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RESUMEN 

 

Las microalgas contienen ácidos grasos de cadena larga: araquidónico (ARA), 

eicosapentaenoico (EPA) y docosahexaenoico (DHA), los cuales son esenciales para el 

crecimiento de los organismos bajo cultivo. La calidad nutricional de las microalgas depende 

de la especie, pero también puede ser modulada mediante las condiciones del cultivo. El 

fósforo es un nutriente que, en condiciones limitantes o deficientes, puede desencadenar la 

acumulación de lípidos y ácidos grasos en las microalgas. El objetivo de este estudio fue 

analizar el contenido de lípidos y la producción de ácidos grasos en las microalgas 

Thalassiosira weissflogii (TH-W-1) y Chaetoceros muelleri (CH-M-1) en respuesta a 

diferentes concentraciones de fósforo: f, f/2, f/4, f/0, siendo el f, el tratamiento control. El 

experimento se realizó en recipientes transparentes en un volumen útil de 15 L. El cultivo se 

mantuvo a 26 ºC con iluminación y aireación constante. La extracción de lípidos totales se 

determinó usando la técnica de Bligh y Dyer (1959). La extracción de ácidos grasos fue por 

transterificación y su cuantificación por cromatografía de gases. Se encontró un aumento 

significativo de lípidos producidos por unidad de volumen y en porcentaje de PO con relación 

a la disminución de fósforo en la microalga únicamente en la microalga CH-M-1, siendo el 

tratamiento f/4 el que registró lo valores más altos: 49.95±2.72 µg·mL y (29.33±2.33%), 

además los valores registrados en CH-M-1 fueron significativamente superiores a lo 

registrado en TH-W-1 en todos los tratamientos. El contenido de PUFA en TH-W-1 fue de 

14.11±0.89% y de 3.97±0.57% para el EPA y DHA, respectivamente, no se detectó ARA en 

esta especie. Mientras que, en CH-M-1 el ARA registró valores de 9.84±0.47%, y de 

7.35±0.39% y 0.84±0.10% de EPA y DHA respectivamente. El contenido de EPA y DHA 

en TH-W-1 fue significativamente mayor al contenido registrado en CH-M-1. Se concluye 

que CH-M-1 representa una fuente mayor de lípidos, en comparación con TH-W-1, sin 

embargo, TH-W-1 es una mejor fuente potencial de EPA y DHA (14.11±0.89% y 

3.97±0.57%), en comparación con CH-M-1 (7.35±0.39% y 0.84±0.10%), mientras que para 

el ARA (9.84±0.47%) la especie idónea es CH-M-1, ya que no se detectó este ácido graso en 

TH-W-1. No obstante, un aspecto importante a considerar en la elección de la mejor fuente 

de EPA y DHA es la biomasa alcanzada por unidad de volumen, la cual fue mayor en CH-

M-1 que en TH-W-1, lo que podría compensar el bajo contenido de estos compuestos en la 

microalga TH-W-1. 

 

 

Palabras clave: diatomeas; cultivo de microalgas; ácidos grasos esenciales; macronutriente; 

limitante. 

  



SUMMARY 

Microalgae contain long-chain fatty acids: arachidonic acid (ARA), eicosapentaenoic acid 

(EPA) and docosahexaenoic acid (DHA), which are essential for the growth of organisms 

under culture. The nutritional quality of microalgae depends on the species but can also be 

modulated by culture conditions. Phosphorus is a nutrient that, under limiting or deficient 

conditions, can trigger the accumulation of lipids and fatty acids in microalgae. The objective 

of this study was to analyze the lipid content and fatty acid production in the microalgae 

Thalassiosira. weissflogii (TH-W-1) and Chaetoceros muelleri (CH-M-1) in response to 

different phosphorus concentrations: f, f/2, f/4, f/0, with f being the control treatment. The 

experiment was carried out in transparent containers in a useful volume of 15 L. The culture 

was maintained at 26 ºC and constant illumination and aeration. Total lipid extraction was 

determined using the technique of Bligh and Dyer (1959). Fatty acids were extracted by 

transterification and quantified by gas chromatography. A significant increase in lipids 

produced per unit volume and in percentage of PO was found in relation to the decrease in 

phosphorus in the microalgae only in the microalgae CH-M-1, with the f/4 treatment being 

the one that registered the highest values: 49.95±2.72 μg·mL and (29.33±2.33%), in addition, 

the values recorded in CH-M-1 were significantly higher than those recorded in TH-W-1 in 

all treatments. The PUFA content in TH-W-1 was 14.11±0.89% and 3.97±0.57% for EPA 

and DHA, respectively, no ARA was detected in this species. While, in CH-M-1 the ARA 

registered values of 9.84±0.47%, and 7.35±0.39% and 0.84±0.10% of EPA and DHA 

respectively. The EPA and DHA content in TH-W-1 was significantly higher than the content 

recorded in CH-M-1. It is concluded that CH-M-1 represents a greater source of lipids, 

compared to TH-W-1, however, TH-W-1 is a better potential source of EPA and DHA 

(14.11±0.89% and 3.97±0.57%), compared to CH-M-1 (7.35±0.39% and 0.84±0.10%), while 

for ARA (9.84±0.47%) the ideal species is CH-M-1, since this fatty acid was not detected in 

TH-W-1. However, an important aspect to consider in choosing the best source of EPA and 

DHA is that the biomass achieved per unit volume, which was higher in CH-M-1 than in TH-

W-1, which could compensate for the low content of these compounds in the microalgae TH-

W-1. 

 

Key words: diatoms; microalgae culture; essential fatty acids; macronutrient; limiting. 
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 INTRODUCCIÓN 

 

Las microalgas son organismos unicelulares que se distribuyen ampliamente en ambientes 

de agua dulce y salinos (Kim, 2015). Se calcula que existen entre 200,000 a 800,000 especies 

(Venkatesan et al., 2015). Su importancia ecológica radica en que representan la base de la 

cadena trófica, y a que producen alrededor del 50% del oxígeno atmosférico (Gualtieri & 

Barsanti, 2006). Asimismo, las microalgas contienen diversos compuestos bioactivos, entre 

ellos: polímeros, péptidos, ácidos grasos, carotenoides, toxinas y esteroles. Estos compuestos 

son empleados en diversas industrias como en la nutrición humana y animal, en la 

elaboración de cosméticos y de productos farmacéuticos, para la producción de bioenergía y 

para el tratamiento de aguas residuales (Venkatesan et al., 2015). 

En la acuicultura, las microalgas son empleadas como alimento directo e indirecto para los 

animales en cultivos. Los moluscos bivalvos como las ostras, las almejas y los pectínidos, se 

alimentan directamente de microalgas durante todo el ciclo de su vida, mientras que en los 

camarones y los peces solo lo hacen durante los primeros estadios larvales. El uso de las 

microalgas como alimento indirecto consiste la producción de zooplancton (ej. rotíferos, 

artemias y copépodos) como “presas vivas” para posteriormente con estas, alimentar a larvas 

y peces juveniles, así como a adultos de peces pequeños (Wikfors & Ohno, 2001; Patil et al., 

2005; Haoujar et al., 2022). Las especies de microalgas más empleadas en la acuicultura son 

las pertenecientes a los siguientes géneros: Chlorella, Tetraselmis, Isochrysis, Pavlova, 

Phaeodactylum, Dunaliella, Nannochloropsis, Arthrospira, Haematococcus, 

Schizochytrium, Skeletonema, Chaetoceros y Thalassiosira (Wikfors & Ohno, 2001; Yaakob 

et al., 2014; Haoujar et al., 2022). 

Con relación a su composición proximal, las microalgas presentan alrededor de 50-65% en 

proteínas, 8-14% carbohidratos y 4-9% lípidos (Guedes & Malcata, 2012; Roy & Pal, 2015). 

Los lípidos se componen de ácidos grasos que se diferencian en la longitud de la cadena de 

hidrocarburos, en la presencia y número de dobles enlaces (Maltsev et al., 2023). Los lípidos 

de microalgas son diversos y están agrupados en dos clases: lípidos polares y no polares. Por 

una parte, los no polares (neutrales) son los lípidos de almacenamiento, es decir, triglicéridos, 
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diglicéridos, monoglicéridos y ácidos grasos libres. Los lípidos polares son componentes 

estructurales importantes de las membranas celulares y orgánulos, como los glicolípidos y 

los fosfolípidos. La bicapa de fosfolípidos en la membrana celular consiste de una cabeza 

hidrofílica polar y dos colas de ácidos grasos hidrofóbicos, que pueden estar separadas de 

colas saturadas puras o combinadas con colas insaturadas (Pandey et al., 2024). 

