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I RESUMEN 

La biotecnología de microalgas es una nueva área surgida en años recientes, 

interesada en el uso de estos microorganismos como biorreactores para la obtención 

de compuestos de alto valor como proteínas, pigmentos y ácidos grasos, entre otros, 

que tienen un amplio rango de aplicaciones biotecnológicas. Dentro de esta nueva 

área, se han manipulado genéticamente diversas especies para producir una mayor 

cantidad de lípidos y ácidos grasos, así como la sobreexpresión de pigmentos,  útiles 

tanto en la industria alimentaria y cosmética como en la industria de los 

biocombustibles, además, una aplicación un tanto más importante, ha sido la expresión 

de proteínas recombinantes, destinadas principalmente al área terapéutica y de la 

salud. Chlamydomonas reinhardtii fue la primera microalga verde modificada 

exitosamente, hasta la fecha, son pocas las microalgas del grupo de las clorófitas que 

han logrado ser manipuladas de manera exitosa. Dunaliella tertiolecta es una 

microalga verde que posee características peculiares para funcionar como un buen 

sistema de expresión de proteínas, esta especie carece de pared celular, lo que podría 

permitir la inserción del ADN exógeno al interior de la célula de una manera más fácil 

durante el proceso de transformación genética mediada por Agrobacterium 

tumefaciens. El objetivo de esta investigación fue establecer un sistema de 

transformación genética de la microalga D. tertiolecta mediado por A. tumefaciens 

utilizando el vector de transferencia pCAMBIA 1304. Para ello se realizaron curvas de 

crecimiento y de viabilidad celular del cultivo de D. tertiolecta, obteniéndose al día 4 

alrededor de 1 x 106 cel/mL y una viabilidad celular del 86 %, por lo que se fijó este día 

para determinar la dosis letal mínima de higromicina y establecer el sistema de 
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transformación. La dosis letal mínima de higromicina para la microalga resultó de 110 

mg/L en medio TAP sólido. Durante la transformación de las microalgas se emplearon 

medio de infección sólido y líquido, DO600 de Agrobacterium de 0.5, 1.0 y 1.5, y tiempos 

de co-cultivo de 24, 48 y 72 h. Los valores de IET resultaron de la ponderación de la 

viabilidad celular y la eficiencia de transformación respecto a la expresión transitoria 

del gen gus, posterior a la transformacón, dichos datos fueron analizados 

estadísticamente mediante un ANOVA de tres factores y prueba de Fisher (LSD, p ≤ 

0.05), obteniendo diferencias significativas en los tratamientos con el método de 

infección en medio sólido: (1) DOAgro = 1.0, Tco-cult = 48 h; (2) DOAgro = 1.5, Tco-cult = 48 

h; (3) DOAgro = 0.5, Tco-cult = 72 h; (4) DOAgro = 1.0, Tco-cult = 72 h y (5) DOAgro = 1.5, Tco-

cult = 72 h, con respecto a los demás. El protocolo de transferencia genética mediado 

por Agrobacterium presentado en esta investigación, podría ser de gran utilidad para 

la posterior obtención de microalgas transgénicas de Dunaliella tertiolecta, que 

expresen diversas proteínas recombinantes de interés nutrimental, nutracéutico y 

terapéutico. 
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ABSTRACT 

Biotechnology microalgae is a new field emerged in recent years, interested in 

using these organisms as bioreactors for the extraction of high value compounds such 

as proteins, pigments, fatty acids, and others, which have a wide range of 

biotechnological applications. In this new area, various species of microlagae have 

been genetically manipulated in order to increase the production of lipids and fatty 

acids, used in the biofuel industry, as well as the overexpression of pigments, useful in 

both the food, cosmetic industry. Also, recently it has achieved an important application, 

such as the expression of recombinant proteins, primarily destined for therapeutic and 

health areas. Chlamydomonas reinhardtii was the first genetically modified green 

microalgae successfully, to date there are few chlorophytes microalgae that have been 

successfully manipulated. Within this gruop, Dunaliella tertiolecta is a green microalgae 

that has interesting feeatures which proposed them as an actractive protein expression 

system. This specie lacks of cell wall, which could allow the insertion of exogenous 

DNA into the cell in an easier way during the genetic transformation mediated by 

Agrobacterium tumefaciens. The objective of this research was to establish a genetic 

transformation system of D. tertiolecta mediated by A. tumefaciens using the transfer 

vector pCAMBIA 1304. For this purpose,  growth curves were made,  and cell viability 

of D. tertiolecta culture was evaluated, finding the highest cell viability at day 4 of culture 

(86%) with cellular density of 1 x 106 cells/mL, choosing this day to perform the 

minimum lethal dose assay with hygromycin, and to realize the genetic transformation 

assays. The minimum lethal dose hygromycin for the microalga was found at the 

concentration of 110 mg/L in TAP solid medium. To establish the genetic transformation 
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system, different conditions were tested such as infection medium (solid or liquid), 

density of A. Tumefaciens OD600 of 0.5, 1.0 and 1.5, and co-culture time (24, 48 and 

72 h). To determine the best transformation conditions, a Transformation Eficiency 

Index (TEI) was established, combining the variables: cell viability and transient 

expression of the gus gene (number of gus cells positive). Data were statistically 

analyzed by three factors ANOVA and Fisher test (LSD, p ≤ 0.05), obtaining significant 

differences the TEI of treatments using solid infection medium. The statistical showed 

five treatments with the higher TEI: ([1] DOAgro = 1.0, Tco-cult = 48 h; [2] = 1.5 DOAgro Tco-

cult = 48 h; [3] DOAgro = 0.5, T co-cult = 72 h; [4] DOAgro = 1.0, T co-cult = 72 h and [5] DOAgro 

= 1.5, T co-cult = 72 h). The protocol for Agrobacterium-mediated gene transfer presented 

in this study could be useful for subsequent production of transgenic microalgae 

Dunaliella tertiolecta, which express recombinant proteins of various nutritional, 

nutraceutical and therapeutic interest. 
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II INTRODUCCIÓN 

En los últimos años, ha surgido gran interés en las microalgas como biorreactores 

para obtener compuestos de alto valor como proteínas, pigmentos, ácidos grasos y 

polisacáridos, que tienen un amplio rango de aplicaciones biotecnológicas. Dando 

lugar al desarrollo de una nueva área denominada biotecnología de microalgas, 

interesada principalmente en el cultivo de éstas, bajo condiciones controladas, con 

objeto de usar posteriormente la biomasa producida. 

Dentro de esta nueva área, se han manipulado genéticamente diversas especies 

para producir una mayor cantidad de lípidos y ácidos grasos, aprovechados en la 

industria alimentaria y de los biocombustibles, pues se ha demostrado que el 

metabolismo de las microalgas puede ser ampliamente explotado para la producción 

de diversos tipos de biocombustibles (Radakovits y col 2010). Por otra parte, se ha 

logrado la sobreexpresión de pigmentos en especies de microalgas que normalmente 

los sintetizan en niveles moderados, y la producción de los mismos en microalgas 

incapaces de producirlos de manera natural, los cuales resultan de utilidad en la 

industria tanto alimentaria como cosmética; además, una aplicación mayormente 

importante, es la expresión de proteínas recombinantes, tales como proteínas 

complejas de origen humano, destinadas principalmente al área terapéutica y de la 

salud (Mayfield y Franklin 2005; León y col 2007). Por lo anterior y considerando las 

características del cultivo de las microalgas; poco costoso, tiempos cortos de 

producción, libre de patógenos humanos, y la capacidad de estos organismos de 

realizar modificaciones post-traduccionales, podría aseverarse que las microalgas 

funcionan como biorreactores para la producción de proteínas recombinantes, como 
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el caso de Chlamydomonas reinhardtii, primera microalga manipulada genéticamente 

de manera exitosa, considerándose como el punto de partida en esta área (Kumar y 

col 2004; Griesbeck y col 2006). 

Una especie en particular, perteneciente al grupo de las clorófitas, al igual que 

Chlamydomonas, y que además posee características peculiares para funcionar como 

un buen sistema de expresión de proteínas, se encuentra dentro del género Dunaliella; 

la microalga verde Dunaliella tertiolecta carece de pared celular, lo que podría permitir 

la inserción del ADN exógeno al interior de la célula de una manera más fácil durante 

el proceso de transformación genética. 

Dentro de los procesos de transformación genética efectivos para la modificación 

de diversas especies de microalgas se encuentran la agitación con esferas de vidrio 

(Kindle 1990), biobalística (Dunahay y col 1995; Apt y col 1996; Falciatore y col 1999; 

Fischer y col 1999), electroporación (Maruyama y col 1994; Chen y col 2001; Sun y col 

2005), y la transferencia mediada por Agrobacterium tumefaciens (Kumar 2004; 

Kathiresan y col 2009; Cha y col 2011). Destacando este último por ser un método 

simple y eficiente en comparación con los demás. 

Agrobacterium tumefaciens es una bacteria ampliamente utilizada para 

transformar células vegetales (Gelvin 1998). La capacidad de transferir genes 

posiciona a A. tumefaciens como un vector de transferencia, ya que virtualmente 

cualquier ADN de interés puede ser transferido a las células huéspedes (Zupan y col 

2000). 
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El plásmido Ti, en el cual se encuentra el ADN que Agrobacterium transfiere a la 

célula huésped, posee un origen de replicación, una región vir, una región de 

transferencia (ADN-T) y genes que codifican enzimas para la síntesis y catabolismo 

de las opinas (fuente de energía) (Bolton y col 1986). 

Recientemente, ha sido mostrado que un amplio rango de células huésped de tipo 

no vegetal ha sido transformado genéticamente por A. Tumefaciens, extendiéndose a 

más de 80 microorganismos, principalmente hongos que incluyen levaduras, además 

de células animales, microalgas y células procariotas (Kunik y col 2001; Kumar y col 

2004; Soltani y col 2008; Kathiresan y col 2009). 

Hasta ahora, solo se ha reportado la transformación exitosa, mediada por A. 

Tumefaciens, de tres especies de microalgas de agua dulce, entre ellas 

Chlamydomonas reinhardtii (Kumar y col 2004), Haematococcus pluvialis (Kathiresan 

y col 2009), Chlorella vulgaris (Cha y col 2012); y tres especies marinas: 

Nannochloropsis sp. (Cha y col 2011), Dunaliella bardawil (Anila y col 2011) y 

Schizochytrium sp. (Cheng y col 2012). 

En la presente investigación se propone el establecimiento de un sistema de 

transformación genética de la microalga D. tertiolecta mediado por A. tumefaciens 

utilizando el vector de transferencia pCAMBIA 1304, el cual contiene el gen reportero 

de β-glucoranidasa (gus), además, cuenta con genes de resistencia a higromicina, 

para la selección de las células transformadas (Wilson y col 1999). 
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III REVISIÓN DE LITERATURA 

A MICROALGAS 

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos procariotas o eucariotas que 

pueden crecer rápidamente y vivir en condiciones muy duras, debido a sus estructuras 

multicelulares o unicelulares simples (Radmer 1996).  

Las microalgas son especies ubicuas; están presentes en todos los ecosistemas 

terrestres existentes, no sólo en acuáticos, lo que representa una gran variedad de 

especies que viven en una amplia gama de condiciones ambientales, habitando en 

océanos, cuerpos de agua, rocas, suelos e incluso árboles. Comprenden arriba de 50 

mil especies y representan una gran diversidad genética y metabólica; sólo un número 

limitado, de alrededor de 40 mil especies se han estudiado y analizado (Radmer 1996; 

Richmond 2004). Las microalgas representan el grupo de microorganismos más 

grande y poblado de la Tierra, estos pueden existir individualmente o en grupos y son 

consideradas los organismos vivientes más antiguos. Las microalgas forman parte de 

la base nutricional y recurso primario de nutrientes de la cadena alimentaria en los 

sistemas acuáticos, formando el fitoplancton (Guedes y col 2011).  

Tradicionalmente las microalgas son consideradas organismos fotosintéticos que 

requieren dióxido de carbono como recurso de carbono, y luz solar como fuente de 

energía. Se consideran las responsables de más del 50 % de la productividad 

fotosintética primaria en la tierra, representando fábricas solares para un amplio rango 

de productos potencialmente benéficos (Milledge 2011). El interés por este grupo de 

microorganismos autotróficos, recae en su potencial empleo para la producción de 
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biomasa usando energía solar, para la obtención de alimentos, productos químicos y 

nutracéuticos (Lee 1989).  

Debido a la estructura celular sencilla de las microalgas, la acumulación de energía 

química después del proceso fotosintético no se desperdicia en la construcción de 

estructuras complejas, sino que se orienta a un uso más eficiente de formación de 

nuevas células y por consecuencia un aumento en la producción de biomasa 

(Satyanarayana y col 2011).  

1 Estructura celular de las microalgas 

Existen dos tipos de microalgas: procariotas y eucariotas. Las primeras carecen de 

organelos rodeados por membranas (plástidos, mitocondrias, núcleo y aparato de 

Golgi) como ocurre en las cianobacterias (Fig 1) y las proclorófitas (Lee 1989). El ADN 

de las células procariotas no se organiza en cromosomas, radica libre en el citoplasma 

junto con las membranas fotosintéticas (Richmond 2004).  

El resto de las microalgas son eucariotas y tienen organelos. Una célula eucariota 

típica (Fig 2) está rodeada por una pared celular compuesta de polisacáridos que son 

particularmente producidos y secretados por el aparato de Golgi, posee una membrana 

que rodea al núcleo, el cual contiene la mayor parte del genoma distribuido en un 

conjunto de cromosomas, y el nucléolo. La membrana plasmática rodea el resto de las 

partes de la célula, la cual es la estructura responsable de controlar el flujo externo e 

interno de substancias en el protoplasma (Lee 1989). 
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Figura 1. Estructura típica de una cianobacteria. (C) cuerpos de cianoficina (gránulos 

estructurados); (Car) carboxisomas (cuerpos polihédricos); (D) fibrillas de ADN; (PG) 

gránulos de poliglucano; (Py) ficobilisomas; (R) ribosomas; (S) cubierta; (W) pared 

celular. Tomado de Lee (1989). 
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Figura 2. Esquema de una célula eucariota, la microalga verde Chlamydomonas 

reindhartti mostrando los organelos presentes en las células eucariotas. (C) 

cloroplasto; (CV) vacuolas contráctiles; (E.R.) retículo endoplásmico; (F) flagelo; (G) 

aparato de Golgi; (M) mitocondria; (N) núcleo; (P) pirenoide; (S) almidón; (V) vacuola; 

(W) pared celular. Tomada de Lee (1989). 
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El citoplasma está dividido en compartimentos y organelos ligados a membranas 

(aparato de Golgi, mitocondrias, retículo endoplásmico, vacuolas, centriolos y 

plástidos) con funciones específicas (Richmond 2004). 

Los flagelos (órganos locomotores) ayudan a impulsar a la célula en el medio 

mediante su golpeteo, están situados en la membrana plasmática y tienen un número 

y orientación específico de microtúbulos. El núcleo, el cual contiene el material 

genético de la célula, está rodeado por una doble membrana con poros. Los 

cloroplastos están rodeados por dos membranas; algunas veces los cloroplastos 

contienen un área densa proteínica, el pirenoide, el cual se asocia con la formación de 

productos de almacenamiento. Los cloroplastos poseen sacos de membrana llamados 

tilacoides, que llevan a cabo la reacción de fotosíntesis. Los tilacoides están 

incrustados en el estroma, donde toman lugar las reacciones de fijación de CO2 de la 

fase oscura. El estroma tiene pequeños ribosomas de 70S, ADN, y en algunos casos, 

productos de almacenamiento (Lee 1989; Richmond 2004). 

a Fotosíntesis  

Durante el proceso de fotosíntesis llevado a cabo en los cloroplastos de las 

microalgas, éstas aprovechan la energía luminosa para extraer protones y electrones 

de una variedad de moléculas donadoras, tales como H2S, para reducir el CO2 y formar 

moléculas orgánicas (Richmond 2004).  

