantina, 3) diadinoxantina, 4) clorofila a, 5) clorofila a, 6) clorofila @', 7) g -caroteno. Disolvente

utilizado para la cxtraccion: acetona.

M
! | ff t i\
'-—M»JIL. o | |

Figura 9. Cromatograma a 440 nm de Chlorella sorokinianay espectros de absorcién de pigmentos caracteristicos:
1) feoforbide a, 2) violaxantina, 3) zeaxantina, 4) clorofila b, 5) clorofila a, 6) clorofila a, 7) clorofila &', 8) g-caroteno.
Disolvente utilizado para la extraccion: acetona (Con permiso del Dr. Morales Avendafio).
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Figura 10. Cromatograma a 440 nm de Nannochloropsis oculata y espectros de absorcién de pigmentos
caracteristicos: 1) violaxantina, 2) luteina, 3) clorofila b, 4) clorofila a, 5) clorofila a, 6) clorofila &', 7) g -caroteno.
Disolvente utilizado para la extraccion: acetona.
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Figura 11. Cromatograma a 440 nm de Tetraselmis suecica y espectros de absorcion de pigmentos caracteristicos:
1) prasinoxantina, 2) violaxantina, 3) luteina, 4) desconocido, 5) clorofila b, 6) clorofila a, 7) clorofila a, 8) clorofilz a’,
9) g -caroteno. Disolvente utilizado para la extraccion: acetona.
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Figura 12. Cromatograma a 440 nm de /sochrysis galbana y espectros de absorcion de pigmentos caracteristicos:
1) clorofilas c¢1, c2, ¢3, 2) 19'- Butanoyloxyfucoxantina, 3) fucoxantina, 4) 19’- hexanoyloxyfucoxantina, 5)
diadinoxantina, 6) clornfila a, 7) clorofila a, 8) clorofila a’, 9) g -caroteno. Solvente utilizado para la extraccion:

acetona.
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b) Cuantificaciéon de pigmentos

La concentracion de los pigmentos presente en las muestras se calcula integrando el area bajo la
curva, la cual es directamente proporcional a la concentracién de los estandares. Para calcular la
concentracién de pigmentos se utilizan las siguientes ecuaciones (dependiendo si se parte de una
muestra liofilizada o de un volumen de muestra filtrada):

Pigmento = (A -FR) (V/V)/ P
Pigmento =(A_-FR) (V/V)/ V

Pigmento = ng/g
Pigmento = ng/mL
En donde:
Pigmento = clorofilas y/o carotenos
A = area del pico de la muestra (mAU + s)
s = area del pico del estandar (mAU - s) para ser utilizado durante la cuantificacion
R = factor de respuesta = concentracion del estandar (ng) / area del estandar (mAU + s)

=volumen de acetona utilizado para la extraccion (pL)
= volumen de muestra inyectado (pL)

= peso de la muestra en (g)

= volumen de muestra filtrada (mL)

= m

STUT<<T>P

A manera de ejemplificar los calculos para la cuantificacién de pigmentos, presentamos datos de un
cultivo discontinuo de Tetraselmis suecica en medio f/2 (Guillard y Ryther, 1962), cosechado a los 7
dias. Datos importantes para la cuantificacion de la clorofila a:

a) Volumen de cultivo filtrado (V) = 10 mL

b) Volumen de extraccion (acetona) (V,) = 3 mL (3000 pL)

c) Volumen de inyeccién (V) = 13.33 pL

d) Concentracion del estandar = 80.375 ng

e) Area del estandar dechla (A ) = 293.81781 mAU ¢ s
f) Area de pico de chl a de la muestra (A ) = 796.18726 mAU » s

De acuerdo a la ecuacion definida en el apartado anterior:
Clorofilaa= (A*FR)* (V/V)/ V,
FR= Factor de respuesta: concentracion del estandar (ng) / area del estandar (mAU - s}

FR=80.375ng/293.81781 mAU * s
FR =0.2722775 ng

Sustituyendo en la ecuacion de Clorofila a tenemos:
Clorofilaa=(A_<FR)*(V/V)/ V,
Clorofila a = [(796.18726 mAU - s) - (0.2722775 ng)] - (3000 pL/ 13.33 pL) /10 mL

Clorofila a = 4878.856 ng/mL
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6. ANEXO

Preparacioén de soluciones para la determinacion de pigmentos por HPLC:

Acetato de amonio 1 N:
pesar 77.8 gr de acetato de amonio grado HPLC y disolverlo en 500 mL de agua HPLC, aforar a 1 L.

Fase movil A.- 70:30 .netanol:acetato de amonio 1 N v:v (mezclar 700 mL de metanol HPLC con 300 mL
de la solucion de acetato de amonio 1 N).

Fase movil B.- metanol grado HPLC al 100 %.

Ambas soluciones se deben de filtrar con filtros de fibra de vidrio de 0.45 pm de tamafio de poro.

DIAGRAMA DE FLUJO PARA LA EXTRACCION DE PIGMENTOS

Extraccién de la muestra

Filtro congelado Pastilla celular
Macerar Sonicar
bafio de hielo bafo de hielo

‘ Agregar 4 mL de acetona grado HPLC

|

Extraccion
24 h a-20°C, protegido de la luz

l

Centrifugacion
4000 rpm, 10 min. a2 10°C

'

Recuperacion del extracto
para analisis por cromatografia de liquidos (HPLC)
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Palabras clave: Aacidos grasos, cromatografia
de gases espectrometria de masas

1. INTRODUCCION

Los acidos grasos tienen tres funciones
principales en los organismos, 1) como reserva
energética en depdsitos grasos constituyendo
ceras y triglicéridos, con un valor energético de
hasta g kcal/g, 2) como elementos estructurales
de las membranas celulares y tilacoidales,
organizados en una doble capa lipidica con
propiedades anfipaticas constituyendo
fosfolipidos y los esfingolipidos que incluyen a los
galactolipidos y 3) como precursores de
eicosanoides, sustancias parecidas a las
hormonas que regulan procesos de inflamacion,
vasodilatacion, vaso constriccion y coagulacion.

Los acidos grasos en los organismos pueden
provenir de la dieta o ser sintetizados de novo.
La sintesis de novo de los acidos saturados ocurre
a partir del acetato, que a su vez se genera de
los carbohidratos o del catabolismo de las grasas.
Las células vegetales son capaces de sintetizar
el acido linoléico (cis-9, cis-12 octadienoico o0 18:2
®-6) a partir del acido oleico (18:1 ®»-9) por
desaturacion de la A12-desaturasa, y el acido a-
linolénico (cis-9, cis-12, cis-15-octadecatrienoico
0 18:3 »-3), a partir del acido linoleico por reaccion
de desaturacion de la A15-desaturasa (para
entender la estructura y nomenclatura de acidos
grasos ver Anexo 1). Sin embargo, la A12 y la
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A15-desaturasas solo estan presentes en células
vegetales, por lo que los acidos linoléico y o -
linolénico se consideran esenciales para los
animales.

A partir del acido linoléico y del acido a-
linolénico se generan las dos principales familias
de acidos grasos poliinsaturados w6 y 3.