La síntesis de lípidos en las células eucariotas se produce en dos orgánulos: primero, en el 

cloroplasto y después en el retículo endoplasmático. En el cloroplasto, mediante un conjunto 

de enzimas y reacciones químicas, da la formación de lípidos con 16 a 18 átomos de carbono. 

Por último, se utiliza glicerol 3 fosfato para la posterior incorporación de ácidos grasos. El 

ácido graso libre se almacena como triacilgliceroles en el cloroplasto o en el retículo 

endoplásmico (Pandey et al., 2024). 

Los ácidos grasos constituyen la mayor fracción de lípidos en las microalgas, suponiendo del 

20 al 40% de los lípidos totales (Abalde et al., 1995). Los ácidos grasos son cadenas de 

carbono alifático que varían en longitud y el número de dobles enlaces (Sargent et al., 2002; 

Khozin-Goldberg, 2016). En la nomenclatura sistemática se considera: a) número de átomos 

de carbono, y b) cantidad de dobles enlaces y sus posiciones en las moléculas de ácidos 

grasos. Dentro los ácidos grasos se encuentran tres familias: ácidos grasos saturados (sin 

enlaces insaturados), ácidos grasos monoinsaturados (un solo enlace insaturado) y los ácidos 

grasos poliinsaturados (PUFA, por sus siglas en inglés) que son de cadena larga y un mayor 

número de dobles enlaces (Sargent et al., 2002; Glencross, 2009; Khozin-Goldberg, 2016). 

El contenido de PUFA, ácidos grasos monoinsaturados (MUFA) y ácidos grasos saturados 

(SAT) varía entre las clases de lípidos. Los lípidos neutros (no polares) son ricos en MUFA, 

mientras que los lípidos polares (glicolípidos y fosfolípidos) muestran un mayor porcentaje 

de PUFA (Maltsev et al., 2023). 

Entre los ácidos grasos poliinsaturados más importantes en la nutrición acuícola se 

encuentran los altamente insaturados (HUFA, por sus siglas en inglés) como el 20:4n-6 

(ácido araquidónico, ARA), 20:5n-3 (ácido eicosapentaenoico, EPA) y 22:6n-3 (ácido 

docosahexaenoico, DHA) comúnmente conocidos como omega 3 y 6. El precursor del DHA 

y EPA es el ácido linolénico (18:3n-3), mientras que el ácido linoleico (18:2n-6) es el 
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precursor del ARA (Sargent et al., 2002; Izquierdo, 2005). Los HUFA se consideran ácidos 

grasos esenciales para los organismos marinos debido a que tienen una capacidad limitada 

de producirlos en cantidades adecuadas a partir de los precursores correspondientes. Esto se 

debe a que las enzimas desaturasa y la elongasa, las cuales son clave en la ruta de síntesis de 

estos ácidos grasos, se encuentran en cantidades limitadas en estos organismos (Sargent et 

al., 2002; Izquierdo, 2005). La síntesis de los ácidos grasos es una de las principales vías 

metabólicas a nivel celular en el cual se proporcionan restos de ácidos grasos (grupos acilo) 

para el ensamblaje de los principales lípidos acilo de la membrana, como glicoglicerolípidos 

y fosfoglicerolípidos. En las microalgas, la biosíntesis de novo de ácidos grasos en el 

cloroplasto da como resultado los compuestos de 16 y 18 átomos de carbono. Para esto se 

requiere carbono en forma de acetil-coenzima A, energía ATP y poder reductor NADPH. La 

elongación de la cadena de carbono de los ácidos grasos de cadena corta inicia mediante la 

condensación de acetil-CoA y malonil-ACP e implica la adición en cadena de una unidad de 

dos carbonos del malonil-ACP a la cadena de acilo (Khozin-Goldberg, 2016).  

La biosíntesis de ácidos grasos en el cloroplasto finaliza mediante la acción de las acil-ACP 

tioesterasas que generan ácidos grasos libres (16:0, 18:0), los cuales son liberados al retículo 

endoplasmático y el ácido graso 18:1n-9 es exportado de la envoltura del cloroplasto. La 

biosíntesis de ácidos grasos C18 y C20 inicia mediante la desaturación Δ12 del ácido oleico 

(AO; 18:1n-9), generando ácido linoleico (LA; 18:2n-6) que a su vez podría ser desaturada 

aún más por una Δ15 desaturasa, específica del extremo omega dando lugar al ácido α-

linolénico (ALA; 18:3n-3). Tanto el LA como el ALA se procesan paso a paso a través de la 

vía Δ6 desaturasa/Δ6 elongasa, dando lugar al ARA y EPA. Esta ruta comienza con la Δ6 

desaturasa e incluye pasos alternos de desaturación y elongación mediados por la elongasa 

Δ6 y la Δ5 desaturasa (Khozin-Goldberg, 2016). Las respectivas vías que se inician con el 

LA o ALA (las denominadas vías n-6 y n-3) comprenden los intermedios de PUFA n-6 o n-

3. La vía n-3 conduce a la síntesis de EPA y DHA, mientras que la vía n-6 genera ARA. Las 

enzimas desaturasas Δ5 y Δ6 involucradas en las vías de biosíntesis de PUFA pertenecen a 

las desaturasas “frontales” que introducen un nuevo doble enlace entre el doble enlace 

preexistente y el extremo carboxilo del ácido graso (Khozin-Goldberg, 2016). En el medio 
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silvestre, los mamíferos y los peces obtienen los ácidos grasos esenciales (ARA, EPA, DHA) 

a través de la cadena trófica (Pratiwy & Pratiwi, 2020). Sin embargo, en la acuicultura el 

ARA, EPA y DHA son añadidos para balancear las dietas de los organismos, lo cual garantiza 

un crecimiento, desarrollo y supervivencia adecuada en peces y camarones (Sargent et al., 

2002; Izquierdo, 2005). 

Los ácidos grasos poliinsaturados están involucrados en diferentes funciones fisiológicas en 

peces y camarones. El DHA influye sobre el desarrollo del sistema nervioso y visual. 

Además, el DHA y el EPA mantienen la estructura de las membranas celulares (Sargent et 

al., 2002; Glencross, 2009). El ARA está involucrado en las respuestas inmunológicas, la 

regulación osmótica, producción de hormonas y coagulación de la sangre (Glencross, 2009). 

El ARA y el EPA intervienen en varias reacciones a situaciones de estrés (Sargent et al., 

2002). Una deficiencia de omega-3 afecta negativamente a la fecundidad, la fertilización y 

las tasas de eclosión en peces marinos (Patil et al., 2005).  

Por otra parte, el fósforo (P) forma parte de las moléculas estructurales de las microalgas e 

interviene en la mayoría de los procesos celulares de obtención y transferencia de energía 

(Abalde et al., 1995; Karl, 2014; Dyhrman, 2016). Los principales compuestos bioquímicos 

de una célula que son ricos en fósforo son los ácidos nucleicos, ribosomas y fosfolípidos, 

estos últimos se encuentran en la membrana celular (Alberts et al., 2002; Karl, 2014; 

Dyhrman, 2016). Estructuralmente, los fosfolípidos tienen un grupo de cabeza polar y dos 

colas de hidrocarburos hidrofóbicos. Principalmente, las colas contienen ácidos grasos y 

varían en longitud entre 14 y 24 átomos de carbono. Una cola puede tener uno o más dobles 

enlaces cis (insaturada), mientras que la otra cola no las tiene (saturada). El grado de longitud 

y saturación de las colas de ácidos grasos influye en la fluidez de la membrana (Alberts et 

al., 2002). 