La biomasa de microalgas que forman parte del fitoplancton en el océano, equivale 

al 1-2 % del carbono vegetal total en el mundo, pero estos organismos fijan alrededor 

de 40 x 109 toneladas de carbono por año, lo cual representa aproximadamente el 40 
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% del total mundial. Por lo que, la fotosíntesis del fitoplancton es significativa para los 

ciclos biogeoquímicos globales. Se cree que los primeros organismos fotoautótrofos 

evolucionaron hace 3.5 billones de años. Posteriormente, emergieron los 

microorganismos fotosintéticos productores de oxígeno, que crearon el oxígeno de la 

atmosfera del planeta Tierra, las microalgas procariotas (cianobacterias) y eucariotas 

(Berger y col 1989; Falkowski 1994; Bo-Ping, 2001; Richmond 2004).  

Las cianobacterias (algas verde azules), forman filamentos o agregados. Su 

organización interna, consta de una región central (nucleoplasma), la cual es rica en 

ADN, y una región periférica (cromoplasto), que contiene membranas fotosintéticas 

organizadas usualmente en paralelo, cerca de la superficie celular (Richmond 2004). 

Los microorganismos eucariotas autotróficos se dividen usualmente de acuerdo a sus 

pigmentos fotosintéticos: rodófitas (algas rojas), crisófitas (algas doradas), feofíceas 

(algas cafés) y clorófitas (algas verdes). Sus aparatos fotosintéticos se organizan en 

organelos especiales, los cloroplastos, los cuales contienen capas alternas de 

membranas de lipoproteínas (tilacoides) y una fase acuosa, el estroma (Staehelin 

1986). 

La fotosíntesis oxigénica puede ser expresada como una reacción redox conducida 

por la energía lumínica (captada por moléculas de clorofila) en la cual el dióxido de 

carbono y agua son convertidos a carbohidratos y oxígeno (Richmond 2004). 

La conversión tradicionalmente se divide en dos etapas, en las llamadas 

reacciones de luz y de oscuridad. En la reacción de luz, la cual tiene lugar sobre las 

membranas fotosintéticas, la luz capturada por los complejos antena periféricos, es 
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transferida eficientemente al centro de reacción de los complejos antena del 

fotosistema II y fotosistema I, donde ocurre la separación primaria de las cargas, de tal 

manera que la energía lumínica es convertida a energía química proveyendo un 

reductor bioquímico NADPH2 y un compuesto de alta energía ATP (Gokhale 2009). 

Las reacciones de oscuridad, toman lugar en el estroma, el NADPH2 y el ATP son 

utilizados en la reducción secuencial bioquímica del dióxido de carbono a 

carbohidratos (Richmond 2004). 

b Pigmentos fotosintéticos  

Todos los organismos fotosintéticos contienen pigmentos orgánicos para captar la 

energía luminosa. Hay tres grupos mayores de clases de pigmentos: clorofilas, 

carotenoides y ficobilinas. Las clorofilas (pigmentos verdes) y carotenoides (pigmentos 

amarillos o naranjas) son lipofílicos y están asociados en complejos pigmento-proteína, 

mientras que las ficobilinas son hidrofílicas (Lee 1989; Richmond 2004). 

Las moléculas de clorofila consisten en un anillo tetrapirrol (cabeza polar, 

cromóforo) que contiene un átomo central de magnesio, y un alcohol terpenoide de 

cadena larga (excepto la clorofila c). Estas moléculas están enlazadas no 

covalentemente a apoproteínas. Estructuralmente, los varios tipos de moléculas de 

clorofila a, b, c, y d difieren en la ubicación de sus sustituyentes en el anillo tetrapirrol. 

Todas las clorofilas tienen dos bandas de absorción: azul o verde-azul (450 - 475 nm) 

y rojo (630 - 675 nm). La clorofila a esta presente en todos los fotoautótrofos oxigénicos 

como parte del centro de reacción de los complejos pigmento-proteína, y las antenas 

(pigmentos accesorios) que captan la luz presentan clorofila b o c (Richmond 2004).  
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Los carotenoides representan un gran grupo de cromóforos naturales con un rango 

de absorción entre 400 y 550 nm. Los elementos básicos estructurales de los 

carotenoides son dos anillos de seis carbonos unidos por una cadena de 18 carbonos 

conjugados de doble enlace. Éstos, usualmente son hidrocarburos (carotenos, por 

ejemplo, α-caroteno o β-caroteno) o hidrocarburos oxigenados (xantófilas, por ejemplo, 

luteína, violaxantina, zeaxantina, fucoxantina o perinidina). Los carotenoides cumplen 

diversos roles en el aparato fotosintético, funcionan como (i) pigmentos accesorios que 

captan la luz y transfieren excitación a la clorofila a (ii) entidades estructurales en el 

interior del centro de reacción del complejo pigmento-proteína que captan la luz; y (iii) 

moléculas requeridas en la protección contra del exceso de irradiancia, tripletes de 

clorofila y especies reactivas de oxígeno. En las cianobacterias y algas rojas, la antena 

mayor contiene ficobilinas (ficoeritrobilina, ficocianobilina y ficourobilina), las cuales 

son tetrapirroles lineales, no asociados a un átomo de magnesio. Estos pigmentos 

accesorios absorben la luz verde-azul, verde, amarilla, o naranja (500 – 650 nm). En 

contraste a las clorofilas y carotenoides, las ficobiliproteinas son solubles en agua y 

los pigmentos se unen covalentemente a la apoproteína (Richmond 2004). 

2 Reproducción de las microalgas 

Las microalgas se propagan y multiplican generalmente por tres vias: vegetativa, 

asexual y sexual (Reddy 1996). En muchas especies unicelulares, la división celular o 

fisión binaria es el único mecanismo para la reproducción asexual. Esta puede ser 

extendida a las especies multicelulares, las cuales pueden reproducirse por 

fragmentación, o bien, mediante la producción de estructuras denominadas gemas o 

propágulos. Este proceso a menudo se denomina reproducción vegetativa y la 
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reproducción asexual se reserva para eventos que incluyen la formación de esporas 

especializadas (South y Whittick 2009).  

La reproducción vegetativa no implica el rejuvenecimiento de los protoplastos y las 

paredes celulares de las unidades reproduccidas son, ya sea total o parcialmente 

parentales. Mientras que la reproduccion asexual si implica el rejuvenecimiento de los 

protoplastos y los cuerpos reproducidos estan desnudos o provistos de una nueva 

pared sintetizada por ellos mismos. Esto es posible gracias a la acción de células 

especializadas en la diferenciación que son capaces de mutiplicar directamente a las 

microalgas (Reddy 1996). 

La formación de esporas tiene lugar mediante la reproducción asexual, se 

distinguen funcionalmente de los gametos en que estas se desarrollan sin singamia o 

fecundación, es decir, no ocurre fusión de celulas para producir un cigoto. Las esporas 

o células vegetativas deben ser capaces de sobrevivir bajo condiciones adversas del 

medio ambiente. Estas usualmente engrosan su pared celular y reducen su actividad 

metabólica. Las esporas motiles poseen flagelos y son denominadas zoosporas, sus 

homólogas no-motiles, son las aplanosporas. Las exosporas y endoesporas se forman 

respectivamente por abstricción del contenido celular o internamente en la celula 

parental (South 1996).  

La reproducción sexual en microalgas fue demostrada por primera vez en el siglo 

XIX en microalgas verdes filamentosas (Spirogyra) mediante conjugación (Gastineau 

2001). 
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La reproducción sexual (Fig 3), involucra dos procesos funcionalmente opuestos: 

singamia y meiosis. El primero, es un proceso de dos etapas que involucra la fusión 

citoplasmática de gametos (plasmogamia) seguida por el apareamiento de 

cromosomas (cariogamia) (South 1996). Hay diferentes tipos de reproducción sexual, 

que dependen del tipo de estructura y función de los gametos (Reddy 1996). 

En isogamia, ocurre la fusión de gametos morfológica y fisiológicamente similares, 

debido a ésto, los gametos que se fusionan para formar un cigoto presentan la misma 

apariencia y comportamiento; sin embargo, difieren en sus atributos sexuales, pues el 

gameto hembra se fija y produce feromonas que atraen al gameto macho (Muller 

1981).  

En anisogamia, los gametos fusionados son similares en estructura, pero difieren en 

tamaño. El gameto mas pequeño es el macho o microgameto, mientras que el gameto 

mas grande es llamado hembra o macrogameto, usualmente el gameto macho es mas 

activo que la hembra. En oogamia, los gametos fusionados son de diferente tamaño y 

comportamiento. Uno de los gametos es pequeño y móvil (esperma), el cual se une a 

la hembra, un gameto inmóvil o no-flagelado. El producto es llamado oospora o cigoto 

(Fig 3) (Reddy 1996). 

El segundo proceso es la meiosis, el aspecto más importante de la reproducción  

sexual. Se refiere al intercambio genético de información (en sinapsis) y la selección 

independiente de cromososmas en la células resultantes (South 1996). 
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Figura 3. Reproduccion sexual en microalgas: A, Isogamia; B, Anisogamia; C, 

Oogamia. Tomada de Reddy (1996). 
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En las algas pueden ser distinguidos 4 sitios de meiosis: 

1. Durante la germinación del cigoto, el cual ocurre en una sola fase diploide; 

denominada meiosis cigótica.   

2. Durante la formación de la espora, que posteriormente germina para formar una 

célula haploide, la cual producirá gametos por mitosis; denominada meiosis 

espórica. 

3. Durante la formación de gametos, la cual ocurre en una sola fase haploide; 

denominada meiosis gamética. 

4. Durante la división celular vegetativa, la cual es seguida por la formación de una 

espora o un gameto. Una parte del tallo es haploide y la otra diploide; 

denominada meiosis somática. 

El crecimiento y desarrollo de una microalga procede a lo largo de un número de 

distintas etapas morfológicas y citológicas, la secuencia ordenada de estos cambios 

se denomida ciclo de vida o historia de vida (Fig 4) (Reddy 1996).  

Los ciclos de vida cigóticos son generalmente considerados como primitivos y 

ocurren en su mayoria en algas unicelulares. Los ciclos de vida espóricos tienen una 

fase de producción de esporas y una fase de producción de gametos, la esporófita 

usualmente es diploide y el gametófito es haploide; a las secuencias periódicas de 

esporófita y gametófito se les llama alteraciones de generación. Los ciclos de vida 

gaméticos no son muy comunes en las algas, sin embargo, han surgido en algunos 

grupos. Por último, la meiosis somática se ha presentado en ciertas especies clorófitas 

y rodófitas de agua dulce (South 1996).  
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Figura 4. Ciclos de vida exhibidos en algas. I, cigótico; II, esporogénico; III, gamético; 

IV, somático. La fase dominante en I y III puede ser multicelular. Tomada de Reddy 

(1996). 
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3 Genética de microalgas  

La diversidad genética de las microalgas es un tema de gran importancia, pues 

muchas de ellas ocupan posiciones clave en el árbol de la vida y pueden proveer 

información sobre los eventos ocurridos durante su evolución. Dicha diversidad 

filogenética es también de interés con respecto a la biología general de estos 

organismos. Como resultado de sus historias evolutivas divergentes, los diferentes 

grupos de algas a menudo exhiben nueva información en términos de su metabolismo, 

biología celular, morfología, historias de vida, etc. 

Estas características resultan de interés desde un punto de vista fundamental, 

como recurso potencial de moléculas y novedosos procedimientos con un amplio 

rango de aplicaciones biotecnológicas (Cock y Coelho 2011). 

En años recientes, la aplicación del enfoque genómico ha permitido el avance 

significativo en muchas áreas de investigación de algas. Lo poco de secuenciación 

genómica disponible en microalgas, ha provisto importante conocimiento sobre el 

funcionamiento de estos microorganismos en su medio ambiente. Este enfoque 

combina métodos que permiten el análisis de expresión de genes, tales como 

secuenciación de ADNc o análisis de microarreglos. Una de las consecuencias de la 

amplia distribución filogenética de las microalgas a lo largo de muchos grupos 

eucariotas, es que representan un enorme potencial para el descubrimiento de nuevos 

procesos biológicos que incluyen rutas metabólicas, rutas de señalización, procesos 

celulares, regulación del crecimiento, etc (Coehlo y col 2007; Cock y Coelho 2011). 
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Los genomas son fundamentales para la manipulación genética y más para la 

ingeniería genética, pues no solo proveen la ubicación y la distribución de enzimas y 

rutas metabólicas, sino que también ayudan en la identificación de algunos elementos, 

como factores que actúan en cis y trans, y otros elementos regulatorios, utilizados para 

hacer mejoras en ingeniería genética (Qin y col 2012).   

El campo de la genómica en cianobacterias marinas empezó con la publicación de 

tres genomas de los autótrofos Prochlorococcus más pequeños (Dufresne y col 2003; 

Rocap y col 2003). A la fecha, han sido liberados cerca de 20 genomas de 

cianobacterias. Estas poseen muchas características en su genoma que son diferentes 

de otras algas, ejemplos de estas diferencias, incluyen una antena captadora de luz 

en su membrana externa, un sistema de dos componentes de transducción de señales 

(genes hik y rer), y su metabolismo autotrófico. En términos evolutivos, los cloroplastos 

son considerados como los antecesores de las cianobacterias (Allen y col 2011).  

El auge de las tecnologías de secuenciación de nueva generación (NGS), aunado 

a un alto descenso en su coste, ha llevado a la adquisición de importantes datos 

genómicos en microalgas a partir de la década de los 90’s (Cadoret y col 2012). 

Referente a la genómica en microalgas marinas eucariotas, esta empezó con la 

dilucidación de las secuencias completas de los tres cromosomas nucleomorfos 

remanentes de la criptomona Guillardia theta (Douglas y col 2001). Desde entonces, 

numerosos genomas han sido secuenciados o sus proyectos de secuenciación están 

en proceso, como se muestra en el Cuadro 1. 
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Cuadro 1. Genomas de microalgas y proyectos en secuenciación  

Especie  Cepa  Grupo Filogenético Marina 
Tamaño del 

genoma 
(Mpb) 

Status de la 
secuenciación 

Referencia 

Bathycoccus 
prasinos  

Bban7 
Plantae, 

Prasinophyceae 
(alga verde) 

Si   Completo Moreau y col 2012 

Ostreococcus tauri  OTH95 
Plantae, 

Prasinophyceae 
(alga verde) 

Si 12.6 Completo  Derelle y col 2006 

Ostreococcus 
"lucimarinus" 

CC9901 
Plantae, 

Prasinophyceae 
(alga verde) 

Si 13.2 Completo  Palenick y col 2007 

Ostreococcus sp. RCC809 
Plantae, 

Prasinophyceae 
(alga verde) 

Si   En proceso 
http://www.jgi.doe.gov/genome-
projects/ 

Micromonas pusilla RCC827 
Plantae, 

Prasinophyceae 
(alga verde) 

Si 15 Completo  Worden y col 2009 

Micromonas pusilla CCMP1545 
Plantae, 

Prasinophyceae 
(alga verde) 

Si 15 Completo  Worden y col 2009 

Duanliella salina  
CCAP         
19/18 

Plantae, 
Chlorophyceae (alga 

verde) 
No 130 En proceso 

http://www.jgi.doe.gov/genome-
projects/ 

Chlorella vulgaris  C-169 
Plantae, 

Trebouxiophyceae 
(alga verde) 

No 40 En proceso 
http://www.jgi.doe.gov/genome-
projects/ 
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Cuadro 1. Continuación 

Especie  Cepa  Grupo Filogenético Marina 
Tamaño del 

genoma 
(Mpb) 

Status de la 
secuenciación 

Referencia 

Chlorella sp. NC64A 
Plantae, 

Chlorellaceae    
(alga verde) 

No 46.2 Completo  Blanc y col 2010 

Chlamydomonas 
reinhardtii 

CC-503          
cw92                        
mt+ 

Plantae, 
Chlorophyceae 

(alga verde) 
No 120 Completo  Merchant y col 2007 

Volvox carteri   
Plantae, 

Chlorophyceae 
(alga verde) 