Los acidos grasos de la serie ©6 tienen al
menos cuatro funciones en Ia fisiologia de los
animales:

1) Modulacién de la estructura de la membrana.
2) Formacion de moléculas bioldgicamente
activas de vida corta (eicosanoides)
responsables de la inflamacién, formaciéon de

plaquetas y vaso constriccion de venas y

arterias.

3) Control de la impermeabilidad al agua por
parte de la piel.

4) Regulacién de la sintesis y el transporte de
colesterol.

Los acidos grasos de la serie 3 tienen al
menos dos funciones en la fisiologia:

1) Formacién de la mielina que favorece la
comunicacion neuronal y por lo tanto el
funcionamiento del sistema nervioso de los
animales.

2) Formacién de moléculas bioactivas como los
tromboxanos A3, que evitan la agregacion de
plaquetas, promueven la dilatacion de vasos
sanguineos y una reaccion de coagulacion
mas lenta.

En la dieta occidental humana se consume
gran cantidad del acido linoléico de la serie w6,
que es muy abundante en las semillas de
vegetales que se utilizan para la produccion de
aceite de cocina, asi como del &cido araquidonico
(20:4 o ARA) presente en carne y huevo. Los
acidos de la serie ®3 como el acido linolénico
(18:3), el eicosapentaenoico (20:5 ©-3 o EPA)y
el docosahexanoico (22:6 -3 o DHA) son
principalmente generados en las microalgas ma-
rinas y en los peces dulceacuicolas, por lo que
resultan abundantes en sus consumidores (peces,
crustaceos y moluscos). En las sociedades
occidentales el consumo de pescado y mariscos
es muy bajo generando una descompensacion
en la proporcion de ©w6/w3. Dado que los

eicosanoides derivados de ARA y el EPA son
antagonistas entre si y compiten por la misma
enzima ciclooxigenasa (Cohen, et al. 1995) esto
trae como consecuencia problemas como la ar-
teriosclerosis, trombosis, presién sanguinea alta,
cancer de colon y prostata asi como
enfermedades relacionadas a reacciones de
inflamacién como asma, artritis, soriasis, lupus
eritematoso y nefritis. Estas enfermedades se
pueden evitar con una dieta rica en acidos grasos
®3 debido a que se recupera el balance de las
moléculas biolégicamente activas derivadas de
los w6 y ®3.

La fuente comercial de EPAy DHAméas comun
es el aceite de pescado, sin embargo, su
capacidad de sintetizar EPA y DHA es reducida,
por lo que la calidad de dicho aceite varia de
acuerdo a la temporada, la zona geogréfica y la
calidad de su alimento. Actualmente se explora
la obtencion de EPA y DHA a partir de microalgas
marinas que al ser la base de |la cadena trofica
sintetizan de novo los acidos grasos
poliinsaturados de cadena larga de manera mas
eficiente. Por ejemplo, los monogalactosildiacil-
gliceroles y los digalactosildiacilgliceroles de las
diatomeas contienen altas cantidades de EPA. Los
aceites provenientes de microalgas son una
fuente mas limpia y concentrada de EPAy DHA,
y su calidad puede ser controlada una vez que se
encuentre el mejor método de cultivo, cosecha y
purificacion para una especie previamente
seleccionada del medio natural.

2. METODOS DE ESTUDIO

Los investigadores anteriores a 1935, aislaron
los lipidos usando solo sus propiedades de
solubilidad y la formacion de sales de acidos
grasos, los cuales fueros posteriormente
caracterizados por su formula general, puntos de
ebullicion y de fusién. El periodo que siguié a 1935
se caracterizd por procedimientos nuevos y
eficientes en la separacion y estudio de mezclas
de acidos grasos, incluyendo destilacién de éter,
cristalizacion de complejos de urea de varias sales
metalicas y varias formas de cromatografia
(www.cyberlipids.com).
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El descubrimiento de la cromatografia gas-
liguida (GLC por sus iniciales en inglés, o
simplemente GC) a mediados de los 50’'s
revoluciond el analisis de los acidos grasos.
Actualmente esta técnica es la mas empleada
cuando se trata de la cuantificacion de acidos
grasos individuales en cualquier lipido acetilado.
Sin embargo, en algunos estudios se deben
considerar técnicas complementarias para
separar previamente a los lipidos (Fig. 1), mientras
que los estudios metabdlicos involucran el
marcado de especies moleculares con atomos
radiactivos, y los estudios de identificacién
requieren la separacion y cuantificacion de acidos
grasos conjugados, trans, de cadena ramificada,
hidroxilados y la determinacién de la posicion de
los dobles enlaces (www.cyberlipids.com,
Mukherjee y Weber, 1993; Agilent Technologies,
2001).

3. EXTRACCION DE ACIDOS GRASOS

3.1 Tamafno minimo y manejo de las
muestras

La cantidad final de acidos grasos que se va
a inyectar en un cromatégrafo de gases
espectrometro de masas estd dada por la
sensibilidad del detector. Para el espectrémetro
de masas la cantidad minima detectable es
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Figura 1. Comparacién entre CG y HPLC (con permiso
de Agilent Technologies, 2001).

cercana a 1 pg/mL vy la cantidad maxima la
determina la columna y es cercana a los 100 ug/
mL. Sin embargo, aunque el detector es muy sen-
sible, el método cromatogréafico también define
la cantidad minima identificable (1 pug/mL) y la
cantidad minima cuantificable (5 ug/mL). Cabe
aclarar que cada equipo requiere métodos
ligeramente distintos y se tiene que calcular la
cantidad minima detectable y minima cuantificable
para cada uno en particular. Dado que se inyecta
1 pL de muestra en el inyector, la concentracién
de cada éacido graso en la muestra final debe
localizarse en el intervalo lineal de
concentraciones de la curva de calibracién, que
en el caso del equipo GCD 1800B, oscila entre 5
y 100 pg/mL. Para ello se investiga el porcentaje
de lipidos totales, asi como la cantidad y el
porcentaje de acidos grasos totales en muestras
parecidas, lo que permite calcular la cantidad de
microgramos que se requiere pesar de la muestra.

Para determinar el numero de réplicas o
repeticiones de una misma condicién, se pueden
utilizar féormulas estadisticas que se basan en
datos previos de las muestras (Sokal y Rohlf,
1995).

n>2(CV/8)*[ta(v)+t,(1-p)(V)]?

En donde:
n = tamafio minimo de muestra
CV = coeficiente de variacion
8 = minima diferencia que se necesita detectar
(porcentaje del coeficiente de variacion
expresado en valores entre 0y 1)
a = nivel de significacion
v =grados de libertad de la desviacion estandar
muestral v=a(n -1) donde = nimero de
grupos que se comparan
n, =tamano inicial de la muestra
t = valor de tablas para los grados de libertad
correspondientes
p = probabilidad deseada para que se
encuentre una diferencia significativa

Las muestras deben ser de preferencia
frescas para prevenir cualquier oxidacién o
hidrolisis. La presencia de lisofosfolipidos,
acido fosfatidico, monoacilgliceroles,
diacilgliceroles o acidos grasos libres, son
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indicadores de una posible degradacion previa a
la extraccion. Para evitar la oxidacion se
recomienda el uso del antioxidante butil-
hidroxitolueno (BHT) a una concentracion de
menos del 1% de la cantidad de lipidos de la
muestra. En el caso de muestras que no se
extraeran inmediatamente se recomienda
congelarlas en nitrégeno liquido, mantenerlas a
~70°C ylo liofilizarlas y mantenerlas a —-20°C
(Christie, 2003). Dado que en cada experimento
se pueden generar un gran numero de muestras,
se recomienda congelarlas y liofilizarlas ya que
los lipidos se mantienen viables por mas tiempo
y se facilita el célculo de lipidos con respecto al
peso seco.