En resumen, el P es un macronutriente esencial para el crecimiento, mantenimiento y 

composición de las microalgas (Dyhrman, 2016). No obstante, es bien sabido que la 

composición bioquímica de las microalgas está altamente influenciada por las condiciones 

de cultivo, entre las cuales se encuentra, principalmente, la concentración de nutrientes del 

medio (Pacheco-Vega & Sánchez-Saavedra, 2009; García et al., 2012). El estrés causado por 
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el agotamiento de nutrientes (nitratos, fosfatos, silicatos) es actualmente la estrategia más 

utilizada para desencadenar la biosíntesis de lípidos en las microalgas (Lin et al., 2018). 
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 ANTECEDENTES 

 

Las microalgas se clasifican en diversos grupos: Cyanophyceae (cianobacterias), 

Chlorophyta o Chlorophyceae (algas verdes), Pyrrhophyceae (dinoflagelados) y las 

diatomeas (Bacillariophyceae)  (Packer et al., 2016). Las diatomeas son el grupo más 

representativo, se calcula que existen alrededor de 100,000 especies. Su característica 

distintiva es que estas presentan una pared celular de silicato (Packer et al., 2016), misma 

que funciona como protección contra sus depredadores. El estudio de las diatomeas es de 

interés por producir naturalmente compuestos de importancia comercial (Bozarth et al., 

2009). Estos compuestos son: astaxantina, luteína, betacaroteno, clorofila, ficobiliproteina, 

proteínas, carbohidratos, lípidos, vitaminas, antioxidantes, oligoelementos y ácidos grasos 

poliinsaturados (Yaakob et al., 2014). Las microalgas se pueden cultivar tanto en sistemas 

abiertos como cerrados. Los sistemas abiertos representan un menor costo y bajo 

mantenimiento, pero una de las principales desventajas es que el cultivo está expuesto a la 

contaminación bacteriana y a las fluctuaciones ambientales. Por el contrario, los sistemas 

cerrados involucran un mayor costo por los gastos de inversión y operativos, pero permiten 

mayor control de las condiciones del cultivo (Santin et al., 2022). Por lo que, para la 

obtención de compuestos de interés, p. ej. vitaminas, proteínas, carbohidratos, lípidos y 

PUFA se recomienda el sistema cerrado (Voltolina et al., 2008). 

En la acuicultura se emplean diversos géneros para la alimentación larvaria de organismos 

acuáticos; no obstante, las especies de microalgas pertenecientes a los géneros Chaetoceros 

y Thalassiosira son comúnmente empleadas como alimento para larvas de camarones 

peneidos y moluscos (Lebeau & Robert, 2003). Siendo las microalgas Chaetoceros muelleri 

y Thalassiosira weisflogii las especies más utilizadas para criar larvas de camarones, peces 

y moluscos en el norte de México (Voltolina et al., 2008), debido a sus características 

bioquímicas y facilidad de producción (Pacheco-Vega & Sánchez-Saavedra, 2009). Los 

géneros Chaetoceros y Thalassiosira pertenecen a la clase Bacillariophyceae. Por un lado, 

Chaetoceros se distribuye ampliamente en todo el mundo y es el grupo más amplio de 

diatomeas marinas con hábitos planctónicos. Se han descrito alrededor de 400 especies 
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(Spaulding et al., 2021). Chaetoceros muelleri es una diatomea marina, con tamaño promedio 

de 8.6 µm de largo y de ancho 6.6 µm, y presenta cuatro setas en sus extremos (Fig. 1).  

 

Figura 1. Diatomea planctónica Chaetoceros muelleri; A) largo: 8.6 µm; B) ancho: 6.6 µm 

C) longitud de las setas: 26.8 µm. Tomada de Pacheco-vega, (2010). 

Por otra parte, el género Thalassiosira se distribuye en ambientes marinos y se han descrito 

alrededor de 194 especies. T. weissflogii es una diatomea planctónica cilíndrica con un 

diámetro de 10 a 20 µm (Von Dassow et al., 2006; Fig. 2) 

 

 

Figura 2. Diatomea planctónica Thalassiosira weissflogii. Tomada de Etesami et al. (2022). 

 

La constitución del medio del cultivo de las microalgas tiene una influencia directa sobre la 

densidad celular y biomasa, pero también sobre la composición bioquímica de las especies 

de microalgas. Se ha registrado que la salinidad influye en la densidad celular de T. 

weissflogii, ya que a 25 UPS la densidad celular fue mayor (43×104 cel·mL-1) que lo 
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registrado a 50 UPS, 35×104 cel·mL-1 (Garcia et al., 2012). Mientras que el contenido de 

proteínas (350 y 320 mg g-1) de esta misma especie fue mayor a bajas salinidades a 25 y 30 

UPS, respectivamente (Garcia et al., 2012). Asimismo, la irradiancia en los cultivos de la 

microalga T. pseudonana de cultivo influyeron significativamente en el crecimiento celular, 

observándose las mayores densidades celulares (4.6×106 cel· mL-1) a 180 μE·m2s (Suárez et 

al., 2013). Con relación a los nutrientes del medio de cultivo, Pacheco Vega et al. (2010) 

evaluaron tres concentraciones de fertilizante agrícola (A, AF/2, AF/4) y tres modificaciones 

del medio f (f, f/2, f/4) en el cultivo de C. muelleri. Encontrando que, la mayor densidad 

celular fue obtenida en el tratamiento AF (3818.7 cel·mL-1). Por otra parte, Peraza-Yee et al. 

(2022) observaron que la deficiencia simultánea de nutrientes como el nitrógeno, fósforo y 

silicato en el medio f (4f, 2f, f, f/2 y f/4), provoca una disminución en la densidad celular y, 

por ende, una menor tasa de división celular acumulada en T. weissflogii, mientras que los 

valores más altos se registraron en la concentración más alta en el medio f (4f). También 

observaron que, la composición de carbohidratos, proteínas y lípidos varió en función de los 

nutrientes del medio, donde los valores más altos de estos componentes (54.7, 39.0 y 68.6 

mg L-1, respectivamente) se registraron en el tratamiento 2f. 

Asimismo, se ha registrado una influencia de la concentración de fósforo en el medio de 

cultivo sobre la concentración de lípidos, pero también en la composición y perfil de ácidos 

grasos, la cual también varía en función de la especie de microalga que se trate (Adenan et 

al., 2016; Lin et al., 2018). Por ejemplo, Lovio-Fragoso, (2021) evaluó el efecto de 4 

concentraciones del fósforo (control: 72, exceso: 144, limitante A: 18 y B: 7 μM) en el medio 

de cultivo de C. muelleri, encontrando que, el mayor contenido de lípidos en la microalga 

(4.42%) se registró en el tratamiento limitante B. Respecto a los PUFA, El-Kassas, (2013) 

evaluó el contenido de estos compuestos en la microalga Picochlorum sp. observando que el 

mayor contenido de PUFA (4.5%) se registró en el tratamiento con 50% fósforo en el medio 

de cultivo.  

En condiciones limitantes o deficientes en nutrientes, los lípidos se acumulan utilizando los 

ácidos grasos libres existentes a través de la vía de Kennedy en el retículo endoplásmico 

(Pandey et al., 2024). En el retículo endoplásmico, los ácidos grasos libres, producen acil 
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CoA en presencia de CoA. La acil CoA junto con el glicerol 3-fosfato produce moléculas de 

ácido lisofosfatídico (LPAT) con TAG como producto final. El tercer y último paso es el 

empaquetamiento y distribución de los lípidos en los cuerpos de Golgi (Pandey et al., 2024, 

Fig. 3).  

 

Figura 3. Biosíntesis de triacilgliceroles en orgánulos de microalgas tomado de Pandey et al. 

(2024). 
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También se ha observado una tendencia al incremento en el contenido de ARA y EPA en las 

microalgas marinas en función de la deficiencia y/o disminución del fósforo en el medio de 

cultivo. Tal es el caso de la microalga Nannochloropsis oculata donde el ARA (de 8.43 a 

11.28%) y el EPA (de 15.71 a 29.97%) incrementaron de manera significativa en condiciones 

deficientes en este nutriente en el medio de cultivo (Matsui et al., 2020). Resultados similares 

fueron obtenidos por Adenan et al. (2016) en la microalga Chaetoceros calcitrans, donde el 

contenido de ARA (7.0%) y el EPA (29.3%) fueron significativamente mayores en 

condiciones deficientes de fósforo. Por otra parte, la cantidad de EPA fue mayor en T. 

weissflogii (de 10.64%) y DHA (1.93%) y en C. muelleri ARA (0.85%) y EPA (3.25%) en 

un tratamiento deficiente de fósforo en el medio de cultivo (Lin et al., 2018). 