No  140 Completo  Prochnik y col 2010 

Cyanophora 
paradoxa 

  
Plantae, 

Glaucophyta 
No    En proceso 

http://www.biology.uiowa.edu/cyanoph
ora_home.html 

Cyanidioschyzon 
merolae 

10D 
Rhodophyta, 
Cyanidiaceae     

(alga roja) 
No  16.5 Completo  Matsuzaki y col 2004 

Galdieria 
sulphuraria 

  
Rhodophyta, 
Cyanidiaceae    

(alga roja) 
No    En proceso http://genomics.msu.edu/galdieria 

Thalassiosira 
pseudonana 

CCMP1335 
Heterokonta, 

Bacillariophyceae 
(diatomea) 

Si 34.5 Completo  Armbrust y col 2004 

Phaeodactylum 
tricornutum 

CCAP1055/
1 

Heterokonta, 
Bacillariophyceae 

(diatomea) 
Si 20 Completo  Browler y col 2008 
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Cuadro 1. Continuación 

Especie  Cepa  Grupo Filogenético Marina 
Tamaño del 

genoma 
(Mpb) 

Status de la 
secuenciación    

Referencia 

Pseudo-nitzschia 
multiseries 

CLN-47 
Heterokonta, 

Bacillariophyceae 
(diatomea) 

Si 250 En proceso http:www.jgi.doe.gov/genome-projects/ 

Fragilariopsis 
cylindrus 

CCMP          
1102 

Heterokonta, 
Bacillariophyceae 

(diatomea) 
Si 35 En proceso http:www.jgi.doe.gov/genome-projects/ 

Aureococcus 
anophagefferens 

CCMP 1984 
Heterokonta, 

Pelagophyceae 
Si 32 Completo  Gobler y col 2011 

Ochromonas CCMP1393 
Heterokonta, 

Chrysophyceae 
No   En proceso 

http://www.jgi.doe.gov/sequencing/why/
nanoflagellates.html 

Phaeocystis globosa   
Haptophyta, 

Prymnesiophyceae 
Si   Pendiente  

http://www.jgi.doe.gov/genome-
projects/ 

Phaeocystis 
antarctica 

  
Haptophyta, 

Prymnesiophyceae 
Si   Pendiente  

http://www.jgi.doe.gov/genome-
projects/ 

Emiliania huxleyi CCMP1516 
Haptophyta, 

Prymnesiophyceae 
Si 220 Disponible  

http://www.jgi.doe.gov/genome-
projects/ 

Guillardia theta  CCMP2712 
Cryptophyta, 

Cryptophyceae 
Si   Completo Douglas y col 2001 

Bigelowiella natans  CCMP2755 
Rhizaria, 

Chloraracniophyceae 
Si   Completo Gilson y col 2006 
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Debido a su proximidad filogenética a las plantas terrestres y porque muchas de 

las herramientas moleculares son idóneas, la clorófita Chlamydomonas reinhardtii fue 

elegida como modelo entre los organismos fotosintéticos y la secuenciación completa 

de su genoma nuclear fue consumado en el 2007 (Merchant y col 2007). Las otras 

especies de algas secuenciadas fueron elegidas debido a sus roles ecológicos, 

distribución filogenética o por su naturaleza nociva, proveyendo información extensa 

de la evolución de estas especies (Cadoret y col 2012).  

Los genomas de las microalgas pueden ser estructuralmente complejos y de un 

rango de tamaños que van desde los 12.6 Mpb para la clorófita Ostreococcus tauri, y 

168 Mpb para la haptófita Emiliania huxleyi, hasta un estimado de 10,000 Mpb para la 

dinófita Karenia brevis (Derelle y col 2006; Cadoret y col 2012). 

Los genomas de las microalgas eucariotas fueron formados principalmente por las 

fuerzas de transferencia endosimbiótica de genes y la transferencia horizontal de 

genes. Los fotoautótrofos eucariotas aparecieron hace al menos 1.2 billones de años 

cuando las eucariotas unicelulares no fotosintéticas acogieron exitosamente una 

cianobacteria, lo cual dio como resultado un plástido fotosintético de dos membranas 

que contenía un genoma derivado de cianobacterias (Reyes-Prieto y Bhattacharya 

2007). Los genomas de plástidos varían ampliamente en tamaño y contenido de genes 

(Grzebyk y col 2003; Green 2011). 

Los análisis con métodos filogenéticos de probabilidad máxima y Bayesiana, 

respaldan el origen de los eucariotas fotosintéticos con un evento de endosimbiosis 

primaria en algún momento antes de hace 1558 billones de años (Yoon y col 2004) 
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(Fig 5).  Este evento primario endosimbiótico produjo tres linajes principales en las 

microalgas eucariotas: las verdes (clorofila a y b), las rojas y las glaucófitas (clorofila a 

y ficobilinas) (Parker y col 2008).  

La división de las algas rojas y verdes ocurrió hace aproximadamente 1.5 billones 

de años (Yoon y col 2004). Los eventos secundarios endosimbióticos generaron más 

diversidad entre los eucariotas fotosintéticos. Las diatomeas, dinoflagelados, 

haptófitas y las criptomónadas fueron derivadas de la endosimbiósis secundaria, 

adquiriendo plástidos derivados de la invasión de las microalgas rojas, se calcula que 

este evento secundario ocurrió hace aproximadamente 1.3 billones de años (Yoon y 

col 2004). Mientras que un evento de endosimbiósis terciaria generó una gran 

diversidad entre  los dinoflagelados.  

La transferencia de genes horizontal (TGH) ocurre independientemente de los 

eventos endosimbióticos. El primer trabajo importante que describe el amplio impacto 

de la TGH sobre los eucariotas fotosintéticos fue realizado de manera completa en las 

cloraracniófitas, encontrando que los genes diana de los plástidos, que representan el 

21% del genoma nuclear de la cloraracniófita, Bigelowiella natans, fueron adquiridos 

por TGH a partir de numerosas otras fuentes como algas estreptófitas, algas rojas, así 

como de bacterias (Archibald y col 2003). 

A la fecha, un incremento en los trabajos filogenéticos, han encontrado que este 

mecanismo juega un papel clave en los genes de eucariotas fotosintéticos y en su 

evolución genómica (Keeling y Palmer 2008; Chan y col 2011).  
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Figura 5. Origen y propagación de plástidos en células eucariotas. A: Endosimbiósis primaria entre una eucariota 

heterótrofa y una procariota fotosintética. B: Los tres linajes eucariotas de hoy en día, algas rojas, verdes y glaucófitas, 

poseen plástidos “primarios”. C: Tres endosimbiósis secundarias independientes entre células huéspedes y algas 

endosimbiontes rojas y verdes. D: Diversidad de eucariotas poseedoras de plástidos secundarios. Tomada de Archibald 

(2007). 
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4 Clasificación de microalgas 

La historia evolutiva de las microalgas se puede categorizar por la pigmentación, 

ciclo de vida y estructura celular (Brennan y Owende 2010). Así, las microalgas 

procariotas se clasifican en dos divisiones: Cyanophyta y Prochlorophyta, y las 

eucariotas en nueve: Glaucophyta, Rhodophyta, Heterokontophyta, Haptophyta, 

Cryptophyta, Dinophyta, Euglenophyta, Chlorarachniophyta y Chlorophyta (Mutanda y 

col 2011).    

Según Khan y col (2009), la clasificación de las microalgas se realiza en cuatro 

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

doradas.  

Sin embargo, la clasificación taxonómica de las microalgas sigue siendo motivo de 

desacuerdos; Bold and Wynne (1985) resumen 12 clasificaciones de grupos mayores 

de microalgas (Cuadro 2). Se clasifican primariamente en base a su pigmentación, 

almacenamiento de productos, y una variedad de características ultraestructurales.  

Más recientemente, las técnicas de biología molecular han sido usadas para 

determinar afiliaciones de los varios grupos de microalgas y su relación a otros grupos 

taxonómicos. El grupo verde-azul (cianobacterias) son procariotas cercanamente 

relacionadas a muchas bacterias comunes. Estas algas son consideradas 

progenitoras de los cloroplastos de algunas algas o plantas superiores (Gibbs 1992). 

 

 



 

30 
 

Cuadro 2. Clasificación taxonómica de microalgas de acuerdo a su pigmentación, 

almacenamiento de productos, y características ultraestructurales 

Clasificación 
Características 

celulares 

Tipo de 

Clorofila  

Presencia de 

Ficobiliproteínas 

Producto de 

almacenamiento 

 

Algas verde-

azules Procariota 

 

a 

 

Si 

 

Glicógeno 

 

Algas rojas 

 

Eucariota 

 

a, d 

 

Si 

 

Glicógeno 

 

Algas verdes 

 

Eucariota 

 

a, b 

 

No 

 

Amilosa 

 

Euglenoides 

 

Mesocariota 

 

a, b 

 

No 

 

Paramilona 

 

Dinoflagelados 

 

Mesocariota 

 

a, c2 

 

No 

 

Amilosa 

 

Criptófitas 

 

Eucariota 

 

a, c2 

 

Si 

 

Amilosa 

 

Algas doradas 

 

Eucariota 

 

a, c1, c2 

 

No 

 

Crisolaminarina, 

Aceite 

 

Haptófitas 

 

Eucariota 

 

a, c1, c2 

 

No 

 

Crisolaminarina 

Diatomeas Eucariota a, c1, c2 No 

 

Crisolaminarina, 

aceite 

Algas verde-

amarillas 
Eucariota a, c No Crisolaminarina 

 

Cloromonadas 

 

Eucariota 

 

a, c 

 

No 

 

Aceite 

 

Algas cafés 

 

 

Eucariota 

 

 

a, c1, c2 

 

 

No 

 

 

Laminarina 

 

Lee (1989).  
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Las algas verdes están cercanamente relacionadas con las plantas superiores. 

Dinoflageladas y Euglenoides tienen ciertas características que las hacen 

intermediarias entre procariotas y eucariotas, y pueden ser denominadas 

mesocariotas; éstos pueden estar más relacionadas a las algas rojas y mohos que a 

otros grupos de algas. Aunque los métodos moleculares de análisis filogenético son 

nuevos y controversiales, dato a dato indican que las algas son heterogéneas a nivel 

molecular (Lee 1989). 

Esta amplia diversidad muestra un gran potencial de explotación de estos 

microorganismos para la producción de productos de alto valor agregado y 

biocombustibles (Chisti 2007).  

5 Importancia Mundial 

La diversidad filogenética de las microalgas se refleja en un amplio rango de 

metabolismos y propiedades químicas, así como en una amplia diversidad bioquímica 

de pigmentos, productos de almacenamiento fotosintéticos, paredes celulares, 

mucílagos, ácidos grasos, lípidos, aceites, esteroles e hidrocarburos; asi como 

compuestos bioactivos que incluyen metabolitos secundarios (Metting 1996). 

Las microalgas se han usado por poblaciones indígenas por varios siglos. Incluso, 

las microalgas verde-azules comestibles, que incluyen a las especies Nostoc, 

Arthospira (Spirulina) y Aphanizomenon, han sido utilizadas como alimento humano 

por miles de años (Jensen y col 2001). El mercado de las microalgas como alimentos 

y suplementos alimenticios esta dominado por la cianobacteria Spirulina platensis 

(también llamada Arthrospira platensis), la clorófita Chlorella sp., la cianobacteria 
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Aphanizomenon flos-aquae, y, en Francia, la diatomea Odontella aurita. Además, la 

microalga verde Dunaliella salina es usada por su β-caroteno y Haematococcus 

pluvialis por la astaxantina (Cadoret y col 2012). Los pigmentos de las microalgas son 

utilizados principalmente por la industria alimentaria, cosmética y textil. Además de la 

clorofila, el principal pigmento fotosintético, las microalgas contienen una gran 

diversidad de pigmentos que están asociados con la incidencia de luz, estos mejoran 

la eficiencia en la utilización de la energía luminosa (ficobiliproteínas) y brindan 

protección contra la radiación solar (carotenoides) y sus efectos relacionados. Las 

ficobiliproteínas, ficocianinas y ficoeritrinas, son únicas de las algas y algunas 

preparaciones están siendo desarrolladas para cosméticos y alimentos (Hirata y col 

2001; Pulz y Gross 2004). La investigación continúa siendo necesaria para el uso de 

otras microalgas como alimento, requiriendo gran esfuerzo para lograr la aceptación 

de estos recursos alternativos. Por ejemplo, las galletas ricas en Omega-3, hechas a 

partir de la haptófita Isochrysis galbana, que presenta alto contenido de omega-3 en 

su composición, las cuales ya han sido producidas (Gouveia y col 2008; Cadoret y col 

2012). 

A pesar de que las microalgas han sido usadas por los humanos como alimentos 

a lo largo de miles de años, el cultivo de las microalgas es una aplicación de la 

biotecnología moderna (Milledge 2011). Los cultivos algales de una sola especie 

fueron logrados por primera vez en 1890 con Chlorella vulgaris y la implementación de 

este tipo de cultivos fue utilizado para el estudio fisiológico de las plantas en 1990 

(Borowitzka 2006). 
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El cultivo comercial a gran escala de Chlorella empezó a inicios de 1960 en Japón. 

Posteriormente, se estableció el cultivo y cosecha de Arthrospira a inicios de 1970 en 

el Lago de Texcoco por Sosa Texcoco S.A. (Ciudad de México). Para 1980, ya había 

46 fábricas a gran escala en Asia produciendo más de 1000 kg de microalgas 

(principalmente Chlorella) por mes (Borowitzka 1999; Spolaore y col 2006). Hasta 

ahora, en un corto periodo de 30 años, la industria biotecnológica de microalgas ha 

crecido y se ha diversificado significativamente. Actualmente, el mercado de la 

biomasa microalgal produce cerca de 5000 toneladas de materia seca por año y 

genera aproximadamente 1.25 x 109 dólares por año (Pulz y Gross 2004; Spolaore y 

col 2006). 

El área en el cual las microalgas fueron producidas en grandes masas fue la 

acuicultura. Los organismos del fitoplancton son el alimento esencial para la crianza 

de moluscos y peces, especialmente para alimentar a los bivalvos en sus etapas 

iniciales de vida, a los cuales, se les deben proveer microalgas vivas como alimento 

(Cadoret y col 2012).  

Mientras que las microalgas proveen alimento para el zooplancton, estas también 

ayudan a estabilizar y mejorar la calidad del medio de cultivo. Efectivamente, para 

numerosas especies marinas y de agua dulce, la introducción de fitoplancton a 

estanques de cultivo (técnica de agua verde) conduce a mejores resultados en 

términos de sobrevivencia, crecimiento e índice de transformación que aquellas 

crecidas por la técnica de agua clara (Chuntapa y col 2003). Esto debido a que las 

microalgas, como recurso biológico renovable, contribuyen a la remoción de 

contaminantes en las aguas residuales (Kaštánek y col 2010).  
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Dicha capacidad permite considerar a las microalgas como principales 

componentes biológicos para el tratamiento de efluentes de diversos sistemas 

municipales e industriales. Siendo el oxígeno de la fotosíntesis, la contribución 

principal de las microalgas al tratamiento de las aguas residuales municipales en 

estanques o cuerpos de agua abiertos. Por otra parte, las microalgas son empleadas 

como biofertilizantes, pues presentan la capacidad de fijar N2, y como 

acondicionadores de suelos contribuyendo en el control de la erosión (Metting 1996). 

El cultivo de las microalgas, además de tener un impacto ambiental favorable al 

reducir la concentración de gases de efecto invernadero, debido a que utiliza grandes 

cantidades de CO2 durante su cultivo, provee materia prima para la producción de 

biocombustibles (Demirbas 2010). Actualmente hay un gran interés por la producción 

de grandes cantidades de éstos como alternativa a los combustibles fósiles en todo el 

mundo. Los biocombustibles como: bioetanol, butanol, biodiesel, hidrógeno y metano, 

son sintetizados a partir de fuentes biológicas (Stephanopoulos 2007). 

Particularmente, el biodiesel es una interesante alternativa para cubrir parte de la 

demanda energética de combustibles derivados de petróleo destinados al transporte 

(Chisti y Yan 2011). El uso de las microalgas para la producción de biodiesel ha surgido 

como una opción promisoria, debido a que presentan mayor eficiencia fotosintética, 

son más eficaces en la asimilación de CO2 y otros nutrientes con respecto a las 

plantas, acumulan entre 20 y 80% de triglicéridos (Chisti y Yan 2011), no requieren 

tierras cultivables, demandan menor consumo de agua renovable y pueden cultivarse 

en agua salobre (Amaro y col 2011; Chisti 2007; Demirbas 2010). La composición del 

medio de cultivo y las condiciones de crecimiento de las microalgas tienen un efecto 
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importante en el rendimiento de biomasa y en el contenido de lípidos (Sims y 

Christenson 2011). Se ha demostrado que la limitación de nitrógeno y fósforo, 

incrementan el contenido lipídico en microalgas (Beer y col 2009; Scott y col 2010).  