En la seleccion czl sistema de solventes es
necesario considerar ademas de su efectividad,
la toxicidad y la dificultad para deshacerse de
los residuos. Es sabido que el CHCI, es
mutagénico y carcinogénico y el CH,OH es
altamente toxico. Como alternativa existen
métodos automatizados basados en extraccion
con disolventes no clorados mas “amigables”
con el ambiente. En la extraccion asistida con
horno de microondas (Microwave Extraction
System / Microwave Accelerated Solvent Ex-
traction System) se emplea etil acetato como
solvente polar y el ciclohexano como solvente
no polar (Batista et al., 2001).

3.2 Extraccién de acidos grasos

Antes del analisis por CGL es necesario
preparar derivados no reactivos de los acidos
grasos (normalmente metil ésteres), que ademas
son mas volatiles que los acidos grasos libres.
Los lipidos se extraen con mezclas de solventes
(ver Capitulo 6) y son transformados por una
reaccion de transesterificacién, en la cual un mol
de glicerina es desplazado por tres moles de otro
alcohol (metanol) en condiciones acidas (HCl o
BF,) o basicas.

Para determinar los acidos grasos presentes
en una muestra celular, se realiza un paso previo
que consiste en la derivatizacion analitica de los
lipidos (Knapp, 1979), este proceso se hace
principalmente por dos razones:

1) Para permitir el analisis de los compuestos
que son volatiles e inestables y que por su

naturaleza no se encuentran directamente
disponibles.

2) Para mejorar la deteccion de los compuestos
durante el analisis cromatografico.

Los derivados de acidos grasos mas comunes
son los metil-ésteres, los derivados butil- y otros
alcali ésteres también se emplean, sin embargo,
éstos tienen la particularidad de que son algo
inestables. Los derivados t-butil-dimetilsilil (TBDMS)
son mas estables a la hidrolisis y se fragmentan
mas rapido en el espectrometro de masas, sin
embargo no son los mas utilizados (Knapp, 1979).
La generacién de metil ésteres puede realizarse en
condiciones acidas o alcalinas, en lipidos aislados
o en acidos grasos, aunque también existe un
procedimiento de un solo paso que combina la
extraccion de los lipidos con la transesterificacion
en pequefas cantidades de tejido.

3.2.1 Esterificacion catalizada por acidos

Los derivados mas comunes de los acidos
grasos son los metil ésteres, estos se obtienen al
calentar acidos grasos libres con un exceso de
metanol anhidro en presencia de un catalizador,
como el trifloruro de boro (BFT) (Morrison y Smith,
1964), aunque también se han descrito
condiciones acidas generadas por HCI 2M en
metanol anhidro o &cido sulfurico metandlico.

3.2.2 Transesterificacion catalizada por
bases

Las derivatizaciones en presencia de
catalizadores basicos tienen la ventaja de una alta
velocidad y calentamiento moderado. Este tipo
de derivatizacion se recomienda en muestras que
poseen acidos grasos de cadena corta 0 muy
labiles (poliinsaturados, anillos de ciclopropano,
insaturaciones conjugadas); asimismo, el método
evita la formacion de productos de oxidacién
(Piretti et al., 1988).

3.2.3 Transmetilacion directa sin
extraccion previa

El método de transesterificacidn directa en un
solo paso ha sido utilizado en diferentes matrices
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biolégicas sin cambio significativo con respecto

a la extraccién previa con disolvente apolares y

no polares. El método tiene tres ventajas:

1) Disminuye el trabajo de preparacion,

2) El tamafo de la muestra que se necesita es
menor y

3) Se observa menor dafo sobre el material
analizado (Mjaavatten, 1997).

Sin embargy, se sugiere que antes de realizar
los analisis de una muestra particular, se hagan
pruebas para encontrar la mejor técnica de
extraccion de acidos grasos.

El método de transesterificacion directa ha
sido utilizado para muestras de tejido (1-10 mg).
La muestra que contenga unos 10 mg de lipidos
se coloca en el fondo de un tubo con tapén de
rosca empacada con teflon. Se agrega 0.5 mL de
acido clorhidrico metandlico (HCI:CH,OH) 2N
anhidro. Se cierra fuertemente el tubo y se calienta
a 90°C por 2 h, se deja enfriando a temperatura
ambiente y se seca el exceso de HCI con
nitrégeno gaseoso por 3 min. Después de enfriado
se agregan 2 mL de hexano y 0.5 mL de agua.
Se agita suavemente el tubo, para mezclar y se
colecta la capa de hexano después de una
centrifugacién corta. Se agregan otros 2 mL an-
tes del analisis por cromatografia, el extracto
puede ser concentrado por evaporaciéon con
nitrégeno gaseoso (Barnung y Grahl-Nielsen,
1987).

Una revision critica de la transesterificacion
in situ evitando el uso de la extraccién de lipidos,
se discute en (Carrapiso y Garcia, 2000).

3.2.4Procedimiento para la esterificacion
(derivatizacion) catalizada por acidos

El procedimiento para este método esta
basado en la esterificacion acida utilizando HCI-

Metanol 5:95 v/v propuesto por Sato y Murata
(1988). (Ver Anexo 2).

a) Pesar 5 mg de microalgas liofilizadas en un
tubo de tapdn de rosca previamente lavado
con un liquido limpiador que no deje residuos
(vgr. Micro-90).

b) Aplicar el protocolo de extraccion de lipidos
totales (y de fraccionamiento de lipidos en
caso de ser necesario. Capitulo 6).

c) Secar el extracto lipidico con nitrdbgeno ga-
seoso y someter a metandlisis (derivatizacion)
adicionando 2.5 mL la mezcla de HCI:CH,OH
(5%, viv), a 85°C por 2.5 h.

d) Los metil-ésteres obtenidos de la reaccion de
metandlisis se extraen con 1.5 mL de hexano,
repitiendo este paso dos veces.

e) Una vez obtenido el hexano se lava con 2 mL
de agua destilada 3 veces, atravesando el
hexano con una pipeta Pasteur (burbujeando).
Después del tercer lavado se recupera el
hexano en un nuevo tubo previamente lavado
como los anteriores.

f) Secar el extracto de hexano que contiene los
acidos grasos metil esterificados, con
nitrégeno gaseoso.

g) Resuspender en la cantidad de hexano
calculada para que la concentracion de cada
acido graso se encuentre dentro de los
parametros de la curva de calibracién
(aproximadamente 1 mL) y agregar una pizca
de sulfato de sodio anhidro para evitar inyectar
agua en el cromatografo.