No obstante, contrario a la tendencia mostrada en las microalgas marinas, donde la 

deficiencia de fósforo en el medio de cultivo incrementa el contenido de ARA y EPA, en la 

microalga dulceacuícola Scenedesmus abundans se registró mayor contenido de ARA 

(2.73%) en la mayor concentración de fósforo evaluado (80 mg·L-1; Mandotra et al., 2016). 

Por otra parte, se conoce que, el crecimiento de las microalgas se mide mediante el 

incremento en el número de células en el cultivo, el cual consiste en cuatro fases: retardada, 

logarítmica, estacionaria y muerte (Maltsev et al., 2023). La velocidad de transición de una 

fase a otra depende principalmente de las condiciones de crecimiento, suministro de 

nutrientes, la concentración de nutrientes y las características fisiológicas de la especie (Xing 

et al., 2022; Maltsev et al., 2023). La cantidad y calidad de lípidos pueden verse influenciado 

conforme al crecimiento del cultivo. Por ejemplo: en la fase exponencial existe mayor 

cantidad de ácidos grasos poliinsaturados, por el contrario, en la fase estacionaria se 

considera que se acumula más triacilglicerol (Rodríguez-Núñez & Toledo-Agüero, 2017; 

Maltsev et al., 2023). En este sentido, Rodríguez-Núñez & Toledo-Agüero, (2017) 

observaron que las microalgas Nitzschia sp. y Chaetoceros sp. registraron la mayor cantidad 

de EPA (32.80 y 6.44%, respectivamente) durante en la fase exponencial, y, por el contrario, 

los valores más bajos se registraron en la fase estacionaria. 

Además de todos los factores anteriormente mencionados, que pueden influir en la 

composición proximal y bioquímica de las microalgas, específicamente sobre la composición 
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de lípidos y contenido de ácidos grasos poliinsaturados; otro factor determinante es la 

elección de las especies de microalgas, lo cual es una consideración clave, ya que la calidad 

y cantidad de ácidos grasos varían entre especies. En el caso de las microalgas de interés para 

este estudio, se ha observado que, C. muelleri cultivada en medio f contiene 

aproximadamente 18.99% de EPA, 2.73% de DHA y 2.26% de ARA. Sin embargo, en 

condiciones deficientes de fósforo, el ARA incrementa el doble 4.69% (Lin et al., 2018). Por 

otro lado, T. weissflogii es rica en EPA 14.71% y DHA 2.89% (Lin et al., 2018). 

 

II.1. Estrategias metabólicas de las microalgas en relación con la deficiencia de fósforo 

En los sistemas marinos con alto contenido de fósforo, las microalgas almacenan el exceso 

de nutriente en forma de polifosfato. El polifosfato consta de tres a miles de grupos de 

ortofosfato unidos en una cadena por enlaces fosfoanhidrido (P-O-P). Además, del 

polifosfato, el fósforo se encuentra en las células en forma de fosfomonoester (P-O-C) y 

fosfodiester (C-O-P-O-C; Dyhrman, 2016). Estos depósitos de fósforo se asemejan a 

pequeños gránulos vacuolares. Dichas reservas de polifosfato se metabolizan durante los 

periodos deficientes de fósforo en el medio de cultivo, suministrando fósforo a la célula 

aproximadamente entre cinco a diez días (Solovchenko et al., 2019). 

Las microalgas tienen la capacidad de reciclar el fósforo celular en condiciones limitantes o 

deficientes de fósforo a través de un conjunto de enzimas que hidrolizan los enlaces de los 

compuestos bioquímicos ricos en fósforo. En las células eucariotas, tres clases de 

fosfoesterasas están reguladas por niveles bajos de fósforo: la fosfatasa alcalina, 

fosfodiesterasa y 5’ nucleotidasa. La enzima fosfatasa alcalina y las fosfodiesterasas actúan 

para romper los enlaces fosfomonoester y fosfodiéster de los compuestos como ADN, ARN 

y en los lípidos. También, se ha planteado la hipótesis de que las fosfodiesterasas influyen 

en la descomposición de los fosfolípidos para que se absorban en las células en ambientes 

privados de fósforo. Por último, la 5’ nucleotidasa actúa sobre el ATP (Dyhrman, 2016). Las 

microalgas absorben el P a través de múltiples transportadores ubicados en la membrana 

celular. Las formas y la abundancia de los transportadores de P que afectan la cinética de 

utilización de P están reguladas por la disponibilidad de este: los transportadores de alta 
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velocidad y mayor afinidad se acumulan en condiciones limitantes de P y los transportadores 

de alta velocidad y baja afinidad son característicos en condiciones altas de P (Dyhrman, 

2016; Su et al., 2022).  

En las células eucariotas, el mayor depósito de P se encuentra en el ácido ribonucleico ARN, 

y demanda el 60% del P celular. En este sentido, se ha observado que las células eucariotas 

tienen la capacidad de modular su requerimiento de P, reduciendo así su uso celular. Por lo 

tanto, existe una disminución del ARN ribosomal y, por consiguiente, la transcripción de 

proteínas es gradual (Dyhrman, 2016). 

Otro ejemplo en el rendimiento de las reservas de P, es el reemplazo de fosfolípidos a lípidos 

sin P. Por ejemplo, en las diatomeas Thalassiosira pseudonana y T. weissflogii se encontró 

una membrana rica en sulfolípidos (Wang et al., 2014; Brembu et al., 2017). Este mecanismo 

representa entre el 10 y el 30% para mantener las reservas de P celular (Dyhrman, 2016). 

También, evita reacciones metabólicas que requieran fósforo, por ejemplo: la glucólisis, 

donde la conversión de una molécula de glucosa en dos moléculas de piruvato requiere dos 

moléculas de fosfato (Dyhrman, 2016).  

Los glicerolípidos y fosfolípidos se componen de ácidos grasos saturados, monoinsaturados 

y poliinsaturados. En los fosfolípidos, la cantidad de ácidos grasos altamente insaturados 

aumenta con relación a la deficiencia de P, debido a las respuestas fisiológicas de las 

microalgas para mantener la función y estructura de la membrana celular. Por ejemplo, la 

microalga Nannochloropsis oculata acumula ARA y EPA en las membranas mitocondriales 

para proteger la estructura del estrés oxidativo (Matsui et al., 2020). 

Los estudios que analizan el efecto de diferentes concentraciones del fósforo sobre los ácidos 

grasos poliinsaturados en C. muelleri y T. weissflogii son escasos, es por este motivo que 

surge la necesidad de contribuir al conocimiento de las respuestas fisiológicas de estas 

microalgas con la finalidad determinar las concentraciones óptimas de fósforo en el medio 

de cultivo que induzcan una mayor producción de estos compuestos de gran interés en la 

nutrición acuícola. 
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 PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

Las microalgas C. muelleri y T. weissflogii son empleadas comúnmente como alimento en la 

acuicultura debido a su composición bioquímica y a su relativa facilidad de cultivo. En este 

sentido, se ha observado que la composición bioquímica de las microalgas puede ser 

modulada mediante las condiciones del cultivo. Sin embargo, a pesar de la importancia de 

los PUFA en la dieta de los organismos, la mayoría de los estudios han evaluado el efecto de 

los nutrientes del medio de cultivo, la salinidad y la irradiancia sobre la respuesta en las 

concentraciones de proteínas, carbohidratos y lípidos en las microalgas. Son pocos los 

estudios que describan el efecto del fósforo con relación a la cantidad de PUFA. Por lo que 

es necesario explorar las condiciones de cultivo con las cuales se obtienen las mayores 

concentraciones de estos ácidos grasos esenciales. Por tal motivo, en el presente estudio se 

evaluó el contenido de lípidos y el perfil de ácidos grasos de las microalgas en respuesta a 

distintas concentraciones de fósforo en el medio de cultivo; con el fin de conocer la calidad 

nutricional de cada microalga, mismas que pudieran ser usadas para la acuicultura o para la 

producción de PUFA a nivel comercial.  
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 PREGUNTAS DE INVESTIGACIÓN 

 

1.- ¿Qué concentración de fósforo incrementa la biomasa (peso seco y orgánico), el contenido 

de lípidos y la producción de ácidos grasos poliinsaturados de las microalgas Thalassiosira 

weissflogii y Chaetoceros muelleri? 