El biodiesel tiene las principales ventajas de ser una fuente de energía 

potencialmente renovable y biodegradable, durante su combustión produce menos 

emisiones nocivas de sulfuros, hidrocarburos aromáticos y partículas de hollín (Balat 

y Balat 2010). Dentro de los países con mayor producción de biodiesel se encuentran 

Estados Unidos de Norteamérica (4050 millones de litros por año), así como Alemania 

con una producción de 4655 millones de litros por año, seguido de España con 4194 

millones de litros por año (National Biodiesel Board 2012; European Biodiesel Board 

2014;). Países emergentes como Malasia, China, Brasil, Colombia, Argentina e 

Indonesia, desarrollan tecnologías promisorias en la industria del biodiesel (Li y col 

2008). Y se estima que la producción mundial del biocombustible incrementará 

considerablemente con un mercado de 168,206 millones de litros para el 2016 (Li y col 

2008; Timilsina y Mevel 2013). 

6 Dunaliella tertiolecta 

Dunaliella tertiolecta es una microalga verde que produce una gran cantidad de 

lípidos, debido a ésto se encuentra bajo consideración por ser una especie 

potencialmente productora de biodiesel; ya que además, crece en una gran variedad 

de ambientes (Georgiana 2013). D. tertiolecta pertenece a la división de las eucariotas 

que evolucionó hace aproximadamente 1.6 billones de años. Es una microalga 

unicelular de agua salada que presenta movilidad y una forma de varilla que puede 
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medir entre 9-18 µm, tiene una alta tolerancia a la sal, la temperatura y la luz. La célula 

se divide por fisión binaria simple y no hay evidencia de lisis celular, enquistamiento, 

o formación de esporas (Segovia y col 2003).  

D. tertiolecta crece suficientemente rápido para medir con precisión el número de 

células después de 72 horas de cultivo. Esta microalga es relativamente fácil de 

cultivar. Ha sido utilizada para la remediación de aguas residuales, pues tiene la 

capacidad de utilizar los nutrientes inorgánicos presentes en las aguas residuales y la 

energía solar para producir biomasa a partir de dióxido de carbono. Se ha utilizado en 

ambientes marinos para determinar la toxicidad de efluentes. Las especies de estas 

microalgas son moderadamente sensibles a las sustancias tóxicas; una inhibición del 

crecimiento es un indicador clave de la toxicidad (Lipps 1993; Bhattacharya y Medlin 

1998).  

Esta microalga verde carece de una pared celular rígida y acumula grandes 

cantidades de glicerol como respuesta osmótica. La célula esta delimitada por una 

membrana plasmática o periplasma, la cual permite los cambios rápidos en su forma 

y volúmen celular en respuesta a los cambios osmóticos (Ben-Amotz y col 1973). La 

capacidad de las células para sobrevivir y crecer en ambientes salinos bajo la 

influencia del estrés osmótico ha recibido considerable atención. Las células 

desarrollan estrategias de adaptación en respuesta a los diferentes estréses abióticos 

tales como alta salinidad, deshidratación, bajas temperaturas, calor y presión osmótica 

excesiva. Contra estas tensiones, la célula se adapta sometiéndose a diferentes 

mecanismos, incluyendo cambios en el patrón morfológico y de desarrollo, así como 

en los procesos fisiológicos y bioquímicos (Bohnert y col 1995). La adaptación al estrés 
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está asociada con ajustes metabólicos que conducen a la acumulación de varios 

solutos orgánicos y osmolitos. La presión osmótica extracelular se combate en 

Dunaliella por la producción de glicerol intracelular (Avron 1986). El glicerol es 

metabolizado por la secuencia de dos reacciones interrelacionadas pero distintas; la 

concentración intracelular de glicerol es proporcional a la concentración de NaCl 

extracelular (Katz y Avron 1985). 

B BIOTECNOLOGÍA DE MICROALGAS 

El desarrollo de la Biotecnología de las microalgas ha ido avanzando lentamente 

por el limitado rendimiento en el crecimiento de estos organismos en fotobiorreactores 

industriales. Actualmente la mayoría de la producción de las microalgas se lleva a cabo 

en cultivos al exterior (Spolaore y col 2006). Uno de los aspectos principales a lo largo 

de muchos años de la biotecnología de microalgas, ha sido el desarrollo de 

suplementos nutricionales producidos a partir de microalgas e incluso el uso de las 

mismas células, la biomasa microalgal, como alimento para la salud humana, la cual 

es el producto predominante dentro de esta área y es de gran importancia en el 

mercado (Radmer 1996; Apt 1999). 

En un futuro se espera que las tendencias biotecnológicas en las microalgas 

permitan el empleo de diversas soluciones técnicas para el cultivo de estos organismos 

en fotobiorreactores, los cuáles sean adaptados a las demandas autoecológicas de 

cepas y a las aplicaciones de las mismas para la producción de biomasa en gran 

rendimiento, productos valiosos y para aplicaciones ecológicas.  
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Hay algunos indicios para suponer que las aplicaciones acuícolas serán un campo 

rentable para las microalgas en el futuro. Además, las aplicaciones ecológicas como 

el tratamiento de aguas residuales y el uso agrícola de microalgas para la fijación de 

nitrógeno o como acondicionadores de suelos tienen un potencial económico 

promisorio. Mientras que su aplicación farmacéutica y terapéutica en el área de la 

salud parece extenderse más a futuro. Sin embargo, ya existen algunos candidatos 

prometedores (Pulz y Gross 2004; Spolaore y col 2006). 

Las microalgas ofrecen muchas ventajas sobre los sistemas de expresión de 

proteínas convencionales debido a su rápido crecimiento, tiempos más cortos de 

transformación y por su fácil escalamiento. Algunas microalgas como Chlorella, 

Haematococcus y Dunaliella, se utilizan para la fabricación de productos naturales y 

se caracterizan por no contener toxinas o patógenos humanos, lo cual las hacen más 

atractivas para la producción de compuestos farmacéuticos, tales como vacunas 

comestibles (Griesbeck 2006). 

Un conjunto de herramientas genéticas están siendo desarrolladas para la 

microalga Chlamydomonas reinhardtii. Incluso aún con este conjunto incompleto de 

herramientas, esta célula fotosintética ha demostrado la promesa de ser una 

plataforma para la expresión de proteínas recombinantes. Con estos avances muchos 

investigadores han examinado la flexibilidad de ésta y otras especies de microalgas 

como máquinas biológicas capaces de producir péptidos y proteínas recombinantes 

de interés (Specht y col 2010). 
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1 Aplicaciones biotecnológicas  

Recientemente las microalgas han conseguido mayor atención por su potencial 

aplicación biotecnológica e industrial. Chlamydomonas reinhardtii es una microalga de 

agua dulce considerada como una plataforma para la producción de proteínas 

terapéuticas humanas. Los tres genomas (nuclear, plastídico y mitocondrial) de esta 

especie han sido secuenciados y los métodos de transformación genética están bien 

establecidos. El cloroplasto de esta especie ha sido transformado y ha mostrado la 

expresión de proteínas recombinantes, así como la expresión de genes reporteros 

tales como gus, lucíferasa y la proteína verde fluorescente, además de vacunas y 

enzimas industriales. Cabe mencionar que la transformación ha sido realizada tanto 

en el núcleo como en el cloroplasto de la microalga, presentando una expresión más 

alta en este último (Beth y Stephen 2010).  

Numerosas especies de microalgas pueden sintetizar naturalmente compuestos 

valiosos, haciéndolos un recurso potencialmente importante de productos químicos 

que son aplicados en la alimentación, nutrición, cosméticos e industria farmacéutica 

(Gong 2011). Además, algunas especies de microalgas pueden ser eficientemente 

transformadas, lo que hace posible realizar mejoras en la productividad de compuestos 

naturales a través de la ingeniería metabólica (Cordero y col 2011). Por ejemplo la 

sobreexpresión del gen de la fitoeno sintasa de la microalga verde Chlorella 

zofingiensis en Chlamydomonas reinhardtii, permitió un incremento al doble del 

contenido de los carotenoides violaxantina y luteína (Cordero y col 2011); o la 

expresión de la β-caroteno cetolasa de la microalga Haematococcus pluvialis para la 

síntesis de astaxantina en C. reinhardtii (León y col 2007).  
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Las microalgas también pueden ser modificadas genéticamente para la expresión 

de genes heterólogos para la producción de proteínas recombinantes que tienen un 

valor importante en aplicaciones industriales y farmacéuticas. A la fecha, algunas 

proteínas de origen animal, tales como anticuerpos, hormonas y vacunas, han sido 

expresadas en microalgas en un nivel económicamente rentable. Por ejemplo, la 

primera proteína terapéutica que se expresó en Chlamydomonas fue HSV8-lsc que 

contenía la proteína de cadena pesada IgA fusionada a una región variable de la 

cadena ligera (Mayfield y col 2003). Este anticuerpo de cadena larga simple (Lsc) fue 

ensamblado a un dímero en el cloroplasto y se acumuló como proteína soluble con la 

habilidad de unirse a las proteínas del virus del herpes (Mayfield y Franklin 2004). Más 

recientemente, un anticuerpo monoclonal humano, fue sintetizado y propiamente 

ensamblado en los cloroplastos Chlamydomonas (Tran y col 2009). Las microalgas 

transgénicas son realmente una plataforma robusta para la producción de proteínas 

terapéuticas humanas, lo cual esta evidenciado por las expresión de siete proteínas 

con potencial o valor terapéutico (Rasala y col 2010).  

En adición a lo anterior, mucha atención significativa se ha enfocado en las 

microalgas como materia prima de nueva generación para la producción de biodiesel, 

pues poseen un metabolismo capaz de ser explotado para la producción de lípidos en 

grandes cantidades (Chisti 2007; Yu 2011). 

La mayoría de los lípidos de las microalgas son lípidos de membrana, con una 

contribución menor en el contenido total de lípidos de los triacilgliceroles (TAG), ceras 

esterificadas, hidrocarburos y esteroles. Las reservas de TAG acumulan grandes 

cantidades de lípidos en respuesta a diferentes tipos de estrés o deficiencia de 
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nutrientes. Los TAG representan > 50 % del peso seco de las microalgas y sirven para 

la síntesis de las membranas o como reserva de carbono  (Hu y col 2008). Lo que hace 

posible una obtención de aceite 10 veces mayor que la obtenida de otras especies 

vegetales (Cadoret y col 2012).  

Los mecanismos moleculares que desencadenan y controlan la acumulación de 

lípidos en las microalgas son poco entendidos. Sin embargo, los datos genómicos han 

permitido la identificación de nuevas enzimas y ayudan a mostrar como las rutas de 

lípidos se interrelacionan con la energía y con el metabolismo de los carbohidratos 

(Wallis y Browse 2010). En Chlamydomonas reindhartti  se ha demostrado que 

modificando las rutas de síntesis de ácidos grasos mejora la producción de TAG (Li y 

col 2010). Además, manipulando genéticamente la expresión de genes involucrados 

en el incremento de la absorción solar y en la fijación del CO2, y bloqueando otros 

genes para la síntesis de almidón, se logra un cambio en el balance de la cantidad de 

lípidos en una célula de microalgas, promoviendo una mayor producción de éstos 

(Korkhovy y Blume 2013). 

2 Ingeniería genética   

La aplicación de Ingeniería Genética en las microalgas es una idea tentadora; por 

ejemplo, para lograr el incremento en su contenido de compuestos de interés. Debido 

a que la diferenciación celular está ausente en las microalgas, estas representan un 

sistema simple para la manipulación genética comparado con las plantas superiores. 

Sin embargo, los métodos exitosos usados para la transformación en otros sistemas 

han fallado regularmente al tratar de aplicarse en las algas, esto podría deberse a la 
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distancia evolutiva entre las algas y otros organismos. Es por esto que el sistema de 

transformación tiene que ser desarrollado casi desde el principio, incluyendo técnicas 

para introducir ADN en las células (Kindle 1990), promotores adecuados, nuevos 

genes marcadores de selección y vectores de expresión (Apt y Behrens 1999).  

La transformación genética es la transferencia de un fragmento de ADN de un 

genoma donador, a través de la membrana celular de la célula receptora, y la 

incorporación del fragmento en el genoma de esta célula. La transformación solo se 

puede detectar cuando el ADN recién incorporado da lugar a un nuevo fenotipo. Por 

ejemplo, una especie sensible a un antibiótico puede desarrollar resistencia al mismo. 

La transformación de una célula de un genotipo a otro requiere algo más que la 

interacción física entre el ADN donador y la célula receptora. La célula receptora debe 

ser fisiológicamente competente, es decir, debe estar en un estado fisiológico tal que 

no solo haga posible el movimiento del ADN a través de la membrana sino que lo 

favorezca, hasta la incorporación de este ADN en su genoma (Jenkins 1986). 

Básicamente, la técnica de transferencia de ADN a células de organismos 

superiores no difiere demasiado de la ya utilizada en bacterias. Sin embargo, los genes 

eucarióticos presentan importantes características, una de las principales es que las 

secuencias reguladoras eucarióticas son un tanto diferentes de las procariotas. 

Además, la regulación de la transcripción incluye unas secuencias llamadas 

estimuladores que influyen sobre el promotor. Por otra parte, en cuanto a la estructura 

interna de los genes, existe la presencia de intrones, regiones de ADN que no se 

expresarán en la proteína (Feito 1999). 
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Con las metodologías del ADN recombinante ahora es posible la producción de 

organismos modificados genéticamente o transgénicos, en los que se han insertado 

genes heterólogos mediante su manipulación. Particularmente en plantas, el poder 

introducir nueva información genética requiere que se cumpla con los siguientes dos 

requisitos: a) contar con un método de transformación eficiente de la especie de 

interés, y b) disponer de un método para la regeneración in vitro para la misma (Muñoz 

y col 2004). 

Puesto que las técnicas de cultivo hacen posible que a partir de cualquier célula o 

tejido se puedan regenerar plantas completas, su uso resulta indispensable para la 

regeneración de individuos transgénicos que contengan la nueva información 

genética. En cuanto a la transformación se refiere, es necesario contar con un método 

que permita tanto la introducción del material genético que se pretende incorporar, 

como su integración estable, funcional y heredable en el genoma vegetal (Muñoz y col 

2004). 

La producción de proteínas recombinantes modelos vegetales provee 

considerables ventajas no encontradas en otras plataformas de producción. Primero, 

la ventaja mayor que todos los sistemas de producción de proteínas en plantas tienen 

sobre otros sistemas de cultivo (incluyendo bacterias, levaduras, y cultivos celulares 

animales), es la significativa reducción en los costos. En segundo lugar, las proteínas 

producidas en plantas no son susceptibles a la contaminación por virus o priones que 

puedan afectar a los humanos, como en el caso de las células animales (Chebolu y 

Daniell 2009). En tercer lugar, como eucariotas, las algas y otras plantas poseen los 
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chaperones y maquinaria celular requerida para doblar proteínas humanas complejas 

que las bacterias y levaduras no son capaces de procesar (Franklin y Mayfield 2004).  

Por su parte, las microalgas poseen un número de ventajas sobre los sistemas que 

emplean plantas transgénicas para la producción de proteínas recombinantes. Ellas 

pueden crecer en biorreactores, reduciendo el riesgo de contaminación de los sistemas 

de producción por contaminantes aéreos, y también protegiéndose del flujo de 

transgénes hacia los ecosistemas de su alrededor. El crecimiento en contenedores 

también reducen ampliamente las pérdidas del cultivo por la depredación o ataques de 

patógenos. El progreso en el crecimiento de las microalgas desde una transformación 

inicial a la producción de proteínas a gran escala, puede lograrse en semanas, 

comparado con los tiempos de escala de meses o años en plantas superiores, tales 

como el maíz o tabaco (Franklin y Mayfield 2004). 