h) Tomar 250 pL y colocarlos en un vial con tapa
de teflon.

i) Sellarelvial e inyectar 1 yL en el cromatdgrafo
de gases-espectrometro de masas.

j) Las condiciones del analisis tambien llamado
método cromatografico se deben probar con
estandares cada vez que se cambia de co-
lumna.
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4. IDENTIFICACION Y CUANTIFICACION DE ACIDOS GRASOS
4.1 Método cromatografico sugerido para columna Omegawax (Supelco, Bellefonte, PA)

Para tener una mejor comprension de los fundamentos de la cromatografia de gases-espectrometria
de masas se recomienda revisar el Anexo 6.3
Condiciones del método:

Volumen de inyeccion: j iG] S

Gas portador: He alta pureza

Flujo del gas portador en la columna: 0.9 mL/min
Inyeccion de la muestra: sin division (splitless)
Temperatura del inyector: 250 °C
Temperatura del detector: 260 °C

Programa del cromatografo:
Temperatura inicial del horno: 110°C 3 min;

Incremento: de 30°C/min hasta 165°C
Mantener esa temperatura por 2 min y posteriormente incrementar en 2.2°C/min hasta 209°C.
Mantener en esa temperatura por 35 min.

Método de adquisicion de espectros de masas:

Retardo del solvente: 3.3 min
Rango masas: 45-450 uma
Tiempo entre barridos: 0.5 min.

4.2 Reaccidén de ionizacion de metil
ésteres

Cuando los ésteres de los acidos grasos son
sometidos a una fuente de ionizacion constante,
se producen una serie de iones caracteristicos:
en casi todos los ésteres alifaticos, incluyendo
algunos de alto peso molecular, se produce el ién
molecular (M+), aunque su abundancia decrece
conforme aumenta la ramificacion de las cadenas.
El sitio mas susceptible de reacciones de
ionizacion es el grupo funcional éster, tanto el
oxigeno del carbonilo, como el atomo de oxigeno
saturado de los ésteres pueden actuar como sitios
de iniciacién de la reaccién (Fig. 2), dando lugar

¥~ H H H H
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@ — =

Figura 2. Reacciones de McLafferty para acidos grasos
metil esterificados.

a patrones especificos dentro del espectro de
masas (McLafferty y Turecek, 1993).

4.3 Espectros de masas caracteristicos de
acidos grasos metil esterificados

Entre los iones que destacan encontramos al
(M-31)+ producto de la pérdida del grupo metil
cuya abundancia decrece conforme aumenta el
peso molecular; el (M-43)+ producto de
reacciones de perdida de carbonos (Figs. 3 y 4);
y el ion de rearreglo de McLafferty y Turecek
(1993) (74)+ producto del intercambio de
electrones del oxigeno del carbonilo con el
hidrégeno del carbono (McLafferty y Turecek,
1993).

4.4 |dentificacion de acidos grasos

Los acidos grasos presentes en las muestras
se identifican mediante la comparacion de los
espectros de masas con los espectros contenidos
en la biblioteca (base de datos) de espectros de
masas NIST/NBS. Esta identificacion se confirma
por:
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Figura 3. Espectro de masas del 4cido hexadecanoico
(C16:0).
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Figura 4. Espectro de masas del &cido
docosahexanoico (C22:6).

1. Interpretacion de los espectros de metil-
ésteres de acidos grasos segun MclLafferty y
Turecek (1993).

2. Comparacion de los tiempos de retencion de
los picos en la muestra, con los tiempos de
retencién de un patrén comercial de 29 metil-
ésteres de acidos grasos.

Gracias a que los iones producidos son
siempre los mismos y a que sus abundancias
relativas en el espectro son constantes, es posible
construir bases de datos de espectros de masas
de acidos grasos conocidos como referencia para
la identificaciéon y cuantificacién de mezclas de
composicion desconocida. En la actualidad los
procesos de comparacion automatica de los
espectros son suficientemente rapidos, sin em-
bargo, deben ser considerados como una ayuda
y no como un substituto en la interpretacion.
Asimismo, muchas bases de datos comerciales
son incompletas o no se adaptan especificamente

Saturado (23:0)

§ Monoinsaturado (24n:19

Poliinsaturado (22n:46)

Aret bajo el pico (Millones)

Concentracion (ug/mL)

Figura 5. Curva de calibracién de acidos grasos.

a nuestros intereses, por lo que es importante
contar con estandares puros de compuestos
conocidos semejantes a los que deseamos
analizar y que nos permitan actualizar, crear o
modificar nuestras propias bases de espectros.

4.5 Cuantificacion de acidos grasos

Ademas de la identificacion, los estandares
permiten elaborar curvas de calibracién a partir
de mezclas de concentracion conocida, basadas
tanto en la intensidad de la sefial, como en el area
integrada de cada uno de los picos del
cromatograma.

Para calcular la concentracion de los acidos
grasos presentes en las muestras, se integra el
area bajo los picos, y se interpola con una curva
de calibracién que relaciona 5 concentraciones
conocidas (20, 40, 60, 80 y 100 pg/mL) de cada
uno de los 29 estandares de acidos grasos metil
esterificados, con sus respectivas areas bajo el
pico, siendo el area directamente proporcional a
la masa en el sistema GC-MS (Fig. 5 ).

Para fines practicos, se puede preparar un
volumen suficiente de una mezcla de estandares
conocidos a una concentracién mayor a los 100
ug/mL de cada metil éster de acido graso.
Posteriormente, esta mezcla es diluida de manera
sucesiva hasta obtener 5 mezclas de 200 pL cada
una, cuyas concentraciones cubran un intervalo
entre 5y 100 pg/mL, la concentracion mas alta
se define por la eficiencia del pico.



88 DETERMINACION DE ACIDOS GRASOS POR GCMS

Para cada acido graso se calcula la pendiente
de la recta y se utiliza como factor de conversién
para obtener su concentraciéon en ug/mL a partir
del area. Dichos factores son individuales para
cada acido graso ya que la intensidad de la sefial
puede variar conforme aumenta el nimero de
carbonos de los compuestos, con la presencia e
incremento de dobles enlaces y de ramificaciones.
Para calcular la concentracién de cada acido
graso por miligramos de muestra se usa la
siguiente ecuacion:

C= [(AJFC)=Vr] /P
En donde:

C = Concentracién en ug/mg

A = Area bajo el pico de cada acido graso

FC= Factor de ccnversion o pendiente de la
curva de cada acido graso

Vr = Volumen en el que se resuspendieron lo
acidos grasos (en mL)

P = Peso de la muestra (en mg)

Para el calculo del porcentaje se considera la
suma de los pg/mg como el 100% con una regla
de 3 se calcula el porcentaje de cada acido graso.
La Tabla 1 muestra la organizacién de los datos
para una muestra de Chaetoceros muelleri
cosechada en fase exponencial, floculada con

quitosano y liofilizada. Los lipidos fueron extraidos
de 17.7 mg con cloroformo: metanol 1:2 y la
derivatizacion se realizd con 4&cido
clorhidrico:metanol 5:95. Los acidos grasos metil
esterificados se resuspendieron en 1.5 mL de
hexano.