2.- ¿Cuál de las dos especies de microalgas estudiadas aporta la mayor composición de ácidos 

grasos esenciales y en qué tratamiento? 

 

 HIPÓTESIS 

 

 Los tratamientos con limitación del fósforo inducen mayores valores en el contenido 

de lípidos y el de ácidos grasos esenciales en las microalgas Thalassiosira weissflogii 

y Chaetoceros muelleri, mientras que la mayor concentración de fósforo incrementa 

la biomasa (peso seco y orgánico). 

 

 La microalga Chaetoceros muelleri cultivada en medio f con limitación de fósforo 

(f/4) aporta mayor contenido de ácidos grasos esenciales (EPA, ARA y DHA) en 

comparación a lo producido en Thalassiosira weissflogii en los tratamientos 

evaluados. 
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   OBJETIVO GENERAL 

 

 Evaluar el contenido de biomasa (peso seco y orgánico), lípidos y el perfil de ácidos 

grasos de las microalgas Thalassiosira weissflogii y Chaetoceros muelleri en 

respuesta a las diferentes concentraciones del fósforo en el medio f. 

 

 OBJETIVOS PARTICULARES 

 

 Estimar el peso seco y orgánico de las microalgas cultivadas con diferentes 

concentraciones de fósforo: f (15 mL), f/2 (7.5 mL), f/4 (3.75 mL), f/0 (sin fósforo). 

 Determinar el contenido de lípidos de las microalgas cultivadas con diferentes 

concentraciones de fósforo. 

 Analizar el perfil de ácidos grasos de las microalgas cultivadas con diferentes 

concentraciones de fósforo. 
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VIII MATERIALES Y MÉTODOS 

 

VIII. 1 CULTIVO DE MICROALGAS 

 

El presente trabajo de investigación fue realizado en el laboratorio de Ecofisiología de 

Organismos Acuáticos y Cultivos de Apoyo para la Acuicultura, mejor conocido como 

Laboratorio de Microalgas, de la Facultad de Ciencias del Mar, Universidad Autónoma de 

Sinaloa. 

Para cultivar las microalgas se utilizó agua de mar de la bahía de Mazatlán y fue pasada por 

3 filtros de cartucho en serie. Los primeros tres con una capacidad progresiva de retención 

de partículas con diámetros de 10, 5 y 1 µm. Posteriormente, el agua fue pasada por un 

cartucho de carbón activado para eliminar la materia orgánica disuelta. El agua filtrada se 

mantuvo en recipientes de 200 L y se desinfectó adicionando 1 mL·L-1 de hipoclorito de sodio 

comercial al 5% por lo menos durante 24 horas. Al momento de su uso, se eliminó el cloro 

adicionando 60 mg·L-1 de tiosulfato de sodio, acelerando este proceso con aireación intensa 

durante 30 minutos (Hemerick, 1973). Previo al uso del agua, se corroboró la ausencia de 

cloro mediante el método colorimétrico basado en el indicador ortotoluidina.  

Para el cultivo de las microalgas C. muelleri y T. weissflogii, se empleó la técnica de 

transferencias sucesivas, utilizando el cultivo de la cepa contenido en un tubo de ensayo de 

aproximadamente 15 mL. Se transfirió a un matraz Erlenmeyer de 500 mL, usando un 

volumen útil de 250 mL. 72 horas después, el cultivo se transfirió a un recipiente de plástico 

transparente usando un volumen de 3 L. Después, el cultivo se transfirió en garrafones de 20 

L usando un volumen útil de 15 L (Zazueta-Patrón, 2016). Cuando se obtuvo suficiente 

biomasa de las microalgas, se inoculó en cada uno de los tratamientos 10,000 cel·mL-1 de T. 

weissflogii, mientras que de C. muelleri se inoculó 200,000 cel·mL-1 en cada uno de los 

tratamientos.  

Los cultivos experimentales se llevaron a cabo en recipientes transparentes con una 

capacidad de 20 L en un volumen útil de 15 L. Las microalgas se cultivaron con los nutrientes 

del medio f de Guillard & Ryther (1962) el cual contiene los nutrientes necesarios para el 

crecimiento y desarrollo de las células (Tabla I). La cantidad de nutrientes del medio f fue 
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agregada a razón volumétrica de 1 mL·1-1 de agua de mar, a excepción del fósforo que se 

disminuyó gradualmente de la siguiente manera: de acuerdo con las cantidades suministradas 

de fósforo por cada unidad experimental de 15 L. En f: 15 mL de fósforo, tratamiento f/2: 

7.5 mL, f/4: 3.75 mL y el tratamiento f/0: sin fósforo. Las concentraciones del resto de los 

nutrientes (nitratos, silicatos, metales traza y vitaminas) se mantuvieron constantes según el 

medio f. Cada tratamiento contó con cuatro repeticiones (Fig. 4). 

Cada unidad experimental usada para los cultivos de las microalgas se ubicó en los estantes 

siguiendo un diseño experimental aleatorio. El aire en los cultivos permaneció constante y 

fue suministrado por un soplador (blower) de 2.5 HP de potencia, y antes de entrar a los 

cultivos se pasó por un filtro de cartucho de 1 µm. La iluminación fue constante y 

suministrada por 6 lámparas fluorescentes de luz blanca que producen una intensidad de 

6000-65000 luxes. La temperatura ambiente de la sala de los cultivos se mantuvo a 26 °C 

utilizando sistemas de aire acondicionado.  

T. weissflogii 

10,000 cel·mL-1  

  

 

 

 

  

 

 

Figura 4. Diseño del experimento para evaluar la biomasa, el contenido de lípidos y la 

producción de ácidos grasos poliinsaturados en las microalgas T. weissflogii y C. muelleri 

cultivadas en cuatro concentraciones de fósforo f: 15 mL de fósforo, tratamiento f/2: 7.5 mL, 

f/4: 3.75 mL y el tratamiento f/0: sin fósforo. 

f f/2 f/4 f/0 

f f/2 f/4 f/0 

     C. muelleri 

  200,000 cel·mL
-1
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Los cultivos se mantuvieron durante 72 h, lo que corresponde a la fase exponencial de los 

cultivos bajo estas condiciones, según se determinó en estudios preliminares de estas 

microalgas. A las 72 h se tomaron muestras de cada unidad experimental para determinar la 

biomasa mediante la densidad celular, el peso seco y orgánico, y además de muestras para la 

determinación del contenido de lípidos total y el perfil de ácidos grasos de las microalgas en 

los tratamientos. 

 

Tabla I. Formulación del medio f de Guillard y Ryther (1962) utilizado para el cultivo de las 

microalgas Chaetoceros muelleri y Thalassiosira weissflogii. 

 

 

VIII. 2 CÁLCULO DE LA DENSIDAD CELULAR  

  

Para determinar la densidad celular de los tratamientos mediante conteos celulares utilizando 

un microscopio óptico compuesto Olympus con una cámara de Neubauer con capacidad de 

0.1 mm3. La concentración celular se calculó con la siguiente fórmula (Arredondo Vega & 

Voltolina, 2007). 

C= N·104 ·dil 

En donde: 

NUTRIENTES MAYORITARIOS CONCENTRACIÓN 

Nitrato de sodio 1.76 mmol·L-1 

Fosfato de sodio monobásico 0.072 mmol·L-1 

Metasilicato de sodio 0.107 mmol·L-1 

MEZCLA DE METALES TRAZA 

EDTA férrico  0.023 mmol·L-1 

Sulfato cúprico 0.076x10-3 mmol·L-1 

Sulfato de zinc 0.153x10-3 mmol·L-1 

Cloruro de cobalto 0.085x10-3 mmol·L-1 

Cloruro manganoso 1.83x10-3 mmol·L-1 

Molibdato de sodio 0.052x10-3 mmol·L-1 

VITAMINAS 

Biotina 1µg·L-1 

Cianocobalamina 1µg·L-1 

Tiamina 200 µg·L-1 
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C= cel·mL 

N= promedio de células presentes en 1 mm2 (0.1 µL) 

dil= factor de dilución (cuando se consideró necesario diluir la muestra) 

 

VIII. 3 ANÁLISIS DE LA BIOMASA (PESO SECO Y ORGÁNICO) 

 

Para la determinación del peso seco y orgánico de las microalgas, se usó el método 

gravimétrico descrito por (Sorokin, 1973); las muestras se concentraron mediante filtración 

a través de filtros de fibra de vidrio Whatman GF-C de 47 mm de diámetro, los cuales fueron 

previamente lavados con agua destilada, calcinados en una mufla a 250 ºC por 4 horas para 

eliminar cualquier componente orgánico que pueda interferir con la muestra. Los filtros se 

pesaron en una balanza analítica Denver Instrument Modelo PI-225D con precisión de lectura 

de 0.01 mg antes de ser usados. Se filtró una cantidad conocida de muestras en cada filtro. 