Finalmente, muchas especies de algas verdes se consideran GRAS 

(Generalmente Reconocidos Como Seguros) (Rosenberg y col 2008), lo que significa 

que las proteínas pueden ser biodisponibles evitando los pasos posteriores de 

purificación (Specht 2010). 

a Transformación genética de microalgas 

Debido a la complejidad de las microalgas y al esquema único genético y evolutivo, 

la ingeniería genética de estas debe considerar aplicar ambas metodologías de 

organismos procariotas y plantas. Desde finales de los 70’s, la ingeniería genética en 

algas marinas empezó a ser implementada en el sistema modelo cianobacterial de la 

cepa Synechococcus 7002, la cual puede ser transformada por la adición exógena de 



 

45 
 

ADN homólogo portador de un marcador selectivo (Stevens y Porter 1980; Buzby y col 

1985; Matsunaga y Takeyama 1995). 

A finales de los 80’s, muchas microalgas marinas eucarióticas y algas fueron 

transformadas exitosamente por diferentes métodos de transformación, por ejemplo 

micro-inyección en la macroalga marina verde Acetabalaria sp. (Neuhaus y col 1986), 

vectores plasmídicos en diatomea marina Cyclotella cryptic (Dunahay y col 1995), y 

biobalística en la macroalga roja Eucheuma sp. (Kurtzman y Cheney 1991) y alga café 

Laminaria japónica (Qin y col 1998). 

A principios de los 90’s la tendencia de la ingeniería genética de microalgas 

marinas ha sido utilizarlas como fábricas de células y biorreactores marinos 

(Zaslavskaia y col 2001; León-Bañares y col 2004; Qin y col 2005). 

A la fecha, el sistema de transformación genética más exitoso sigue siendo el 

sistema modelo de la alga verde de agua dulce Chlamydomonas reinhardtii (Grossman 

2000), cuya transformación a nivel de núcleo y cloroplasto ha alcanzado relevancia 

comercial prometedora (Franklin y Mayfield 2004, 2005). La transformación de esta 

especie se ha logrado por diferentes métodos, bombardeo de partículas (Debuchy y 

col 1989; Kindle 1989; Mayfield 2004), agitación por esferas de cristal (Kindle 1990), y 

electroporación (Shimogawara 1998). Desde entonces, se han producido importantes 

avances en relación a los marcadores selectivos, promotores y técnicas de 

transformación. Actualmente se puede disponer de más de treinta especies de algas 

de diferentes grupos taxonómicos que han sido transformadas con éxito (Radakovits 

2010). En el cuadro 3 se muestran algunas especies clorófitas que han sido  
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Cuadro 3. Especies clorófitas transformadas genéticamente y características del 

proceso de transformación. 

Especie Método Genoma Transferencia 

Chlamydomonas 

reinhardtii 

Biobalística  Nuclear Estable 

Biobalística Cloroplasto Transitoria 

Esferas de cristal Nuclear Transitoria 

Electroporación Nuclear Estable 

A. tumefaciens Nuclear Estable 

Volvox carteri Biobalística Nuclear Estable 

Dunaliella salina 
Biobalística Nuclear Estable 

Electroporación Nuclear Estable 

 
Dunaliella viridis 

 
Electroporación 

 
Nuclear 

 
Estable 

Haematococcus 

pluviales 

Biobalística Nuclear Estable 

A. tumefaciens Nuclear Estable 

Chlorella 

sorokimiana 
Biobalística Nuclear Estable 

 

Chlorella kessleri 

 

Biobalística 

 

Nuclear 

 

Estable 

 

Chlorella ellipsoidea 

 

Biobalística 

 

Nuclear 

 

Transitoria 

Chlorella 

saccharophila 
Electroporación Nuclear Transitoria 

Chlorella vulgaris Electroporación Nuclear Transitoria 

Ikaran (2011). 
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transformadas genéticamente, mismo grupo al que pertenece la microalga verde 

Dunalliella tertiolecta. 

Los procesos biotecnológicos para la obtención de microalgas transgénicas aún 

están en sus etapas iniciales, pero el creciente interés de las aplicaciones industriales 

que esta tecnología ha despertado ha permitido un rápido desarrollo durante la última 

década. 

Mediante modificaciones genéticas que incluyen la inserción de un gen concreto 

alterando rutas metabólicas fundamentales, se ha conseguido convertir especies con 

el fin de que estas produzcan alimentos funcionales y nutracéuticos, así como 

ingredientes que serán extraídos posteriormente para funcionar como aditivos en los 

alimentos (Radakovits 2010). 

1) Métodos de transformación genética en microalgas  

A la fecha, más de 30 diferentes tipos de algas marinas han sido transformadas 

exitosamente con varios métodos de transformación. En el cuadro 4 se resumen los 

métodos de transformación utilizados, así como las especies transformadas en su 

momento. En algunos casos, la transformación dió como resultado la expresión estable 

y exitosa de los transgénes incorporados, pero en muchos casos, solo se observó la 

expresión transitoria. 

a) Conjugación  

La conjugación es la transferencia de ADN entre una cianobacteria y una célula 

bacteriana (Escherichi coli) por contacto directo célula a célula, o por una conexión  
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Cuadro 4. Métodos de transformación genética empleados en diversas especies de 

microalgas 

Método Características 

Conjugación 
Es el principal en cianobacterias y rara vez usado 

en el presente. 

Electroporación 

El procedimiento es simple, y es usado 

universalmente para diferentes géneros, 

obligatorio en algas cafés. 

Biobalística  

El ADN exógeno puede introducirse en varias 

células y tejidos. Diversos vectores pueden ser 

aplicados para superar el fondo genético 

insuficiente de las especies. La manipulación es 

controlable y madura, pero requiere equipo 

especializado y de alto costo. 

Esferas de vidrio 

El procedimiento es simple y este no necesita 

equipo transgénico de alto costo. Es obligatorio 

en macroalgas debido a la tecnología de 

regeneración de protoplasto inmaduro. 

Microinyección 
Altamente eficiente y bajos costos, pero es un 

procedimiento complicado y delicado. 

Agrobacterium tumefaciens 

Es un método sencillo y eficiente, aunque a 

eficiencia depende altamente de muchos 

elementos. Diversas especies ya han sido 

transformadas por esta bacteria. 

Qin (2012). 
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entre las dos células. Aunque este método es más frecuentemente usado en la 

manipulación genética de cianobacterias de agua dulce, la versatilidad de genes 

transferidos por conjugación en cianobacterias fue demostrada primero en cinco tipos 

de Synechococcus marinas, uno de Synechocystis y Pseudanabaena (Sode y col 

1992). 

La conjugación también puede ser implementada usando transposones 

movilizados y receptores de amplia gama (Brahamsha 1996). Un plásmido de ADN 

conteniendo el gen de la proteína verde fluorescente (GFP por sus siglas en inglés) 

fue trasferido a Prochlorococcus por conjugación interespecífica con E. coli, y la 

expresión de esta proteína fue detectada por Western Blot y fluorescencia celular. Este 

es el primer informe de la expresión de GFP en las cianobacterias marinas (Tolonen y 

col 2006). 

b) Electroporación  

En la electroporación, se forman agujeros transitorios en la membrana celular 

cuando se aplican pulsos de una corriente eléctrica. La transferencia de genes por 

electroporación ha sido aplicada en diversos tipos de células, animales, vegetales y 

bacterias por más de 30 años debido a la simplicidad del procedimiento y han mostrado 

una alta eficiencia con una pequeña cantidad de ADN (Zimmermann y col 1975; 

Neumann y col 1982).  

Este método permite transferir genes extrínsecos independientemente de la 

habilidad y universalidad de la célula (Matsunaga y col 1995; Qin 2012). Es importante 

tomar en cuenta la influencia de la resistencia y osmolaridad en el medio usado para 
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la electroporación, el cual influye en la sobrevivencia celular; así como la concentración 

de iones divalentes que afectan la estructura del ADN y la estabilidad de la membrana, 

y la composición general del medio, ya que algunos medios penetran las células 

permeabilizadas eléctricamente, dañándolas considerablemente. 

Diversos factores influyen en el éxito de la electroporación, estos incluyen la 

potencia del campo eléctrico, la duración del pulso, la composición y temperatura del 

medio y las características de la membrana del tipo de célula en particular 

(Zimmermann y col 1975). 

La potencia del campo eléctrico necesario para transformar cianobacterias 

marinas, es regularmente más baja que para microalgas de agua dulce; sin embargo, 

la disminución en la eficiencia debido a la potencia del campo eléctrico puede ser 

compensada con un pre-tratamiento con CaCl2 de las microalgas marinas (Brown y col 

1991). 

Generalmente antes de la aplicación de los pulsos eléctricos, se implementa un 

paso de pre-incubación para permitir al ADN exógeno entrar en contacto con la 

membrana microalgal. Este contacto es acentuado durante la transformación de 

mutantes que carecen de pared celular (Brown y col 1991; Butanaev 1994; 

Shimogawara y col 1998). 

Se han obtenido transformantes estables de ambas cepas, con pared y sin pared 

celular de las microalgas Chlamydomonas reinhardtii, Chlorella ellipsoidea, y 

Dunaliella salina a través de este método. La alta eficiencia de transformación 

alcanzada en Chlamydomonas de 2 x 105 transformantes, por célula y µg de ADN, es 
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aproximadamente dos órdenes de magnitud mayor a la obtenida con el método de 

agitación con esferas de cristal estándar para introducir ADN exógeno (León y col 

2007). 

A la fecha, la electroporación ha sido establecida en muchos géneros marinos 

desde células procariotas hasta algas eucariotas rojas, algas verdes y diatomeas. 

Recientemente, Nannochloropsis sp, la microalga marina “estrella” para la producción 

de biocombustibles, fue exitosamente transformada por electroporación y varios genes 

envueltos en el metabolismo del nitrógeno fueron silenciados por sus homólogos en el 

método de recombinación (Kilian y col 2011). 

Esta tecnología avanzará rápidamente, conforme avance la investigación en el 

campo de la genómica funcional y la aplicación en biotecnología, particularmente en 

la producción de bioenergía a partir de algas marinas. Como sea, la aplicación de la 

tecnología de electroporación es, al menos, obligatoria en algas cafés por el poco 

desarrollo de tecnologías de preparación y regeneración (Pan y col 2011). 

c) Biobalística o bombardeo de partículas 

La transferencia directa de genes por el método físico de bombardeo de 

micropartículas, ha demostrado ser el método más eficiente y altamente reproducible 

para la introducción de ADN exógeno en las células de algas. Este método ha sido 

empleado exitosamente para la transformación de muchas microalgas en sistemas de 

expresión nuclear y de cloroplastos. No es sorprendente que la transformación por 

biobalística permanezca como la herramienta más usada para estudios transgénicos 
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de macroalgas marinas sin tomar en cuenta sus paredes celular y su ciclo de vida (Qin 

2012). 

El método de transformación por biobalística tiene las siguientes ventajas:  

1) El ADN exógeno puede introducirse en diversas células y tejidos, incluyendo 

plantas, animales, microbios, e incluso el polen y otros aceptores peculiares. Es el 

único método eficaz que puede transformar repetidamente cloroplastos, mitocondrias 

y otros organelos.  

2) Diversos vectores se pueden aplicar en la transformación, debido a la limitada 

comprensión de la estructura y función de las sustancias genéticas de la mayoría de 

las algas, a veces es difícil construir vectores endógenos de algas útiles. Los vectores 

de E. coli son usualmente útiles en transformaciones por biobalísticas de algas. 

Teóricamente hablando, el tamaño del plásmido de una E. coli es adecuado para la 

manipulación por biobalística para evitar la ruptura y la pérdida del plásmido. Además, 

los diversos vectores desarrollados de plantas superiores proporcionan un repertorio 

para el futuro diseño de la manipulación transgénica (Qin 2012). 

3) Aunque el bombardeo de partículas requiere un alto costo y equipo  

especializado, el procedimiento de manipulación de la transformación biobalística es 

controlable. Casi la totalidad de los parámetros físicos y químicos: presión de ruptura, 

concentración de ADN, distancia recorrida por la partícula y grado de vacío, en la 

pistola de genes, pueden ser ajustados a diferentes materiales de algas y aceptores 

(Qin 2012). 
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La cianobacteria marina Synechococcus sp. NKBG15041c se transformó con éxito 

utilizando bombardeo con partículas bacterianas magnéticas (PBM) purificadas a partir 

de una bacteria magnética conocida como Magnetospirillum sp. AMB-1. Las partículas 

fueron cubiertas con una delgada capa fosfolípidica y unían cantidades más grandes 

de ADN que las partículas de oro o tungsteno (Matsunaga y col 1991).  

Hasta la fecha, las herramientas disponibles para la ingeniería genética de las 

diatomeas marinas permanecen escasas. La transformación por biobalística es la 

única herramienta eficaz para la manipulación genética de diatomeas marinas. Un 

sistema de transformación nuclear estable fue desarrollado para varias diatomeas 

utilizando  el bombardeo de partículas en la década de 1990 (Dunahay y col 1995; Apt 

y col 1996; Falciatore y col 1999).  

Un sistema de transformación ha sido establecido en el género Porphyra (Kuang y 

col 1998; Zhang y col 2010) cuyo cultivo provee anualmente aproximadamente 1000 

millones de dólares, y produce algas maduras para la industria de alimentos, 

cosméticos, y otros productos de alto valor (Pulz y Gross 2004).  

d) Agitación con esferas de cristal 

La agitación con esferas de cristal ha sido usada para introducir eficientemente 

ADN foráneo en las microalgas. Es uno de los primeros métodos usados para la 

transformación de C. reinhardtii en muchos laboratorios por su simplicidad y 

reproducibilidad (Kindle 1990). 
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Actualmente se ha encontrado que la adición de un agente de fusión de la 

membrana, el polietilenglicol (PEG), durante la agitación aumenta de 5 a 12 el número 

de transformantes producidos (Kindle 1990). 

Las ventajas de las esferas de cristal son su simplicidad, bajos costos y no requiere 

equipo especializado comparado con la biobalística. El sistema de transformación 

genética para Dunaliella salina, la cual carece de una pared celular, se ha sido 

establecido exitosamente. El método de las esferas de cristal es más eficiente y 

repetible, controlado de una manera más fácil y es menos destructivo físicamente para 

las células, en comparación con la electroporación y el bombardeo de partículas en la 

transformación de D. salina, cuando estos fueron comparados al mismo tiempo (Feng 

y col 2009). La desventaja principal de este método, es la incapacidad para transferir 

ADN dentro de las células con paredes celulares gruesas (Coll 2006); las cuales deben 

ser pre-tratadas para digerir las paredes con una enzima y producir protoplastos; 

posteriormente, estas pueden ser mezcladas y agitadas con las esferas de cristal y el 

agente de fusión de membranas PEG, sin embargo, en algunas algas, la viabilidad de 

las células disminuye cuando las paredes celulares son removidas y el mejoramiento 

y la diferenciación de callos tiende a complicar el aislamiento de transformantes 

(Polnefuller y Gibor 1984). 

e) Microinyección  

Es un método físico directo capaz de penetrar las paredes celulares intactas, el 

método de microinyección no requiere necesariamente un sistema de regeneración de 

protoplastos. Adicionalmente, la microinyección permite la introducción de ADN (u 
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otras sustancias) bajo control microscópico en objetivos específicos (Schnorf y col 

1991). 

Teóricamente hablando, las células receptoras de microinyección podrían ser 

definidas como cualquier compartimento de una célula simple o como células sin una 

estructura multicelular, de plantas, animales, u otros microorganismos. Debido a la 

dificultad de inmovilización de células de microalgas, la complicada tecnología de 

manipulación tecnológica, y el bajo número de células microinyectadas en un tiempo 

dado, el método de microinyección es raramente usado en la transformación de algas 

marinas (Neuhaus y Spangenberg 1990). 