Dado que durante el proceso de extraccion
ocurren ciertas pérdidas, se ha sugerido que estas
pueden ser cuantificadas mediante el calculo de
la razdn entre la concentracién observada y la
concentracidén esperada de un estandar interno
(C17:0, C23:0 o algun otro acido graso que no
esté presente en la muestra), que se haya
agregado a la muestra y cuya concentracién sea
conocida previamente.

La interpretacion final de los resultados
requerira cierto manejo estadistico de los datos,
el cual dependera del disefio experimental. Para
tal fin, los datos corregidos pueden ser presentados
como concentraciones en pg/mg, pg/individuo o
bien como porcentajes relativos, aunque en este
ultimo caso es necesaria la transformacién
arcoseno de la raiz del porcentaje sobre 100 a fin
de que la variancia sea independiente de la media
y puedan emplearse procedimientos como pruebas
de T, ANOVA, MANOVA, analisis de componentes
principales, analisis de factores o analisis de
agrupamiento (ver Anexo).
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Tabla 1. Ejemplo de organizacion de los datos obtenidos de una muestra de Chaetoceros muelleri

Tiempo de

o . Factor de ; Concentracion | Porcentaje | Arco seno
fEIdograR0 ret(m;u)o " | Conversion Ao (Mg/mg) (%) ; (raiz(%/100))

14:0 11.69 99902 3059319 2.6 9.2 0.3083
15:.0 13.92 101139 167947 0.1 0.5 0.0686
16:0 16.50 101935 2685769 2.2 8.0 0.2859
16:1 w-7 17.22 94914 4707419 42 14.9 0.3965
16:1 ©-5 17.92 94914 425818 04 1.3 0.1164
16:2 0-6 18.12 76415 1170323 1.3 46 0.2163
16:2 v-4 18.86 76415 1640365 1.8 6.5 0.2569
16:3 0-3 19.76 68589 3875994 4.8 17.0 0.4249
16:4 21.32 66930 148087 0.2 0.7 0.0817
18:0 22.85 102698 173766 0.1 0.5 0.0714
18:1 ©-9 22.96 88759 109510 0.1 04 0.0610
18:1 0-7 23.36 88759 298942 0.3 1.0 0.1008
18:2 ©-6 24 .40 76415 126299 0.1 05 0.0706
18:3 0-3 25.97 68589 134738 0.2 0.6 0.0769
18:4 ©-3 27.38 66930 264247 0.3 1.2 0.1092
20:4 -6 34.06 74187 379899 0.4 1.5 0.1244
20:5 -3 37.14 55294 5446096 8.3 29.6 0.5755
22:0 38.82 81563 35654 0.0 0.1 0.0363
24:0 55.86 54887 42002 0.1 0:2 0.0480
22:6 -3 56.14 36243 203080 0.5 1.4 0.1302
Suma 28.2 100.0

¥ Saturados 5.2 18.5 0.4447
T Monoinsaturados 5.0 17.6 0.4336
T Poliinsaturados 17.8 63.2 0.9188
T -3 141 50.1 0.7862
z w6 1.9 6.6 0.2607

89
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5. ANEXOS

ANEXO 1

ESTRUCTURAY NOMENCLATURA DE ACIDOS GRASOS

Estructura

Los acidos grasos son acidos carboxilicos de
cadenas largas de carbonos unidas a un grupo
carboxilo. En los lipidos la forma mas importante
es como acidos monocarboxilicos; los acidos
dicarboxilicos constituyen productos metabdlicos
o de la oxidacioén de los primeros (Fig. 1).

(CH,),-COOH

Acido graso monocarboxilico

HOOC-(CH,),-COOH

Acido graso dicarboxilico

Figura 1. Acidos grasos monocarboxilicos y
dicarboxilicos

En los lipidos de plantas y animales, se
observan cerca de 20 formas distintas de los
varios cientos de acidos grasos que han sido
identificados en la naturaleza. La mayoria de los
acidos grasos son compuestos que forman una
cadena lineal, y frecuentemente se encuentran
constituidos por un numero par de atomos de
carbono. La longitud de la cadena llega a variar
desde 2 hasta 80 pero normalmente se
encuentran entre 12 y 24 (Gunstone, 1996;
Christie, 2003).

Los acidos grasos de cadena corta suelen ser
muy volatiles y algunos se encuentran asociados
a aromas caracteristicos, ejemplos son: los &cidos
pentanoico, hexanoico y octanoico que estan
asociados al sudor; el nonanoico al aroma de
algunos quesos; los &cidos butanoico y decanoico
estan asociados al olor rancio; el benzoico al olor
de la orina y el dodecanoico a la cera. Los acidos
grasos clasifican en saturados y poliinsaturados.
Los saturados no tienen enlaces insaturados
(dobles enlaces) y no pueden ser alterados por
hidrogenacién o halogenacién. Los insaturados
tienen dobles enlaces presentes; monoinsa-
turados si solo se presenta un doble enlace y
poliinsaturados (PUFA por sus iniciales en ingles)
si poseen dos o mas enlaces dobles. En sistemas
biolégicos, los dobles enlaces suelen estar

separados por un solo grupo metileno (CH,), razén
por la que se les llama “insaturaciones metileno-
interrumpidas”. En los trabajos fisioldgicos
recientes, la ultima categoria (PUFA) es empleada
solo para acidos grasos con tres a seis dobles
enlaces, como los que se encuentran en aceite
de pescado y tejidos cerebrales (Gunstone, 1996;
Christie, 2003).

Algunos acidos grasos poco comunes, tienen
dos dobles enlaces adyacentes separados por
mas de un grupo metileno, estos son nombrados
acidos grasos “polimetileno-interrumpidos”.
Asimismo, en algunas plantas y bacterias, los
acidos grasos pueden ser mas complejos, bien
porque posean un numero impar de atomos de
carbono, bien porque se encuentren ramificados
0 porque contengan una variedad de otros grupos
funcionales, incluyendo enlaces acetileno, grupos
epoxi-, hidroxi- o ceto-, e incluso estructuras
anilladas (ciclopropano, ciclopropeno,
ciclopenteno y furano).

Nomenclatura

Cuando tienen una longitud de cadena entre
2 y 4 carbonos, son llamados de cadena corta,
de 6 a 10 son considerados de cadena media y
de 12 a 24 se consideran acidos grasos de cadena
larga. Sus propiedades fisicas y bioldgicas estan
relacionadas con esta division en tres clases.

Para describir precisamente la estructura de
una molécula de un acido graso se debe sefalar
la longitud de la cadena de carbonos (numero de
atomos unidos en forma lineal), el nUmero de
dobles enlaces y ademas la posicion exacta de
estos dobles enlaces. Esto define la actividad
biolégica de la molécula y del lipido que lo
contiene.