En las muestras de la microalga T. weissflogii se filtró 150 mL en los tratamientos f y f/2. En 

los tratamientos f/4 y f/0 se filtró 250 mL. En las muestras de Chaetoceros muelleri se filtró 

150 mL en los tratamientos f, f/2, f/4, y en el tratamiento f/0 200 mL. Posteriormente, a cada 

filtro se le añadieron 3 mL de formiato de amonio al 4% el cual cumple dos funciones: 

eliminar los residuos de sal marina que pudieran interferir en el cálculo de los pesos y 

preservar la integridad de las muestras.  

Los filtros con muestras se colocaron en una estufa a una temperatura de 60 ºC durante 48 

horas. Posteriormente, se pesaron cada 24 horas hasta verificar su peso constante. Por último, 

se calcinaron a 450 ºC en una mufla (Thermoline Furnace 48000) durante 10 horas y 

nuevamente se pesaron hasta alcanzar un peso constante para obtener el contenido inorgánico 

de las muestras. El peso orgánico de las mismas fue calculado por diferencia entre el peso 

seco y el peso cenizas de acuerdo con la metodología propuesta por (Sorokin, 1973). 

 

VIII. 4 DETERMINACIÓN DEL CONTENIDO DE LÍPIDOS 

 

Para los lípidos se tomaron muestras concentradas en filtros de vidrio Whatman GF/C de 25 

mm de diámetro y se almacenaron en un ultracongelador a -60 ºC.  
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Antes del análisis de lípidos, se realizó la curva de calibración, usando un gradiente de 

concentración de tripalmitina de 0.0, 0.4, 0.8, 1.2, 1.6, 2.0, 2.4 mg/mL, obteniendo la 

ecuación la cual se usaría para determinar el contenido de lípidos de las muestras de las 

microalgas una vez que fueran procesadas. 

La extracción de lípidos totales se determinó usando la técnica de (Bligh & Dyer, 1959). 

Consiste en la formación de una mezcla monofásica de cloroformo, metanol y agua (CHCl3: 

CH3 OH: H2O) con la que se asegura la extracción de la mayoría de los lípidos, incluyendo 

aquellos que se encuentran ligados a otras moléculas. Primeramente, los filtros de Whatman 

GF-C de 25 mm que contenían las muestras de cada tratamiento de las microalgas se 

colocaron en tubos para centrífuga Corning de 15 mL. Los tubos se colocaron en un baño de 

hielo, y se les agregó la solución de extracción y se maceraron con una varilla de punta 

redonda. Cuando se terminó de macerar todos los filtros, se taparon los tubos con papel 

aluminio, se agitaron y se procedió a centrifugarlos a 4000 rpm en una centrífuga Eppendorf 

modelo 5810/ R durante 15 minutos. El sobrenadante resultante se pasó a un tubo de ensayo. 

Posteriormente, se realizó una segunda extracción. El sobrenadante de la segunda extracción 

se agregó al de la primera extracción y se añadieron 2 mL de agua destilada y se agitó 

vigorosamente cada uno de los tubos hasta formar una bifase. Los tubos se cubrieron con 

papel aluminio y se sometieron a refrigeración por mínimo 24 horas. Transcurrido el tiempo, 

se desechó la capa superior con una pipeta pasteur y se procedió a la evaporación de 

cloroformo en una estufa a temperatura a 50 ºC durante dos días. Una vez evaporado 

completamente el solvente, se añadieron 3 mL de una solución ácida de dicromato de potasio 

(K2Cr2O7) al 2% cada uno de los tubos, se cubrieron con papel aluminio, y se colocaron en 

baño María a 100 ºC durante 15 minutos. Transcurrido el tiempo, se retiraron del termobaño 

y se dejaron enfriar a temperatura ambiente, para así posteriormente añadir 4.5 mL de agua 

destilada, se mezclaron vigorosamente y se dejaron enfriar a temperatura ambiente. Por 

último, se leyeron en el espectrofotómetro Jenway modelo 7300 a una longitud de onda de 

590 nm. La estimación de los lípidos de las muestras se realizó sustituyendo los valores en 

la ecuación resultante de la curva de calibración con el estándar de tripalmitina. 
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VIII. 5 DETERMINACIÓN DE ÁCIDOS GRASOS 

 

Para la determinación del perfil de ácidos grasos se tomó un volumen de 900 mL de cada 

unidad experimental, la cual fue concentrada por centrifugación (4000 rpm durante 5 min a 

4 °C) usando una Centrífuga Eppendorf/5810 R, posteriormente las muestras fueron 

congeladas a -60 ºC.  

La extracción de ácidos grasos en C. muelleri y T. weisflogii se realizó siguiendo la 

metodología descrita por Folch et al. (1957). Pero sustituyendo el cloroformo por 

diclorometano en una proporción de 2:1 diclorometano: metanol (Cequier-Sánchez et al., 

2008). Primeramente, a cada tubo con muestra se le añadió la solución extractora 

diclorometano: metanol más BHT (Butil hidroxitolueno) al 1% disuelto en agua desionizada 

para evitar la oxidación de las muestras. Posteriormente, la muestra se trituró con ayuda de 

un homogeneizador de tejidos (Tissuelyser modelo F6/10) para romper la membrana celular. 

Los tubos de ensayo se cubrieron con papel aluminio y se guardaron en refrigeración durante 

24 horas. Al día siguiente, se agitaron nuevamente los tubos de ensayo con muestra durante 

2 min. Posteriormente, las muestras se transfirieron a tubos de centrífuga y sé centrífugo a 

3000 rpm por 10 min a 4 ºC. El sobrenadante se colocó en viales previamente lavados y 

etiquetados. Los tubos con muestras se lavaron 2 o 3 veces con una mezcla 1:1 metanol: 

diclorometano. El sobrenadante de la extracción se le adicionó 1 mL de agua y una gotita de 

ácido clorhídrico a una concentración de 0.6 N para asegurar la extracción del grupo fosfato. 

Nuevamente sé centrífugo a 3000 rpm por 10 min a 4 ºC y posteriormente se eliminó el agua 

de la muestra con la ayuda de una pipeta Pasteur. Después, se evaporó el solvente con flujo 

de nitrógeno, los tubos se sellaron con papel parafilm y se almacenaron en el congelador 

durante 24 horas.  

Para la saponificación, a cada muestra resultante se le agregó 100 µL de solución metanólica 

al 90% y se dejó en baño María a 60 ºC por 30 min. Después, se agregaron 300 µL de agua 

destilada, más 200 µL de hexano y se agitó vigorosamente. Luego se centrifugó a 3000 rpm 

por 2 min a 4 ºC, para separar los lípidos saponificables. Posteriormente, se agregó 300 µL 

de agua, y se acidificó con ácido clorhídrico HCl 6N (1 gota), y se adicionó 200 µL de 
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hexano, se agitó y se rescataron los lípidos saponificables, los cuales se secaron en atmósfera 

de nitrógeno gaseoso.  

Finalmente, la metilación se efectuó adicionando 500 µL el reactivo de esterificación 

trifluoruro de boro en metanol al 14% (BF3/CH3OH) a cada muestra, y se mantuvieron en 

baño María por 15 min a 60 °C. Posteriormente, se centrifugó a 2000 rpm por 5 min a 4 ºC, 

para rescatar la fase superior hexano que contiene los ésteres de ácidos grasos, misma que 

fue transferida en viales color ámbar de 2 mL, los cuales se secaron con flujo de nitrógeno 

gaseoso, y fueron almacenados a -20 ºC hasta su análisis (Morrison, 1986).  