Un campo amplio y estable en la transformación nuclear fue alcanzado en el alga 

verde marina unicelular Acetabularia mediterranea SV40 y pSV2neo, mediante la 

microinyección de ADN dentro del núcleo aislado de las células de algas y luego la 

implantación del núcleo inyectado dentro de los fragmentos de células sin núcleo de la 

misma especie (Neuhaus y col 1986). Este método establecido fue exitosamente 

usado para enfrentar el problema del transporte nuclear de proteínas algales. Pese a 

lo complicado y delicado del procedimiento, la microinyección, podría ser considerada 

como un método de transformación altamente eficiente y de bajo costo para algas 

marinas (Pfeiffer y col 2009). 

f) Agrobacterium tumefaciens 

El primer método diseñado para la transformación de células vegetales, que ha 

resultado el más exitoso, y por consecuencia el más usado, surgió del estudio 

detallado del mecanismo de infección de la bacteria fitopatógena Agrobacterium 
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tumefaciens. Desde entonces, los esfuerzos se enfocaron en conocer los mecanismos 

de transferencia de ADN con la idea de adecuar este sistema para transferir genes. El 

empleo del sistema de transformación mediante A. tumefaciens en microalgas ofrece 

destacables ventajas frente a otras técnicas empleadas hasta el momento. En primer 

lugar no requiere generar protoplastos o mutantes sin pared, por tanto mejora la 

viabilidad de las células. Por otro lado, garantiza la integración del material genético 

en el genoma nuclear, facilitando su expresión estable en las células (Ikaran 2011). 

Aunque diversas especies de microalgas han sido transformadas genéticamente 

mediante Agrobacterium; Chlamydomonas reinhardtii representa la primera especie 

que ha sido modificada genéticamente por este patógeno y ha servido como sistema 

modelo para el entendimiento de muchos procesos biológicos en eucariotas a nivel 

molecular (Grossman 2000), de hecho, actualmente es considerada como una 

plataforma para la producción de proteínas terapéuticas humanas (Beth 2010). 

Dunaliella bardawil es otra especie marina que ha sido transformada mediante la 

integración de trangénes con el fin de desarrollar un sistema eficiente para la 

producción de proteínas recombinantes y compuestos con valor agregado (Anila 

2011). Con el mismo objetivo, el establecimiento de un sistema eficiente para la 

producción de proteínas heterólogas y metabolitos secundarios de interés, 

Agrobacterium ha mediado la transformación de la microalga marina Schizochytrium 

(Cheng 2012), y de Chlorella ellipsoidea para proveer un sistema de expresión foráneo 

de proteínas para su activación biológica (Lohuis y Miller 1998). Un fin similar presenta 

la transformación genética de los dinoflagelados Amphidinium sp y Symbiodinium 
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microadriaticum, ya que estos tienen la capacidad de informar sobre mecanismos de 

regulación genética mediante el remplazo de timina por 5-hidroximetiluracil. 

Agrobacterium tumefaciens es una bacteria, gram negativa que induce la 

formación de tumores, denominados “agalla de la corona”, generalmente en la unión 

del tallo con la raíz, en numerosas dicotiledóneas y en muy pocas monocotiledóneas 

y gimnospermas (De Cleene y De Ley 1976). 

A. tumefaciens y sus especies relacionadas como A. rhizogenes y A. vitis, son 

bacterias patógenas reconocidas de plantas y tienen la capacidad de integrar 

establemente parte de su material genético, el ADN de su plásmido Ti, conocido como 

ADN-T, dentro del genoma hospedero donde el ADN se integra al azar en los 

cromosomas nucleares (Tzfira y col 2002). 

El proceso de transformación comienza cuando Agrobacterium percibe señales 

químicas producidas por las células dañadas de la planta, éstas pueden ser azúcares 

neutros y ácidos, hidrocarburos aromáticos monocíclicos como acetosiringona, α- 

hidroxiacetosiringina y vainillina; y monosacáridos neutros o ácidos como la glucosa y 

el ácido glucorónico (Hess y col 1991). 

La región vir que está constituida por distintos genes de virulencia (hasta 25 

descritos); dos de ellos (virA y virG), de expresión constitutiva y necesaria para la 

activación transcripcional de otros genes como virB,virC, virD y virE (Bolton y col 1986; 

Stachel y col 1986). 
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Los plásmidos Ti (Fig 6), son plásmidos de ADN circular de doble cadena y de gran 

tamaño (200-800 Kpb). En un plásmido de este tipo se distingue:   

 Un origen de replicación que le permite mantenerse de forma estable en la bacteria.  

 La región de transferencia (ADN-T) delimitada por dos bordes (de 24-25 pares de 

bases) que se conocen como borde derecho (RB; right border) y borde izquierdo 

(LB; left border) que están muy conservados entre los distintos plásmidos Ti (Van 

Haaren y col 1998).  

En esta región se localizan un grupo de genes (iaaM, iaaH e ipt) que codifican 

enzimas para la síntesis de auxinas y citoquininas (hormonas vegetales implicadas 

en la división celular y otros procesos del desarrollo vegetal) y algún gen de 

síntesis de opinas, como el gen ocs, que codifica la octopina-sintasa, el gen nos 

que codifica la nopalina-sintasa, y el gen acs que codifica la agropina-sintasa 

(VanHaaren y col 1998).  

 Genes que codifican enzimas para el catabolismo de las opinas que se sintetizan 

y que le sirven de alimento a la bacteria (VanHaaren y col 1998). 

El mecanismo de transferencia del ADN-T a la célula vegetal está determinado por 

la interacción molecular entre la bacteria y la especie vegetal, especialmente por el 

intercambio de señales de tipo proteíco. Aunque el proceso de transferencia del ADN-

T de A. tumefaciens ha sido ampliamente estudiado, aún no han sido descifrados 

completamente los mecanismos moleculares por los cuales éste es transferido. 
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Figura 6. Plásmido Ti. El ADN-T está definido por los bordes derecho e izquierdo e 

incluye los genes para la biosíntesis de auxina, citoquinina y opina; estos genes son 

transcritos y traducidos sólo en las células de la planta.Fuera de la región del ADN-T, 

hay un clúster de genes vir, un gen que codifica para enzima(s) del catabolismo de 

opinas, y un origen de replicación (ori) que permite que el plásmido sea mantenido de 

forma estable en A. tumefaciens.Tomada de Tzfira y col (2002). 
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Sin embargo se pueden mencionar algunos eventos importantes para que se lleve 

a cabo la interaccion, como son: reconocimiento y adherencia, identificación de 

señales del hospedero, activación degenes vir, generacion del ADN-T, exportación del 

ADN-T hacia el huésped, importación del ADN-T dentro del núcleo de la célula 

huésped e integración del ADN-T dentro del genoma del hospedero (Zhu y col 2003). 

2) Genes reporteros 

La proteína expresada por un gen reportero es sensible y fácil de detectar; por 

consiguiente este puede ser usado para demarcar la frecuencia de transfomación, la 

eficiencia de la expresión, y la estabilidad de los genes externos incorporados, así 

como para determinar la ubicacion de la proteína recombinante en las celulas 

transformadas. Los genes reporteros ampliamente utilizados en transformación de 

algas marinas son gus y lacZ. El primero codifica para la enzima β-glucoronidasa, y es 

típicamente seleccionado como un reportero efectivo por la expresión temporal y 

estable en algas marinas (Qin 2012). En plantas superiores y algas marinas, se ha 

detectado que existen antecedentes débiles del gen gus y, en consecuencia, el control 

negativo debe ser fijado para eliminar dicha señal del antecedente.  

El gen lacZ existe en muchas bacterias y es similar al gen gus porque es más 

efectivo en el proceso conductor antibacteria y requiere tanto un control negativo, como 

un control en blanco para eliminar los antecedentes. El ensayo LacZ ha sido aplicado 

en algunas algas marinas, como el alga roja P. haitanensis (Zhang y col 2010) y alga 

café L. japonica (Qin y col 1998; Jiang y col 2003). El gen Luc codifica para luciferasa 

es otro gen reportero aplicado usualmente en microalgas de agua dulce y diatomeas 
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marinas P. tricornutum (Falciatore y col 1999). La proteína verde fluorescente (GFP, 

por sus siglas en inglés) de la medusa Aequorea victoria ha sido usada como reportero 

universal y en el análisis de localización en varias algas marinas, sin embargo, debido 

a que el alga típicamente tiene pigmentos fotosintéticos endógenos y otras sustancias 

fluorescentes, la expresión de GFP requiere un fuerte promotor para prevenir la 

interferencia de la señal interior de fluorescencia (Zaslavskaia y col 2000; Poulsen y 

col 2006; Hirakawa y col 2008; Takahashi y col 2010; Wang y col 2010; Miyagawa-

Yamaguchi y col 2011, Watanabe y col 2011). 

3) Genes marcadores de selección  

Los protocolos de transformación requieren marcadores de selección efectivos 

para discriminar exitosamente a los transformantes de las células transformadas. La 

mayoría de los marcadores de selección constituyen dos tipos: un tipo incluye genes 

con resistencia a antibióticos o a herbicidas, estos genes de selección son 

comúnmente usados para la selección de algas marinas transformadas. En contraste 

a plantas superiores, las algas marinas son insensibles a neomicina y a kanamicina 

pero son típicamente sensibles a cloromicetina, higromicina, y al herbicida glufosinado. 

El otro tipo de marcadores de selección es la complementación de mutantes 

metabólicos, este método es usado particularmente para la transformación de 

cloroplastos. Ejemplos de marcadores innovadores que han sido desarrollados son la 

fitoeno desaturasa (PDS) (Steinbrenner y Sandmann 2006) y gen Arg9 (Remacle y col 

2009). Existe la preocupación por la bioseguridad del antibiótico y los genes de 

resistencia a herbicidas, cuando se liberan las plantas transgénicas al medio ambiente. 
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Por lo que se está buscando desarrollar alternativas de sistemas marcadores y 

estandarizar los sistemas de selección de marcadores libres (Manimaran y col 2011). 
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IV JUSTIFICACIÓN 

Debido al gran potencial que representa el empleo de las microalgas para la 

producción de proteínas recombinantes y otros compuestos de interés nutricional, 

nutracéutico y farmacológico, el establecimiento de un sistema de transformación 

genética de la microalga Dunaliella tertiolecta, podría permitir el desarrollo de una 

plataforma para la utilización de éstas como reactores biológicos.  
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V OBJETIVOS 

A OBJETIVO GENERAL 

Establecer un sistema de transformación genética de la microalga Dunaliella 

tertiolecta.  

B OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

1. Elaborar una curva de crecimiento y viabilidad celular de la microalga Dunaliella 

tertiolecta.  

2.  Evaluar el efecto de la concentración de higromicina sobre el crecimiento de la 

microalga en estudio.  

3. Evaluar el efecto de la concentración de A. tumefaciens, el tiempo de co-cultivo y 

el método de infección en la expresión transitoria del gen gus en Dunaliella 

tertiolecta. 

4. Determinar el Índice de Eficiencia de Transformación genética de D. tertiolecta. 
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VI MATERIALES Y MÉTODOS 

A MATERIALES 

1 Material celular 

Se utilizó la cepa de la microalga Dunaliella tertiolecta, obtenida de la colección de 

microalgas del departamento de acuicultura del Centro de Investigación Científica y 

Educación Superior de Ensenada (CICESE). Para la transformación se empleó la cepa 

EHA105 de Agrobacterium tumefaciens. 

2 Vectores de transferencia genética   

Para la transformación, se utilizó el vector de transformación pCAMBIA 1304 (Fig 

7), el cual contiene el gen gus como reportero en la transformación; además, cuenta 

con genes de resistencia a los antibióticos kanamicina e higromicina para la selección 

bacteriana y en células de microalgas transformadas, respectivamente (Wilson y col 

1999). 

3 Medios de cultivo  

El cultivo de la microalga Dunaliella tertiolecta, así como las curvas de crecimiento, 

se realizaron en medio F/2, el cual es un medio de agua de mar común y ampliamente 

utilizado para el cultivo de algas marinas, se compone de vitaminas, fosfatos, nitratos 

y metales traza. La concentración de la formulación original, denominada "Medio F" 

(Guillard y Ryther 1962), se redujo a la mitad (Anexo 1).  
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Figura 7. Mapa genético del vector de transformación genética pCAMBIA1304. 

Tomada de Wilson y col (1999). 
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Para la determinación de la dosis letal mínima de higromicina y la transformación 

genética de las células de microalgas, se utilizó el medio TAP (tris, acetato y fosfato) 

(Andersen 2005). El medio TAP es un medio rico en fosfatos que favorece el 

crecimiento de las microalgas, pues permite un mayor crecimiento celular (Anexo 2). 

Los medios de cultivo se esterilizaron por autoclave a 121°C, 1.2 kg/cm2 por 20 

minutos. Los antibióticos se esterilizaron por filtración, y se agregaron a los medios 

después de pasar por el autoclave y enfriamiento de los mismos (Mayo y col 2006). 

B MÉTODOS  

1 Cultivo de microalgas 

El cultivo de microalgas se realizó de acuerdo a la metodología propuesta por 

Guillard y Ryther (1962). Se utilizó la técnica de transferencias sucesivas hasta 

alcanzar un volumen de 300 mL de cultivo. Se partió de una cepa almacenada en un 

tubo de ensayo con aproximadamente 10 mL para inocular un matraz con 50 mL de 

solución de cultivo, finalmente dicho volumen se transfirió a un matraz que contenía 

300 mL de cultivo. 

Una vez alcanzado el volumen de 300 mL, se mantuvo el matraz a una temperatura 

constante de 24 °C. Se le aplicó luz al cultivo con la finalidad de acelerar el crecimiento 

celular, se procuró que todas las células se encontraran expuestas a la misma cantidad 

de luz, la cual fue emitida durante las 24 h del día con una intensidad de 6000-6500 

luxes, que es equivalente a un flujo de fotones de aproximadamente 120-130 µmol•m-

2•s-1. Se realizaron conteos celulares para conocer la densidad de la biomasa 

empleando un microscopio compuesto equipado con hemocitómetro o cámara de 
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Neubauer de 0.1 mm de profundidad. Para ello, se tomaron muestras cada 24 h; de 

esta forma, se verificó constantemente el crecimiento celular del cultivo; además, para 

evitar cambios en el metabolismo de las microalgas, se suministró aireación 

manualmente, agitando el matraz dos veces al día.  

2 Curva de crecimiento 

La curva de crecimiento de la microalga D. tertiolecta, se realizó en matraces 

Erlenmeyer de 500 mL con medio F/2, que contenían 300 mL de cultivo de microalgas, 

utilizando condiciones de operación en un ambiente con luz y agitación, a temperatura 

controlada de 24 °C (Voltolina y col 1989). 

Para evaluar el crecimiento celular se utilizó como método analítico el conteo 

celular con hemacitómetro. En base a este valor, se pueden calcular los parámetros 

de la tasa de crecimiento específico y el tiempo de duplicación, que describen la 

eficiencia del crecimiento celular (Godoy-Hernández y Vázquez-Flota, 2006). Para 

medir la viabilidad celular se utilizó la prueba de determinación del número de células 

viables por colorante de exclusión utilizando el colorante azul de tripán al 0.4% 

(Richardson y Fedoroff 2001). 

a Medición por conteo celular en hemocitómetro 

El conteo se realizó por triplicado, se utilizó un microscopio óptico (OLYMPUS 

CX21) y un hemocitómetro o cámara de recuento celular Neubauer, la cual está 

dividida en nueve cuadros. Se contaron las células presentes en los cuatro cuadros 

ubicados en las esquinas de la cámara, el número obtenido se dividió entre cuatro y 
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se multiplicó por 10000; si la muestra fue diluida, también se multiplicó por el factor de 

dilución (Fig 8); el valor resultante fue el número de células por mililitro (Godoy-

Hernández y Vázquez-Flota 2006). 

1) Tasa de crecimiento celular específico (μ) 

La tasa de crecimiento específica (μ) se define como la tasa de aumento de la 

biomasa de una población celular por unidad de concentración de biomasa. Se 

calcula en cultivos discontinuos, ya que durante un período definido de tiempo 

(entre las fases de latencia y la estacionaria), el aumento de la población celular se 

ajusta a una ecuación lineal. Para obtener  μ, se tomaron los datos obtenidos de la 

cinética de crecimiento y se graficó el logaritmo natural del valor obtenido de la 

biomasa celular contra el tiempo, se eligió el rango de datos que se ajustaron al 

comportamiento lineal y se despejo μ de la ecuación obtenida del gráfico, la cual 

corresponde a la pendiente de la ecuación de la gráfica:  

                                    
0ln lnX X

t



                                              (Ec. 1) 

 
 Donde X0 es la biomasa inicial, X es la biomasa al tiempo t, y μ es la tasa de 

crecimiento específico (Godoy-Hernández y Vázquez-Flota, 2006). 