Para describir a los acidos grasos insaturados,
han prosperado dos propuestas:

La terminologia quimica propone que los
atomos de carbono sean contados a partir del
grupo carboxilo lo que pone el énfasis en el doble
enlace mas cercano a este grupo, por ejemplo: el
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acido linoleico se nombrara: 18:2 A9,12 o acido
cis-9, cis-12-octadecadienoico. Los dobles en-
laces (Figs. 2 y 3) usualmente tienen una
configuracion Z (cis), y en muchos casos se omite,
pero se suele emplear cuando se quiere
mencionar por separado a aquellos dobles en-
laces que tienen configuracién E (trans).

HHH HH HH H HHHHHHH O
. ; : P . g !

HHH § HH
Figura 2. Acido graso frans.

H

Figura 3. Acido graso cis.

La terminologia bioquimica y fisiologica ha
adoptado una forma distinta de contar la posicién
de los dobles enlaces, éstos son contados a partir
del grupo metilo terminal de modo que se denota
la familia metabdlica. En este caso la notacion es
n-x (siendo n el numero total de carbonos, x la
posicién del ultimo doble enlace). En la extensa
mayoria de los casos la posicion de los otros
dobles enlaces no es explicita ya que se deduce
a partir del primero agregando 3 unidades cuando
se trata de acidos grasos no-conjugados
(interrumpidos por un grupo metileno), sin em-
bargo existen casos en los que los acidos grasos
presentaran dobles enlaces conjugados (no hay
grupo metileno intermedio), en este caso la
posicion de los siguientes dobles enlaces se
obtiene agregando dos unidades (Gunstone,
1996; Christie, 2003).

El &cido linoleico (Fig. 4) o acido cis-9, cis-
12-octadecadienoico es también llamado en
nomenclatura reducida 18:2 (n-6) o 18:2w6. Este
compuesto tiene 18 atomos de carbono, 2 dobles

enlaces y 6 atomos de carbono desde el tltimo
doble enlace hasta el metilo terminal indicando
que pertenece a la familia w6.

Como 18-6=12, y 12-3=9, entonces A9,12.

Esta forma de nomenclatura ha permanecido
e incluso es aceptada por la Comisién
Internacional de Nomenclatura Bioquimica
debido a que resulta de interés para describir el
metabolismo de los acidos grasos.

z z
CH,(CH.).CH=CHCH, CH=CH(CH.)-COOH

18.2(8Z,12Z),18:2(1B)

acido cis-9, cis-12-octadecadienoico
Figura 4. Acido linoleico (18:2w6).

Origen de la familia n-6 (06)

El acido linoleico es desaturado y elongado
en el reticulo endoplasmico para formar acido § -
linolénico (18:3n-6) y de ahi se sucede la siguiente
secuencia de reacciones: acido dihomo-g -
linolénico (20:3n-6), &cido araquidénico (20:4n-
6) y acido adrénico (22:4n-6). El acido
docosapentaenoico (22:5 n-6) es sintetizado a
partir del adrénico en cantidades significativas solo
bajo condiciones de prolongada deficiencia de
acidos grasos n-3.

El acido araquidénico (ARA) se encuentra
normalmente esterificando las posiciones sn-2 de
los fosfolipidos de la membrana. Este acido graso
es liberado por la accién de la fosfolipasa A,. El
araquidonato libre es usado como precursor de
los eicosanoides, como las prostaglandinas de la
serie PG,, los leucotrienos y los tromboxanos.
(Gunstone, 1996; Christie, 2003).

Origen de la familia n-3 (0-3)

El otro acido graso esencial, el acido c -linolénico,
puede ser posteriormente elongado y desaturado
para formar los acidos grasos de cadena larga
de la serie ©3, como el acido eicosapentaenoico
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(EPA) y el docosahexaenoico (DHA), que son
particularmente abundantes en membranas
neuronales de laretina y el cerebro de mamiferos.

EIDHAYy el EPA como productos metabdlicos
del acido o -linolénico (cis 9,12,15-18:3)
pertenecen a la serie de los 4cidos grasos ©3. Su
sintesis ocurre a traves de la siguiente secuencia
de reacciones: 9,12,15-18:3 —> 6,9,12,15-18:4
—>8,11,14,17-20:4 (ARA) —> 5,8,11,14,17-20:5
(EPA) —> 7,10,13,16,19-22:5 (DPA) —>
9,12,15,18,21- 24:5 —> 6,9,12,15,18,21-24:6 —
). De acuerdo con

estas vias, se piensa que los acidos de 24-
carbonos que se elaboran en el reticulo
endoplasmico se movilizan a los peroxisomas,
para una [3 -oxidacion parcial.

El DHA es particularmente abundante en
membranas neuronales de retina y cerebro en
mamiferos. La deficiencia en &cidos grasos de la
serie n-3 causa la reduccion de los niveles de DHA
en estos tejidos y produce retraso en la habilidad
de aprendizaje, dafos en la visién ademas de ser
importante para el desarrolio completo del sistema
nervioso del feto y del recién nacido.

ANEXO 2

PROCEDIMIENTO PARA LA ESTERIFICACION (DERIVATIZACION) CATALIZADA POR

ACIDOS.

Resuspender Tapén tefién

lipidos Sellar con
Hexano cinta tefién
c17:0 Q) 25w
100uL '

(solo microalgas)

| S|
Resuspender. N, Secado
¥ |-
Hexano Tubo
N

Vial para &cidos grasos
CG-EM &cidos grasos
+Hexano +
NaSO4anhidro

“para derivatizar” ggeq
HCI: CH;0H
59-5(25le
vortex

chico

LEt l -

RCOO—CH,
RCOO—CH
RCO

RCOO=CH; + CH,OH

CHOH
CH,OH
separar
2veces
l v
Hexano (HPLC)
1.5mL
H,0
h +
vortax Impu:.zu
Acidos grasos
Lavar con
H20 Enfriar
destilada
3mlL 3veces
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ANEXO 3

FUNDAMENTOS DE CROMATOGRAFIA DE GASES ESPECTROMETRIA DE MASAS.

La cromatografia se ha definido como un
método fisico de separacién en la cual los
componentes « separar se distribuyen en dos
fases, una de las cuales constituye la fase
estacionaria, de gran area superficial y, la otra es
un gas (fase mavil) que pasa a través o a lo largo
de la fase estacionaria (McNair, 1981; Christian,
1981; Lederer y Lederer, 1957). Un cromatografo
de gases esta constituido por 5 partes
importantes: Gases, puerto de inyeccion, horno
(columna), detector y dispositivo de salida
(computadora).

Gas portador o de arrastre

Los gases portadores, de arrastre o
acarreadores, deben ser quimicamente inertes,
se utiliza generalmente helio, argdn, nitrégeno e
hidrégeno. La eleccion del gas esta determinada
por el tipo de detector a usar. Con el suministro
del gas se encuentran asociados los reguladores
de presién, manémetros y medidores de flujo,
ademas, el sistema de gases que pasan a través
de una serie de filtros como: tamiz molecular para
eliminar el agua, un metal catalitico para eliminar
oxigeno y carbon activado para eliminar
hidrocarburos (Agilent Technologies, 2001).