La determinación del perfil de ácidos grasos de C. muelleri y T. weisflogii se realizó en un 

cromatógrafo de gases de la marca Thermo Scientific Trace 1310 Gas Chromatograph, con 

una columna capilar DB-23 de 30 metros de longitud, un diámetro interno de 0.25 mm y 0.25 

µm de espesor y se utilizó nitrógeno UAP como gas acarreador. Para identificar el perfil de 

ácidos grasos se compararon los tiempos de retención con un estándar compuesto por 31 

ácidos grasos (FAME Mix C4-C24, Supelco). Los ácidos grasos fueron calculados como 

porcentaje de los ácidos grasos metilados. 

 

% =
área del FAME de interés

Σ área total de picos de interés
×  100 

 

VIII. 6 ANÁLISIS ESTADÍSTICOS  

 

Se consideró como variables dependientes; la densidad celular, peso seco y orgánico, lípidos 

y ácidos grasos de las microalgas. Primeramente, los valores en proporciones de ácidos 

grasos, para su análisis estadístico, fueron transformados con la función arcoseno. 

Posteriormente, a las variables se les aplicó las pruebas de normalidad de Lilliefors y la 

prueba de homoscedasticidad de Bartlett para determinar la aplicación de pruebas estadísticas 

paramétricas o no paramétricas. Cuando los datos cumplieron con estos supuestos 

estadísticos, se les aplicó un ANOVA de una vía, para evaluar las diferencias significativas 

en el contenido de lípidos y perfil de ácidos grasos entre tratamientos, y ANOVA de dos vías 

para determinar diferencias entre (tratamientos y especies). Posteriormente, se aplicó una 
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prueba de Fisher LSD para identificar dichas diferencias. Cuando los datos no cumplieron 

con los supuestos estadísticos, se aplicó la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis. Los 

datos analizados con pruebas no paramétricas están marcados en las tablas con un asterisco 

(*). En todas las pruebas estadísticas se consideró un nivel de significancia de α=0.05 (Zar, 

2010). Las pruebas estadísticas se realizaron utilizando el software STATISTICA.  
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IX. RESULTADOS 

 

IX. 1 DENSIDAD CELULAR 

 

A las 72 h del experimento, se encontraron 3.12±0.53 cel·mL-1 de la microalga TH-W-1 

cultivada en el tratamiento f, 3.13±0.27 en f/2, 2.81±0.51 en el medio f/4, y 1.84±0.08 cel·mL-

1 en el medio f/0. Los análisis estadísticos demostraron que no existen diferencias 

significativas en la densidad celular en TH-W-1 en los tratamientos evaluados. Por otro lado, 

en CH-M-1 cultivada en el tratamiento f, se registraron 2.49±0.13 cel·mL-1, 2.29±0.22 

cel·mL-1 en el medio f/2, 2.33±0.04 cel·mL-1 en el medio f/4 y 1.38±0.17 cel·mL-1 en el 

medio f/0. Donde la densidad celular en CH-M-1 cultivada en medio f/0 fue 

significativamente menor en relación con lo registrado al resto de los tratamientos (Tabla II). 

 

Tabla II. Valores promedio y error estándar en la densidad celular registrada a las 72 h en T. 

weissflogii y C. muelleri. Diferentes superíndices dentro de la misma columna indican 

diferencias significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA de una vía y prueba Fisher LSD.  

Tratamientos TH-W (×105 cel·mL-1) CH-M (× 106 cel·mL-1) 

f 3.12±0.53 2.49±0.13b 

f/2 3.13±0.27 2.29±0.22b 

f/4 2.81±0.51 2.33±0.04b 

f/0 1.84±0.08 1.38±0.17a 

 

IX.2 ANÁLISIS DE BIOMASA (PESO SECO Y PESO ORGÁNICO) 

 

Los valores de peso seco (PS) y peso orgánico (PO) se compararon entre los tratamientos de 

cada especie de microalgas. En el caso del volumen de producción de biomasa seca, TH-W-

1 tuvo el mayor valor en el tratamiento f (30.11 mg·mL-1) y el menor valor en el tratamiento 

f/0 (20.46 mg·mL-1), pero sin diferencias significativas entre los tratamientos. En el caso de 

CH-M-1, se registró el mayor valor en el tratamiento f/4 (45.78 mg·mL-1) y el menor valor 

en el tratamiento f (39.84 mg·mL-1), así mismo, no se encontraron diferencias significativas 

entre los tratamientos (Tabla III). 
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Tabla III. Valores promedio y error estándar del peso seco en mg·mL-1 de las microalgas T. 

weissflogii (TH-W-1) y C. muelleri (CH-M-1) cultivadas en cuatro concentraciones de 

fósforo f, f/2, f/4, f/0. Diferentes superíndices dentro de la misma columna indican diferencias 

significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA de una vía y prueba Fisher LSD.  

Tratamientos TH-W-1 CH-M-1 

f 30.11±1.88 39.84±1.60 

f/2 27.01±1.72 40.34±2.83 

f/4 28.93±3.93 45.78±0.46 

f/0 20.46±2.25 42.34±3.31 

 

Por otra parte, tomando en cuenta la producción de biomasa seca por célula; TH-W-1 registró 

el mayor valor en el tratamiento f (712.34 pg·cel-1) y el menor valor en el tratamiento f/0 

(450.58 pg·cel-1), sin diferencias significativas entre sí, ni con el resto de los tratamientos 

(Tabla IV). En el caso de CH-M-1 el mayor valor de biomasa seca por célula fue en el 

tratamiento f/0 (151.31 pg·cel-1) y el menor valor en el tratamiento f (107.44 pg·cel-1), y de 

igual manera no se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos (Tabla IV). 

 

Tabla IV. Valores promedio y error estándar del PS en pg·cel-1 de las microalgas T. 

weissflogii (TH-W-1) y C. muelleri (CH-M-1) en cuatro concentraciones de fósforo f, f/2, 

f/4, f/0. Diferentes superíndices dentro de la misma columna indican diferencias 

significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA de una vía y Prueba Fisher LSD. 

Tratamientos TH-W-1 CH-M-1* 

f 712.34±136.47 107.44±7.54 

f/2 589.03±68.97 120.19±13.44 

f/4 494.11±153.06 130.75±2.18 

f/0 450.58±61.22 151.31±20.85 

Prueba no paramétrica: * 

 



 

26 
 

En relación con el volumen de producción de biomasa orgánica, las concentraciones de PO 

en la microalga TH-W-1 fue mayor en el tratamiento f/4 (14.71 mg·mL-1), el cual presentó 

diferencias significativas con el tratamiento f/2 (10.37 mg·mL-1) y f/0 (12.18 mg·mL-1), pero 

no con el f (12.57 mg·mL-1). En el caso de CH-M-1, el mayor contenido de PO se registró 

en el tratamiento f/4 (25.68 mg·mL-1) y el menor valor en el tratamiento f/2 (22.92 mg·mL-

1), sin embargo, no se encontraron diferencias significativas entre estos valores de los 

tratamientos (Tabla V).  

 

Tabla V. Valores promedio y error estándar del peso orgánico en mg·mL-1 de las microalgas 

T. weissflogii (TH-W-1) y C. muelleri (CH-M-1) cultivadas en cuatro concentraciones de 

fósforo f, f/2, f/4, f/0. Diferentes superíndices dentro de la misma columna indican diferencias 

significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA de una vía y Prueba Fisher LSD. 

Tratamientos TH-W-1 CH-M-1 

f 12.57±0.55ab 22.98±1.02 

f/2 10.37±0.30a 22.92±1.80 

f/4 14.71±1.07b 25.68±0.59 

f/0 12.18±0.70a 23.98±1.46 

 

En cuanto al contenido del peso orgánico celular o unitario, TH-W-1 registró el valor mayor 

en el tratamiento f (288.51 pg·cel-1) y el valor menor en el tratamiento f/2 (226.80 pg·cel-1), 

pero sin diferencias significativas entre los tratamientos. No obstante, para CH-M-1 el valor 

más alto se registró en el tratamiento f/0 (85.82 pg·cel-1) y el menor valor en f (61.76 pg·cel-

1) y del mismo modo, sin diferencias significativas entre los tratamientos (Tabla VI). 
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Tabla VI. Valores promedio y error estándar del PO en pg·cel-1 de las microalgas T. 

weissflogii (TH-W-1) y C. muelleri (CH-M-1) cultivadas en cuatro concentraciones de 

fósforo f, f/2, f/4, f/0. Diferentes superíndices dentro de la misma columna indican diferencias 

significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA una vía y Fisher LSD. 