2) Tiempo de duplicación (dt) 

El tiempo de duplicación (dt) se define como el tiempo requerido para que la 

concentración de la biomasa de una población de células se duplique, este parámetro 

se calculó a partir de los valores de μ obtenidos, empleando la siguiente ecuación: 
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Figura  8. Cálculo del número celular utilizando el hemocitómetro. Tanto para el conteo 

celular como para la determinación de viabilidad por colorante de exclusión, se cuentan 

todas las células dentro del área limitada por las líneas triples. Adaptada de Richardson 

y Fedorrof (2001). 

 

 

4n/4       X     10         X      1000      X    Factor     =  células/mL 

                                                                 dilución 

n= células de A + B + C + D mm
3
 mL 
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 
#cel. viables

% viabilidad 100
#cel. totales

                                                       
ln 2

dt


                                                    (Ec. 2)  

  Donde μ es la tasa de crecimiento específico (Godoy-Hernández y Vázquez-

Flota, 2006). 

b Determinación de viabilidad celular 

Para determinar la viabilidad celular del cultivo, se utilizó la prueba de 

determinación del número de células viables por colorante de exclusión (Richardson y 

Fedoroff 2001), donde se empleó el colorante azul de tripán al 0.4%, se agregaron 0.2 

mL de colorante a 0.8 mL del cultivo celular, obteniendo una dilución de 8:10; la 

suspensión se homogenizó y se procedió al conteo, para lo cual se hizo uso de la 

metodología de Godoy-Hernández y Vázquez-Flota (2006); por medio de una cámara 

de Neubauer, se contabilizaron el número de células totales y las que presentaron 

coloración azul (no viables); por diferencia se obtuvo el número de células viables. 

El porcentaje de viabilidad celular se obtuvo con la siguiente fórmula: 

                                                                                                         (Ec. 3) 

   
3 Determinación de la dosis letal mínima de higromicina 

Se utilizó el medio de cultivo sólido TAP (Anexo 2), con diferentes dosis de 

higromicina: 25, 50, 75, 80, 90, 100 y 110 mg/L. Se empleó también cultivo celular de 

microalgas con una viabilidad celular > 85 %, se plaqueó un volumen que contenía 1.5 

x 106 cel/mL en las cajas con medio sólido selectivo, éstas se colocaron en condiciones 

de crecimiento a 25 ± 1 oC en un ambiente con luz por aproximadamente 5 semanas. 
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El experimento se realizó por duplicado y la evaluación del crecimiento celular se 

determinó de manera visual. La mínima concentración de higromicina en la cual no se 

observó crecimiento celular fue la dosis letal mínima correspondiente (Gomez-Kosky 

y col 2010). 

4 Transformación genética del cultivo de microalgas 

Para el establecimiento del sistema de transformación de D. tertiolecta se utilizó el 

vector de transferencia pCAMBIA 1304, con el fin de aprovechar el monitoreo rápido 

mediante la expresión transitoria del gen reportero gus. 

Para la transformación genética de las células de microalgas se utilizó una 

adaptación de los protocolos para la transformación de cultivos de microalgas con 

Agrobacterium tumefaciens reportados por Kumar y col (2004), y Pratheesh y col 

(2014). Para ello, aproximadamente 1.5 x 106 células de microalgas fueron plaqueadas 

en medio sólido TAP e incubadas a la luz durante una semana para permitir el 

crecimiento celular (periodo de pre-cultivo), las cuales posteriormente fueron 

transformadas empleando el método de infección en sólido (Kumar y col 2004). 

Mientras que aproximadamente 1.5 x 106 células de microalgas fueron tomadas 

directamente del cultivo, se centrifugaron a 3500 rpm durante 5 min y se recuperó la 

pastilla que contenía las células de microalgas, la cual fue empleada para llevar a cabo 

la transformación con el metodo de infección en líquido (Pratheesh y col 2014). 

Se utilizaron estrías frescas (48 h) de Agrobacterium tumefaciens, las cuales se 

resuspendieron en medio TAP hasta alcanzar las densidades ópticas (DO) de 0.5, 1.0 

y 1.5 a 600 nm. Posteriormente, se llevó a cabo la inducción de los genes vir con 
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Asetosiringona (AS) 100 µM a 28 °C durante 4 h. La transformación fue hecha por co-

cultivo de las microalgas con A. tumefaciens, adicionando 200 µL de la suspensión 

bacteriana inducida a las diferentes DO’s sobre la delgada capa de microalgas crecida 

anteriormente durante una semana.  

El co-cultivo se incubó a 25 ± 1 °C por 24, 48 y 72 h. Pasados estos tiempos, las 

células fueron recolectadas y lavadas tres veces con medio líquido TAP adicionado 

con 100 mg L−1 de timentina mediante centrifugación a 3500 rpm durante 5 min, para 

la eliminación de la bacteria.  

5 Análisis bioquímico de células transformadas  

a Expresión transitoria del gen gus 

El ensayo histológico de GUS se realizó una vez que se recolectaron y lavaron las 

células del co-cultivo, posteriormente se resuspendieron en solución X-GLUC (GUSS-

1K, Sigma, EUA) y se incubaron a 37°C durante 24 h. Las células se destiñeron con 

etanol al 70%, esto, para evitar la interferencia de la clorofila que naturalmente 

proporciona su pigmentación verde natural. Las muestras se analizaron en un 

microscopio estereoscópico Motic DM143 (Motic, Richmond, British Columbia, 

Canadá). Como control negativo se utilizó cultivo celular no transformado desteñido 

con etanol al 70%. 

b  Viabilidad celular 

Para determinar la viabilidad de las células transformadas, se utilizó la prueba de 

determinación del número de células viables por colorante de exclusión (Richardson y 
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Fedoroff 2001), donde se empleó el colorante azul de tripán al 0.4%, se agregaron 0.2 

mL de colorante a 0.8 mL del cultivo celular, obteniendo una dilución de 8:10; la 

suspensión se homogenizó y se procedió al conteo, para lo cual se empleó la 

metodología de Godoy-Hernández y Vázquez-Flota (2006); por medio de una cámara 

de Neubauer, se contabilizaron el número de células totales y las que presentaron 

coloración azul (no viables); por diferencia se obtuvo el número de células viables. El 

porcentaje de viabilidad celular se obtuvo con la Ec. 3. 

6 Determinación del Índice de Eficiencia de Transformación (IET) 

Una vez que se realizó el análisis histoquímico de la expresión transitoria del gen 

gus y la determinación de la viabilidad celular a las células de D. tertiolecta 

transformadas, ambas variables tomaron una ponderación de acuerdo a su 

importancia en el proceso de transformación de la microalga en estudio, en este 

sentido, se les asignó el 50 % y 50 % de importancia a cada una. Debido a que se 

requiere una célula competente para que esta siga su ciclo de vida de manera natural, 

y se requiere también, la competencia de la célula a ser transformada. El IET se calculó 

mediante la siguente ecuación: 

 

𝐈𝐄𝐓 = % Eficiencia de transformación ∗ 0.5 + % Viabilidad celular ∗ 0.5       Ec. 4 
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7 Diseño de experimentos 

Los resultados del Índice de Eficiencia de Transformación fueron analizados 

estadísticamente mediante un análisis de varianza de 3 factores (densidad óptica de 

Agrobacterium (DOagro), tiempo de co-cultivo (Tco-cult) y método de infección); la 

comparación de medias se realizó mediante la prueba de rangos múltiples de Fisher 

con un nivel de significancia del 95 % (LSD, p ≤ 0.05).   
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VII RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

A CARACTERÍSTICAS DEL CULTIVO CELULAR DE LA MICROALGA Dunaliella 

tertiolecta  

1 Establecimiento de la curva de crecimiento 

La curva de crecimiento del cultivo de Dunaliella tertiolecta, se estableció mediante 

conteos celulares con cámara de Neubauer y microscopio óptico, según la metodologia 

anteriormente descrita. La densidad celular inicial del cultivo fue de 3 x 105 cel/mL; en 

la figura 9 se muestra el comportamiento del crecimiento de D. tertiolecta, en la cual, 

se pudo observar que no se presentó una fase de latencia, esto podría deberse a que 

el cultivo fue crecido mediante la técnica de transferencias sucesivas y, al momento 

de iniciarlo, éste ya contaba con un número de células en constante reproducción; el 

comportamiento principal observado fue exponencial, hasta alcanzar su máxima 

densidad celular al día 14 con aproximadamente 2.5 x 106 cel/mL. Aguilar (1995) 

señaló el mismo comportamiento en un cultivo de Dunaliella salina, alcanzando una 

densidad celular máxima de 3.5 x 106 cel/mL, al mismo día; mientras que Calderón 

(2003), en un cultivo de D. tertiolecta, logró alcanzarla al día 10, obteniendo 

aproximadamente 3 x 106 cel/mL; Mishra (2008), por su parte, reportó una máxima 

densidad celular al día 13 en un cultivo de Dunaliella sp. Por lo anterior, podría 

aseverarse que la máxima densidad celular en un cultivo de especies del género 

Dunaliella, puede alcanzarse en un intervalo de 10 a 14 días; y dicho comportamiento 

dependerá principalmente de las condiciones del cultivo en el que éstas sean crecidas. 
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Figura 9. Curva de crecimiento del cultivo de Dunaliella tertiolecta. Cada punto 

corresponde al promedio de tres réplicas. Las barras de error indican la desviación 

estándar. 
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Algunos autores han señalado que una densidad celular de 1 x 106 cel/mL, 

corresponde a un número considerable de células suficientes para someterse al 

proceso de transformación genética mediado por Agrobacterium (Mayfield 2003; Anila 

2011). 

a Tasa de crecimiento celular específico (μ) y tiempo de duplicación (dt) 

La tasa de crecimiento específico (μ) se refiere a la inclinación en una parte 

específica de la curva de crecimiento, y se define como la tasa de aumento en la 

biomasa de una población de células por unidad de concentración de biomasa. El μ 

obtenido en el presente estudio, a partir del monitoreo de la densidad celular del cultivo 

de D. tertiolecta fue de 0.17 d-1; mientras que el tiempo de duplicación (dt) obtenido 

fue de 4.1 d, éste se define como el tiempo requerido para que la concentración de 

biomasa de una población celular se duplique. Ambos valores fueron superiores a los 

presentados por Arun y Singh (2013), quienes reportaron un μ = 0.13 d-1 y un dt = 5.8 

d para la misma microalga. Lo anterior indica que las condiciones empleadas para el 

cultivo de la microalga D. tertiolecta en la presente investigación, resultan más 

favorables que las reportadas por Arun y Singh (2013) en su estudio.  

b Viabilidad celular del cultivo   

La viabilidad celular puede ser determinada a través de diversos métodos, los 

cuales dependerán del tipo de célula o tejido analizado; algunos de los procedimientos 

más comúnes se basan en métodos colorimétricos, o bien, en análisis microscópicos; 

éstos últimos, requieren el uso de colorantes que son selectivamente excluídos o 

incorporados por las células vivas, mientras que los métodos colorimétricos, se basan 
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en el desarrollo de color en el medio de crecimiento, después de la reacción de 

metabolitos celulares con agentes químicos de la solución del ensayo (Capasso 2003).  

Los métodos por colorante de exclusión son frecuentemente utilizados para 

cuantificar el número de células muertas en un cultivo; esta técnica se basa en la 

suposición de que ciertos colorantes, tales como, azul de metileno, azul de tripán, azul 

Nilo y eosina, son capaces de entrar en las células cuya permeabilidad selectiva de la 

membrana plasmática, ha sido perdida o gravemente comprometida (Tolnai 1972; 

Bonara y Mares 1982). 

En la figura 10A se observa que a medida que transcurre el tiempo, la viabilidad 

celular del cultivo disminuye, pues conforme el número celular aumenta de manera 

exponencial, se genera una acumulación de productos extracelulares tóxicos para la 

célula,  tales como aminoácidos, proteasas, fragmentos celulares o metabolitos 

secundarios, que afectan el crecimiento y multiplicación celular en el cultivo (Yesil-

Celiktas y col 2010). La mayor viabilidad del cultivo se alcanzó el día 4, presentando 

un valor del 86 % de células viables. A partir del día 5 se observó una disminución en 

la viabilidad, y en los días posteriores a ese, los valores se mantuvieron constantes 

con valores que oscilaron entre el 50 – 70 % hasta llegar al día 12 del cultivo, donde 

se pudo apreciar una disminución considerable hasta un nivel del 52 %. 

Este comportamiento es típico en cultivos celulares, donde al llegar a los días 

finales de cultivo, la densidad celular disminuye dramáticamente, existiendo una mayor 

competencia de las células viables aún presentes, por los nutrientes restantes del 

medio, lo que genera una mayor muerte celular (Steward y col 1999). 
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Figura 10. Determinación de la viabilidad celular del cultivo de Dunaliella tertiolecta 

mediante el método por colorante de exclusión con azul de tripán. (A) Análisis del 

comportamiento de la viabilidad celular; (B) análisis de la viabilidad en conjunto con la 

densidad celular del cultivo. Cada punto corresponde al promedio de tres réplicas. Las 

barras de error indican la desviación estándar. 
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Con base en los porcentajes de viabilidad observados, en conjunto con la densidad 

celular (Fig 10B) y tomando en consideración lo reportado en la literatura, se optó por 

seleccionar el día 4 del cultivo, donde éste presenta aproximadamente 1 x 106 cel/mL 

y un 86 % de viabilidad, para la determinación de la dosis letal mínima de higromicina 

y el establecimiento del sistema de transformación genética, considerándose que se 

requiere un número adecuado de células viables para ser sometidas al proceso de 

transformación. 

2 Dosis letal mínima de Higromicina  

Aproximadamente 1.5 x 106 cel/mL fueron plaqueadas en medio sólido TAP a las 

diferentes concentraciones de higromicina descritas en la metodología. El crecimiento 

celular se observó después de 5 semanas. En la figura 11 se observa que el 

crecimiento de D. tertiolecta se inhibió a la concentración de 110 mg/L de higromicina; 

por ello, dicha concentración fue utilizada posteriormente para la selección de células 

transformadas después del co-cultivo con Agrobacterium, evitando el crecimiento de 

las células de D. tertiolecta de tipo silvestre. Este valor fue muy similar al reportado por 

Anila (2011) para la microalga Dunaliella bardawil (100 mg/L), sin embargo, se 

encuentra muy por encima de lo reportado para las especies Chlamydomonas 

reinhardtti (10 mg/L), Haematococcus pluvialis (10 mg/L) y Chlorella vulgaris (20 mg/L) 

(Kumar 2004; Kathiresan 2009; Cha 2011); cabe mencionar que estas últimas 

especies habitan en agua dulce, mientras que las especies de Dunaliella son 

microalgas de agua salada; además, se ha demostrado que la salinidad del medio 

puede interferir en la actividad antibiótica de la higromicina, ocasionando la inhibición  
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Figura 11. Efecto de la concentración de higromicina (mg/L) sobre el crecimiento de 

Dunaliella tertiolecta en medio TAP. Crecimiento después de 5 semanas en: (A) 0, (B) 

25.0, (C) 50.0, (D) 75.0, (E) 80.0, (F) 90.0, (G) 100.0 y (H) 110.0. 
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del crecimiento a altas concentraciones del antibiótico (Apt 1996; Facialtore 1999; Anila 

2011). 

La sensibilidad observada por Dunaliella tertiolecta para higromicina, indica que el 

gen de la higromicina fosfotransferasa (hptII) contenido en el plásmido pCAMBIA1304, 

puede ser utilizado como un marcador de selección para esta especie de microalga 

transformada genéticamente.  