Sistemas de inyeccién

El método mas comun de inyeccion es a traves
de una micro-jeringa para inyectar una muestra
liquida o gaseosa a través de un septo de goma
o silicona, en una camara de vaporizacion situada
en la cabeza de la columna, donde la temperatura
juega un papel importante (McNair, 1981; Chris-
tian, 1981; Lederer y Lederer, 1957). Existen
diversos tipos de sistemas de inyeccion como el
split, splitless, split-splitliess , on-column, entre
otros. (Agilent Technologies, 2001).

Columnas

En cromatografia de gases se emplean dos
tipos de columnas: Las empacadas o de relleno

y las tubulares abiertas o capilares. La
temperatura de una columna es un factor
importante, para un una buena resolucion y
eficiencia en un andlisis. Es importante regular
la temperatura en décimas de grado, por lo que
la columna se introduce en un horno
termostatizado. La temperatura optima de la co-
lumna depende del punto de ebulliciéon de la
muestra y del grado de separacion que se
necesita. Las columnas de relleno, se fabrican
con tubos de vidrio, metal, acero inoxidable, cobre
o teflén. Estos tubos se empacan con un material
de relleno sdlido, finamente dividido y homogéneo
que se recubre con una capa delgada de la fase
estacionaria liquida. Las columnas capilares, son
de dos tipos, denominadas capilares de pared
recubierta (WCQOT) y capilares con soporte
recubierto (SCOT) (Agilent Technologies, 2001).

Detectores

Un detector es un dispositivo para identificar
la presencia de las sustancias eluidas a la salida
de la columna cromatogréfica. Es un dispositivo
capaz de convertir una propiedad fisica, no men-
surable, en una sefal. En cromatografia un de-
tector funciona comparando una propiedad fisica
entre el gas portador puro y el mismo gas portador
llevando cada uno de los componentes que
previamente se han separado en la columna, esta
accion se traduce en una sefal eléctrica, que
posteriormente se amplificara mediante un
registrador grafico o integrador permitiendo indicar
el momento que salen de la columna los
componentes (McNair y Miller 1997, McNair, 1981;
Christian, 1981; Lederer y Lederer, 1957). Existen
una gran variedad de detectores como: Detector
de Conductividad Térmica (TCD), Detector de
lonizacion de Flama (FID), Detector de Captura
de Electrones (ECD), Detector Selectivo de Masas
(MS). Sin embargo los detectores que se utilizan
para al anélisis de acidos grasos metil
esterificados (FAME) son: el detector de ionizacion
de flama (FID) y el detector selectivo de masas
(MS).
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Detector de ionizacién de flama (FID)

En un FID los componentes que se queman
en la flama producen iones, los cuales son
colectados y a su vez generan la sefal del detec-
tor Los analitos que tienen mayor niumero de
carbonos son los que producen una sefial mayor.
Es un detector destructivo y es especialmente Util
para analizar compuestos: como alcoholes,
fragancias, acidos grasos, esteroles e
hidrocarburos (McNair y Miller 1997, McNair, 1981;
Christian, 1981; Agilent Technologies, 2001).

Detector Selectivo de Masas (MSD)

El proposito fundamental de un espectrometro
de masas es convertir una muestra en productos
mensurables que sean indicadores de la
naturaleza de la molécula original. Dichos
productos son iones en estado gaseoso,
generalmente positivos que se pueden separar
de acuerdo a su masa molecular. La
representacion grafica de la relacion que existe
entre el cociente masa /carga de cada uno de los
iones y su abundancia relativa es a lo que se le
llama un espectro de masas. En la abcisa se in-

dica la relacidbn masa — carga (m/z) de cada uno
de los iones que forman la molécula y en la
ordenada la abundancia relativa de cada i6n
(McLaferty, 1993). Un espectrémetro de masas
esta constituido por una fuente de ionizacion, un
analizador de masas y un detector de masas.

Descripcion y funcionamiento del
espectrometro de masas

El espectrometro de masas es un tipo de de-
tector que ioniza las moléculas. La corriente de
muestras vaporizadas entra con una presion
aproximada de 10 Torr y choca con una corriente
de electrones que proviene de un filamento
incandescente formando varios productos entre los
que se incluyen iones positivos. Los iones viajan a
través de una camara hacia un anodo en el lado
opuesto y son expulsados hacia el analizador, en
donde un filtro cuadripolo los separa de acuerdo a
su masa / carga, una bomba de vacio los acelera
hasta el detector donde la corriente iénica se
amplifica generando una sefal que es interpretada
por un software y representada por un espectro de
masas (McLafferty y Turecek, 1993; Siuzdak, 1996;
Gunstone, 1996).

ANEXO 4

HERRAMIENTAS ESTADISTICAS DE ANALISIS DE ACUERDO AL DISENO EXPERIMENTAL.

Un experimento disefiado es una prueba o
serie de pruebas en las cuales se inducen
cambios deliberados en las variables de entrada
de un proceso o sistema, de manera que sea
posible identificar las causas de los cambios en
la respuesta de salida. Algunas variables del
proceso: las variables independientes, son
controladas, mientras que otras no son
controladas: las variables dependientes.

Para gque los resultados de cualquier analisis
biogquimico puedan ser interpretados con mayor
facilidad es necesario establecer y definir varios
aspectos del disefio experimental. El principal de
ellos es la claridad en los objetivos del estudio.

Entre los objetivos del experimento pueden
incluirse:

1. Determinar cuales variables x tienen mayor
influencia en la respuesta y (Ejemplo: ;Qué
variables afectan el contenido de uno o varios
acidos grasos en mis muestras?,
(temperatura, salinidad, profundidad,
iluminacién, nutrientes).

2. Determinar el mejor valor de las variables x
que influyen en y, de modo que y tenga casi
siempre un valor cercano al valor nominal
deseado. (Ejemplo: en que temporada, o con
qué dieta el contenido de un acido graso es
mayor).

3. Determinar el mejor valor de las x que influyen
en y, de modo que la variabilidad de y sea
pequena. (Ejemplo: qué temperatura causa
menos estrés térmico o qué salinidad causa
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menos estrés salino permitiendo una menor

variabilidad en el contenido de uno o varios

acidos grasos).

4. Determinar el mejor valor de las x que influyen
en y, de modo que se minimicen los efectos
de las variables no controladas. (Ejemplo: No
controlo la temperatura en colectas de campo,
pero sé que ésta afecta mas a los juveniles
gue a los adultos, de modo que colecto y
determino preferentemente la composicion de
adultos).

Para fines de muestreo es importante
considerar si las variables que nosotros
registramos son las unicas responsables de los
cambios observados, ya que la correspondencia
entre una variable dependiente y una
independiente no forzosamente implica relaciones
causa: efecto. El conocimiento de la literatura
especializada en el tema de estudio resulta de
vital importancia en el disefio experimental, a fin
de hacer pruebas sencillas y claras.

Una vez establecido el objetivo del estudio,
es importante definir cuales son las variables
independientes, los niveles de esas variables k,
las variables dependientes y el tamafio de la
muestra, tanto en volumen, biomasa o con
relacién al nUmero de réplicas n.