B TRANSFORMACIÓN GENÉTICA DE Dunaliella tertiolecta 

Las células del cultivo de Dunaliella tertiolecta fueron transformadas con las 

diferentes concentraciones de Agrobacterium EHA105::pCAMBIA1304, bajo distintas 

condiciones de infección, y co-cultivadas a diferentes tiempos, cada uno de ellos 

descritos anteriormente. Con base en los resultados anteriores, se emplearon células 

crecidas en el día 4 del cultivo para llevar a cabo la transformación genética, debido a 

que este día había un 86 % de viabilidad celular y un buen número de células; lo 

anterior, en conjunto sugiere que a este tiempo de cultivo existe un considerable 

número de células (1.0 x 106 cel/mL) susceptibles de ser efectivamente transformadas. 

1 Análisis histoquímico de la expresión transitoria del gen gus en las células 

transformadas de D. tertiolecta. 

La expresión transitoria del gen gus fue analizada una vez que se recuperaron las 

células del co-cultivo, mediante el ensayo histoquímico de la β-glucuronidasa, 

observándose la coloración de color azul índigo característica después de la 
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incubación con X-GLUC por 24 h (Fig 12); las células control no transformadas (Fig 

12A) no presentaron coloración.  

La tinción de las células GUS positivas fue diferente entre ellas, mostrándose de 

moderada a intensa en algunas células, el mismo comportamiento se observó en 

Haematococcus pluvialis (Kathiresan 2009); mientras que en Dunaliella Bardawil, la 

tinción fue apenas visible y sin uniformidad (Anila 2011).  

El análisis de la expresión transitoria del gen gus se realizó mediante conteos 

celulares en un microscopio óptico y a través del empleo de la cámara de Neubauer. 

A partir de éstos, se obtuvieron valores de eficiencia de transformación, determinada 

como el porcentaje de células GUS positivas. Dichas eficiencias oscilaron entre 55 % 

y 80 % para los distintos tratamientos de transformación; estos valores estuvieron por 

encima de lo reportado en Nannochloropsis sp. (Cha 2011), con 21.4 %, y en Chlorella 

vulgaris, con 25 % (Cha 2012); cabe mencionar que las condiciones utilizadas en el  

proceso de transformación por este autor difieren en algunos parámetros (tiempo de 

co-cultivo), con las utilizadas en la presente investigación. 

2 Viabilidad celular del cultivo de D. tertiolecta transformada   

Una vez recolectadas las células transformadas del co-cultivo, se les determinó la 

viabilidad celular por colorante de exclusión, esto para verificar la sobrevivencia de las 

células a las variadas condiciones del proceso de transformación (densidad óptica de 

Agrobacterium, tiempo de co-cultivo y tipo de infección). Los valores de viabilidad 

celular variaron principalmente entre los tipos de infección a los que fueron sometidas 

las microalgas durante su transformación.
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Figura 12. Análisis histoquímico de la expresión del gen gus en células de D. tertiolecta . Vista con microscopio óptico 40X: 

(A) Control D. tertiolecta sin transformar, donde no se observa coloración azul. (B) D. tertiolecta mostrando la expresión de 

gus a través del método de infección sólido; (C) D. tertiolecta mostrando la expresión gus a través del método de infección 

líquido. Las barras de referencia  equivalen a 20 µm.

(A) (C) (B) 
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Se encontraron valores en un rango de (87 % - 92 %) para el método de infección 

sólido, mientras que para el método de infección en líquido los valores se 

encontraron en un rango de (80 % - 90 %). 

3 Análisis estadístico del Índice de Eficiencia de Transformación (IET) 

El IET resultó de la ponderación de las dos variables analizadas anteriormente: 

viabilidad celular y eficiencia de transformación de las células gus positivas; ambas 

variables fueron ponderadas según su importancia en el proceso; así, se asignó el 

50 % a la primera y el 50 % a la segunda, ya que se requiere que sobrevivan el 

mayor número de células efectivamente transformadas.  

Los Índices de Eficiencia de Transformación variaron entre el 69 y 87 %, 

encontrándose diferencias significativas (p ≤ 0.05) entre algunos tratamientos (Fig 

13). Los cinco mejores tratamientos de transformación según el IET pertenecían al  

método de infección en sólido: (1) DOAgro = 1.0, Tco-cult = 48 h; (2) DOAgro = 1.5, Tco-

cult = 48 h; (3) DOAgro = 0.5, Tco-cult = 72 h; (4) DOAgro = 1.0, Tco-cult = 72 h y (5) DOAgro 

= 1.5, Tco-cult = 72 h, mostrando diferencias significativas (p ≤ 0.05) respecto al resto 

de los tratamientos, que en promedio lograron un IET del 85 %. 

Las condiciones de co-cultivo que resultaron mejores entre los demás 

tratamientos fueron similares, o presentaron valores cercanos a las condiciones 

utilizadas por diversos autores, para la transformación de algunas especies de 

microalgas de agua salada; Úbeda-Mínguez (2015) optimizó las condiciones de co-

cultivo para la transformación de Tetraselmis chuii, obteniendo DOAgro = 1.0,
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Figura 13. Efecto de la concentración de Agrobacterium, tiempo de co-cultivo y medio de infección en el Índice de Eficiencia 

de Transformación en Dunaliella tertiolecta. Medias con letras diferentes indican diferencias significativas (LSD = 3.95, p ≤ 

0.05). 
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Tco-cult = 72 h; Cheng (2012) transformó a la microalga Schizochytrium utilizando el 

método de infección en sólido, DOAgro = 0.8 y Tco-cult = 12 h; por su parte, Anila (2011) 

transformó genéticamente a Dunaliella bardawil bajo las condiciones de co-cultivo 

de DOAgro = 0.5, Tco-cult = 48 h y utilizando el método de infección en sólido.  

La relación entre la cantidad de Agrobacterium y la celula huésped es un factor 

importante que influye en la frecuencia de transferencia del ADN-T; las bajas 

concentraciones de Agrobacterium pueden reducir la eficiencia de la transferencia 

del ADN-T, mientras que las concentraciones altas de la bacteria pueden afectar la 

viabilidad de las células. En esta investigación los mejores tratamientos, según el 

análisis del IET, arrojaron valores de DO = 1.0 y DO = 1.5. Cha (2012) reportó un 

aumento en el porcentaje de células GUS positivas del 6.6 % al 15.1 %, cuando 

incrementó la densidad óptica de Agrobacterium de 0.2 a 1.0 unidad; muchos 

estudios de transformación genética de plantas y microalgas han reportado 1.0 

como la densidad óptima de Agrobacterium para el desarrollo de protocolos de 

transformación (Humara y col 1999). 

El tiempo de co-cultivo óptimo es dependiente de cada especie en 

transformación. Los mejores tratamientos en esta investigación requirieron 48 y 72 

h de co-cultivo de la microalga con la bacteria, similar a lo reportado por Kumar 

(2003) y Kathiresan (2009) para el co-cultivo de C. reinhardtii y H. pluvialis 

respectivamente, y por Cha (2012) para el co-cultivo de C. vulgaris, la cual requirió 

un periodo de 72 h, observando que al pasar ese tiempo, la eficiencia de 

transformación disminuia. El principal problema que se presenta al prolongar el 
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tiempo de co-cultivo después de 5 días, es a menudo el sobrecrecimiento de la 

bacteria en el medio y consecuentemente la muerte celular de la microalga (Humara 

y col 1999; Hu y col 2006).  
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VIII CONCLUSIONES 

Con base en la curva de crecimiento celular, el cultivo de Dunaliella tertiolecta 

presentó una tasa de crecimiento específico (µ) de 0.17 d-1, y un tiempo de 

duplicación (dt) de 4.1 d.  

Bajo las condiciones empleadas, a los 4 días de cultivo se logró obtener hasta 

un 86% de viabilidad, alcanzando la densidad celular mínima (1 x 106 cel/mL) 

recomendada para la realización de los ensayos de transformación a través de 

Agrobacterium. 

La dosis letal mínima de higromicina para la selección de células transformadas 

de Dunaliella tertiolecta, fue de 110 mg/L. 

Tomando como base la viabilidad de las células transformadas y el número de 

células expresando el gen reportero gus, el 27.8% de los ensayos de transformación 

evaluados permitió obtener un IET arriba del 83%.  

Las condiciones de transferencia genética determinadas en el presente trabajo, 

podrían permitir el desarrollo posterior de una plataforma de expresión de proteínas 

recombinantes de interés, en la microalga Dunaliella tertiolecta. 
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ADN Ácido desoxirribonucléico    

ADNc Ácido desoxirribonucléico complementario 

ADN-T Ácido desoxirribonucléico de Transferencia  

ANOVA Análisis de varianza (del inglés Analysis of variance) 

AS Asetosiringona 

ATP Adenosín trifosfato 

A. tumefaciens Agrobacterium tumefaciens 

CaCl2 Cloruro de calcio 

C. reinhardtii  Chlamydomonas reinhardtii 

CICESE Centro de Investigación Científica y Educación 

Superior de Ensenada 

CO2 Dióxido de carbono 

Co-cult Co-cultivo 

C. vulgaris Chlorella vulgaris 

DO Densidad óptica 

D. salina Dunaliella salina 

D. tertiolecta Dunaliella tertiolecta 

GFP 
Proteína verde fluorescente (del inglés Green 

Fluorescent Protein)  

GRAS  Generalmente Reconocidos Como Seguros (del inglés 

Generally Recognized As Safe)  

H2S Sulfuro de Hidrógeno 

H. pluvialis Haematococcus pluvialis  

IET Índice de eficiencia de transformación 
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LB Left border 

L. japonica Lonicera japonica 

Lsc Cadena larga simple (del inglés Long single chain) 

LSD Mínima diferencia significativa (del inglés Least 

Significant Difference) 

Mpb Mega pares de bases 

NADPH2 Nicotinamida adenina dinucleótido fosfato 

NGS Secuenciación de nueva generación (del inglés Next 

Generation Sequencing) 

PDS Fitoeno desaturasa (del inglés Phytoene desaturase) 

PEG Polietilenglicol 

P. haitanensis Porphyra haitanensis 

P. tricornutum Phaeodactylum tricornutum 

RB Right border 

Sp Especie (del inglés specie) 

S Svedberg 

TAG Triacilglicéridos 

TAP Tris-acetato-fosfato (del inglés Tris-acetate-phosphate) 

TGH Transferencia de genes horizontal 

Ti Inductor de tumores (del inglés Tumor induction) 

Ufc Unidades formadoras de colonias 
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ANEXOS 

Anexo 1. Composición del medio F/2 

Para preparar el medio F/2 se agregan 1 mL de cada solución (previamente 

esterilizadas) en un litro de agua salada estéril. Las soluciones de elementos traza 

y vitaminas se describen a continuación. Si las algas no requieren silicatos, se 

recomienda su omitan en el medio, pues ocasionan precipitación.  

Componente Solucion patrón Cantidad Concentración molar 

en el medio  

NaNO3 75 g·L-1 1 mL 8.82 x 10-4 M 

NaH2PO4 H2O 5 g·L-1 1 mL 3.62 x 10-5 M 

Na2SiO3 9H2O 30 g·L-1 1 mL 1.06 x 10-4 M 

Metales traza Ver descripción abajo 1 mL --- 

Vitaminas Ver descripción abajo 0.5 mL --- 

 

Solución patrón de metales traza 

Para preparar la solución patrón de metales traza, en 950 mL de agua destilada, se 

agregan los componentes, se disuelven completamente y se lleva a un volumen 

final de un litro. Se esterilizan en autoclave a 121°C, 12 kg·cm-2 por 20 minutos.   

Componente Concentración en la 

solución patrón 

Cantidad Concentración molar 

en el medio final 

FeCl3 6H2O --- 3.15 g  1.17 x 10-5 M 
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Na2EDTA 2H2O --- 4.36 g 1.17 x 10-5 M 

CuSO4 5H2O 9.8 g·L-1 1 mL 3.93 x 10-8 M 

Na2MoO4 2H2O 6.3 g·L-1 1 mL 2.60 x 10-8 M 

ZnSO4 7H2O 22.0 g·L-1 1 mL 7.65 x 10-8 M 

CoCl2 6H2O 10.0 g·L-1 1 mL 4.20 x 10-8 M 

MnCl2 4H2O 180.0 g·L-1 1 mL 9.10 x 10-7 M 

 

Solución patrón de vitaminas  

Para preparar la solución patrón, primero se disuelve la tiamina en 950 ml de agua 

destilada, y posteriormente se agrega 1 mL de solución patrón de biotina y de 

cianocobalamina. Finalmente se lleva a un volumen final de 1000 mL con agua 

destilada. Se filtroesteriliza y se almacena a 4°C bajo condiciones de oscuridad. 

Componente Concentración en la 

solución patrón 

Cantidad Concentración molar 

en el medio final 

Tiamina HCL   

(vit. B1) 
--- 200 mg 2.96 x 10-7 M 

Biotina (vit. H) 1.0 g·L-1 1 mL 2.05 x 10-9 M 

Cianocobalamina 

(vit. B12) 
1.0 g·L-1 1 mL 3.69 x 10-10 M 
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Anexo 2. Composición del medio TAP 

El medio TAP puede ser usado para aquellas algas que usan NH4
+ en lugar de NO3

- 

como fuente de nitrógeno. 

Para un volumen final de 1000 mL se agregan las siguientes cantidades de 

soluciones patrón, preparadas a las concentraciondes dadas. En 850 mL de agua 

destilada, se añaden un componente tras otro hasta mezclarlos completamente, y 

finalmente se lleva a un volumen de 1000 mL. Todas las soluciones patrón se 

almacenan a 4 °C. 

Solución patrón 

(SP) 

Volumen Componente Concentración 

en la SP 

Concentración 

final en el 

medio 

Base Tris 2.42 g 

H2NC(CH2OH)3 

Tris 

(hidroximetil)- 

aminometano 

 

2.0 x 10-2 M 

Sales TAP   

(sales Beijirinck) 
25 mL 

NH4Cl 

MgSO4·7H2O 

CaCl2·2H2O 

15 g·L-1 

4 g·L-1 

2 g·L-1 

7.0 x 10-3 M 

8.3 x 10-4 M 

4.5 x 10-4 M 

Solución fosfatos 1 mL 

K2HPO4 

KH2PO4 

28.8 g·100 mL-1 

14.4 g·100 mL-1 

1.65 x 10-3 M 

1.05 x 10-3 M 

Solución de 

elementos traza 
1 mL 

Na2EDTA 

·2H2O 

ZnSO4·7H2O 

H3BO3 

5.00 g·100 mL-1 

2.20 g·100 mL-1 

1.14 g·100 mL-1 

0.50 g·100 mL-1 

1.34 x 10-4 M 

1.36 x 10-4 M 

1.84 x 10-4 M 

4.00 x 10-5 M 
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MnCl2·4H2O 

FeSO4·7H2O 

CoCl2·6H2O 

CuSO4·5H2O 

(NH4)6MoO3 

0.50 g·100 mL-1 

0.16 g·100 mL-1 

0.16 g·100 mL-1 

0.11 g·100 mL-1 

3.29 x 10-5 M 

1.23 x 10-5 M 

1.00 x 10-5 M 

4.44 x 10-6 M 

Ácido acético 1 mL CH3COOH   

Para preparar la solución de elementos traza, primero se disuelve Na2EDTA ·2H2O 

en 100 mL de agua destilada calentando a 60 - 80 °C, después se ajusta el pH a 

5.0 con KOH. Se añaden todos los elementos traza por separado, checando el pH 

constantemente. El pH no debe de aumentar más de 6.8, de lo contrario el MnSO4 

podría precipitar. La solución se almacena a 4 °C; cuando el color cambie de naranja 

a rojo, aproximadamente después de 2 semanas, se filtra y almacena a -20 °C en 

un contenedor de teflón o policarbonato (no use contenedores de vidrio para estos 

elementos, pues tienden a absober la superficie del vidrio). Después de la adición 

del ácido acético, el pH cambia a 7.0.   

El pH final del medio se ajusta a 6.0 o al deseado con ácido acético y se esteriliza 

en autoclave a 121 °C, 1.2 kg·cm-2 por 20 min.  

Para el cultivo en TAP solido, se agrega agar al 1.0 - 1.5 % al medio preparado, 

antes de someter a la esterilización en autoclave. 

 

 