Los tratamientos seran las variables que
controlamos 0 que conocemos a priori, es decir
las independientes, como pueden ser la
temperatura, salinidad, profundidad, iluminacion,
nutrientes. Los disefios experimentales pueden
incluir un solo tratamiento como variar la
concentracion de nitrégeno, de carbono, la
frecuencia de aplicaciéon de un mutageno, de la
temperatura, o de la luz, o mas de uno, como
temporada del afio y localidad.

Cada uno de estos tratamientos puede tener
uno o varios niveles. Asi, un experimento que
incluya 5 concentraciones distintas de nitrogeno
y tres condiciones de iluminacion sera un
experimento con dos tratamientos con 5 y 3
niveles cada uno. En estudios de campo las varia-
bles independientes pueden ser condiciones
ambientales como profundidad (con tres niveles
como superficial (Om), somera (0.5ma 10 m) y
profunda (>10m), o temperatura (calido y
templado). Las variables no controladas o varia-
bles independientes en el caso de los acidos

grasos pueden ser uno 0 mas acidos grasos, por
ejemplo los esenciales (18:2n6y 18:3 n3), los de
importancia funcional (ARA, EPAYy DHA) e incluso
el perfil completo de los acidos grasos.

En los estudios de acidos grasos, se busca
analizar el comportamiento de una, dos o0 mas
variables independientes. Por ejemplo el
comportamiento del EPA en funcion de distintos
niveles de nitrégeno en un cultivo de microalgas,
la comparacion de los contenidos de EPAy el DHA
en distintos estadios de desarrollo del camarén e
incluso el analisis de multiples variables, como
el comportamiento del perfil de acidos grasos
de copépodos en distintas localidades de
muestreo.

El analisis de una sola variable independiente
puede ser meramente descriptivo (por ejemplo
cuando no se sabe nada de la especie en
cuestion), para lo cual se pueden aplicar medidas
de tendencia central (media, mediana, moda) y
medidas de desviacién (varianza, desviacion
estandar) e incluso intervalos de confianza. Esta
informacién  permite  hacer algunas
comparaciones con otras especies en la literatura,
con otros métodos de extraccion o de separacion
de lipidos.

Un andlisis del contenido de &cidos grasos
puede dar valores absolutos de los acidos grasos
(ug/mg) o relativos (% de un &acido graso con
relacion a todos los acidos grasos presentes en
la muestra). El tratamiento de uno u otro tipo de
datos es diferente debido a que los indices o
medidas relativas no suelen mostrar
independencia de la media con relacién a la
variancia, por lo que se recomienda transformar
los datos a fin de subsanar este problema
(transformacion logaritmica, arco seno o raiz
cuadrada, entre otras).

El caso mas simple de comparacion es el de
un solo tratamiento con dos niveles (verano vs.
otono, fase logaritmica vs. fase estacionaria). La
prueba de t-Student es aplicable en estos casos
siempre que queramos comparar el
comportamiento de un solo acido graso en estas
condiciones. La prueba de ANOVA es (til cuando
buscamos comparar dos 0 mas tratamientos y
cuando cada uno de estos tratamientos tiene dos
o0 mas niveles. Es importante recordar que para
poder aplicar estas pruebas los datos deben
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mostrar homogenzidad de varianzas, la

distribucion de los datos debe ser normal y la

variable de respuesta debe ser continua.

Como recordatorio, los supuestos del analisis
de varianza de una via para muestras
independientes son:

1. Que la escala en la cual la variable
dependiente es medida, tenga las propie-
dades de una escala de intervalos iguales.

2. Que las muestras k sean tomadas de manera
independiente y aleatoriamente de la
poblacién de origen.

3. Que se pueda suponer, razonablemente, que
la poblacion de origen tiene una distribucion
normal.

4. Que las muestras k tienen aproximadamente
varianzas semejantes.

Cuando el tamafo de las muestras es igual
en todos los casos, el primero, tercero y cuarto
supuesto no deben ser muy preocupantes, el
segundo siempre lo es. Para ese caso el analisis
de varianza es suficientemente robusto, es decir,
que los resultados no cambian mucho si se viola
cualquiera de estos supuestos. Sin embargo,
cuando el tamafio de las muestras no es igual, el
efecto de violar cualquiera de estos tres
supuestos, es mayor y por tanto puede
conducirnos a interpretaciones erroneas de
nuestros datos. Una alternativa no paramétrica
equivalente al ANOVA de una via para muestras
independientes es la prueba de Kruskal-Wallis
(Sokal y Rolf, 1995).

Analisis de mas de una variable de
respuesta

Cuando lo que se pretende es comparar la
composiciéon de mas de un acido graso, es posible
hacer varias pruebas de ANOVA para cada acido
graso por separado (al igual que es posible hacer
varias pruebas de t para cada variable
independiente en lugar de una ANOVA), sin em-
bargo existen mejores herramientas para
solucionar esta situacion.

Dependiendo de los objetivos del estudio, es
posible que solo se desee comparar los perfiles
entre dos o mas tratamientos y saber si estos son
diferentes, sin importar demasiado en donde
residen esas diferencias. Si ese es el caso una

prueba de Chi-cuadrada es suficiente para
comparar esas distribuciones, o sila naturaleza de
los datos demanda un analisis no parameétrico, es
posible aplicar una prueba de Kolmogorov-Smirmov.

Sin embargo, la mayoria de las veces se
requiere saber que acidos grasos contribuyen a
las diferencias en los perfiles que observamos.
Un analisis MANOVA puede ser la solucion,
aunque es importante recordar que el MANOVA
requiere tamanos de muestra mayores que
ANOVA, en total y por grupo. Asimismo, el disefio
debe corresponder al niumero de variables, por
ejemplo: con dos 0 mas variables independientes
un disefo factorial es méas apropiado, otra
caracteristica deseable es que las observaciones
sean independientes, que las matrices de
varianza covarianza sean iguales y que cada va-
riable de respuesta tenga una distribucién nor-
mal (Sokal y Rolf, 1995).

Cuando una o mas de estas condiciones no
se cumplen, una buena alternativa es el uso de
métodos multivariados, como el analisis de
componentes principales, el analisis de factores,
el analisis de correlaciones canonicas y el analisis
de funciones discriminantes. Nuevamente, su
aplicacién dependera de los objetivos del estudio,
existen bastantes ejemplos del uso de anélisis
multivariado utilizando perfiles de acidos grasos
en organismos acuaticos (Mjaavatten, 1997).

Analisis de componentes principales

El analisis de componentes principales ha sido
empleado recientemente en los estudios de
perfiles de acidos grasos. Este tipo de analisis
sirve para detectar que tratamientos o variables
dependientes tienen mayores efectos en la
composicion de cierto perfil de acidos grasos.
Tiene la ventaja de que se prueban todas las varia-
bles independientes y dependientes al mismo
tiempo, de manera que permite conocer cuales
variables de respuesta (cuales acidos grasos) son
mas afectadas por cuales tratamientos. La
interpretacion de los resultados, sin embargo,
requiere de un conocimiento profundo no solo de
la biologia de las especies, sino de la teoria que
fundamenta este tipo de anélisis. Es un enfoque
deterministico y no requiere de un tamano de
muestra muy grande.
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