Tratamientos TH-W-1 CH-M-1* 

f 288.51±40.28 61.76±3.68 

f/2 226.80±25.20 68.34±8.18 

f/4 249.18±74.87 73.28±0.83 

f/0 267.60±24.72 85.82±11.76 

Prueba de Kruskal-Wallis: * 

 

IX.3 ANÁLISIS DE LÍPIDOS  

 

En el análisis del contenido de lípidos totales en relación peso seco (PS) en la microalga CH-

M-1 se observó que, el tratamiento con el mayor contenido de lípidos fue el f/2: 7.32±0.56 

mg·g-1 y el menor en f/4: 5.70±0.65 mg·g-1. Por otra parte, el contenido de lípidos en TH-W-

1 fue mayor en el tratamiento f/2: 13.28±2.12 mg·g-1 y el menor en f/0: 8.36±0.79 mg·g-1. 

No se encontró un efecto significativo de la disminución de fósforo (p=0.05) en relación con 

el contenido de lípidos en ambas microalgas, pero sí en relación con el contenido de lípidos 

entre microalgas (p=0.00); el contenido de lípidos en TH-W-1 (13.28±2.12 mg·g-1) fue 

significativamente mayor al contenido de lípidos en CH-M-1 (7.32±0.56 mg·g-1) (Tabla VII). 
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Tabla VII. Contenido de lípidos en mg·g-1 PS de las microalgas Thalassiosira weissflogii 

(TH-W-1) y Chaetoceros muelleri (CH-M-1), cultivadas en cuatro concentraciones de 

fósforo f, f/2, f/4 y f/0. Los resultados son valores promedio ± error estándar. Diferentes letras 

en superíndice entre los factores (especies y tratamientos) indican diferencias significativas 

(p<0.05, a<b). Prueba ANOVA dos vías y Fisher LSD. 

 

Por otra parte, se observó que la mayor cantidad del contenido de lípidos con relación al PO 

en la microalga TH-W-1 se registró en el tratamiento f/2 (5.08±0.77 mg·g-1) y la menor 

cantidad en el tratamiento f/4 (4.23±0.54 mg·g-1), pero sin diferencias significativas entre los 

tratamientos. Mientras que para CH-M-1 el mayor contenido de lípidos se registró en los 

tratamientos f (4.16±0.05 mg·g-1) y f/2 (4.16±0.37 mg·g-1) y la menor cantidad en el 

tratamiento f/4 (3.27±0.40 mg·g-1), de igual forma, sin diferencias significativas. Por último, 

no se encontró aumento significativo (p= 0.27) en la cantidad de lípidos en relación con el 

PO en las microalgas TH-W-1 y CH-M-1 cultivadas en cuatro concentraciones fósforo. Sin 

embargo, el contenido de lípidos en PO fue estadísticamente diferente entre las especies de 

microalgas (Tabla VIII). 

 

 

 

 

 Tratamientos  

f f/2 f/4 f/0  

TH-W-1 11.17±1.56 13.28±2.12 8.48±1.58 8.36±0.79  

CH-M-1 7.25±0.45 7.32±0.56 5.70±0.65 6.89±0.82  

Efecto                    p-valor 

Especies 

Tratamientos 

Especies vs 

Tratamientos 

0.00 

0.05 

0.31 
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Tabla VIII. Concentración de lípidos en mg·g-1 PO de las microalgas Thalassiosira 

weissflogii (TH-W-1) y Chaetoceros muelleri (CH-M-1) cultivadas en cuatro 

concentraciones de fósforo f, f/2, f/4, f/0. Los resultados son valores promedio ± error 

estándar. Diferentes letras en superíndice entre los factores (especies y tratamientos) indican 

diferencias significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA dos vías y Fisher LSD. 

              Tratamientos  

f f/2 f/4 f/0  

TH-W-1 4.62±0.57 5.08±0.77 4.23±0.54 5.00±0.31  

CH-M-1 4.16±0.05 4.16±0.37 3.27±0.40 3.88±0.32  

Efecto                      p-valor 

Especies 

Tratamientos 

Especies vs 

Tratamientos 

0.01 

0.27 

0.90 

 

Asimismo, se expresó la cantidad de lípidos en términos de porcentaje respecto al peso 

orgánico de las microalgas, lo que permite evaluar la proporción relativa de lípidos en 

relación con la biomasa total de las células. Este parámetro es importante para determinar la 

eficiencia lipídica de cada especie y su potencial para la producción de lípidos. Se observó, 

que la especie CH-M-1 presenta mayor porcentaje de lípidos (29.33±2.33%) a diferencia de 

TH-W-1 (25.25±4.15%), y se encontraron diferencias significativas entre las especies de 

microalgas (p=0.03). Por una parte, en CH-M-1 el mayor porcentaje de lípidos se encontró 

en el tratamiento f/4 (29.33±2.33%) y el menor en el tratamiento f (24.08±0.32%). De igual 

forma, en TH-W-1 se encontró el mayor porcentaje de lípidos en el tratamiento f/4 

(25.25±4.15%), y el menor valor en el tratamiento f/0 (20.14±1.40%). Sin embargo, no se 

encontraron diferencias significativas entre los tratamientos (Fig. 5). 
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Figura 5. Porcentaje (%) de lípidos respecto al peso orgánico de las microalgas Chaetoceros 

muelleri y Thalassiosira weissflogii cultivadas en el medio f en cuatro concentraciones de 

fósforo (f, f/2, f/4 y f/0). El valor de (p< 0.05) indica diferencias significativas entre los 

tratamientos (Prueba ANOVA dos vías y Fisher LSD). 

 

Por último, se analizó la concentración de lípidos en términos de volumen en las dos especies 

de microalgas, con el objetivo de proporcionar información práctica y relevante para el sector 

acuícola, específicamente para los acuicultores que buscan optimizar la producción de 

microalgas con alto contenido de lípidos. En este sentido, se encontró que la especie CH-M-

1 representa mayor contenido en lípidos (49.95±2.72 µg·mL) a diferencia de TH-W-1 

(18.79±1.86 µg·mL). Por una parte, en la microalga CH-M-1 se observó un mayor contenido 

en lípidos en el tratamiento f/4 (49.95±2.72 µg·mL) y un menor valor en f/0 (29.42±1.06 

µg·mL). Mientras que, en TH-W-1 se encontró un mayor valor en el tratamiento f 

(18.79±1.86 µg·mL) y un menor valor en f/0 (9.74±0.53 µg·mL). Cabe señalar que, las 
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microalgas cultivadas en f/0 produjeron la menor cantidad de lípido, encontrándose 

diferencias significativas con el resto de los tratamientos (Tabla IX).  

Tabla IX. Concentración de lípidos en µg·mL de las microalgas Thalassiosira weissflogii 

(TH-W-1) y Chaetoceros muelleri (CH-M-1) cultivadas en cuatro concentraciones de fósforo 

f, f/2, f/4, f/0. Los resultados son valores promedio ± error estándar. Diferentes letras en 

superíndice entre los factores (especies y tratamientos) indican diferencias significativas 

(p<0.05, a<b). Prueba ANOVA dos vías y Fisher LSD. 

              Tratamientos  

f f/2 f/4 f/0  

TH-W-1 18.79±1.86c 14.49±1.84b 14.40±1.29b 9.74±0.53a  

CH-M-1 36.91±1.85e 37.02±3.02e 49.95±2.72f 29.42±1.06d  

Efecto              p-valor 

Especies           0.00 

Tratamientos    0.00         

Especies vs       0.00 

Tratamientos 

 

 

 

IX.4 ANÁLISIS DEL PERFIL DE ÁCIDOS GRASOS 

 

La composición de ácidos grasos de la microalga CH-M-1 se muestra en la Tabla X; donde 

se puede observar que, los ácidos grasos monoinsaturados (MONO) fueron los más 

abundantes, con valores promedio de 45.48±10.24 hasta 52.42±11.51% en los tratamientos f 

y f/0, respectivamente, mostrándose una tendencia al incremento de porcentaje de estos 

ácidos grasos respecto a la disminución del fósforo en los cultivos, sin embargo, no se 

encontraron diferencias significativas entre los tratamientos. El segundo grupo de ácidos 

grasos más abundante fueron los saturados (SAT), con valores promedios que van desde 

32.91±2.26 a 37.54±2.71%, en f/4 y f respectivamente, sin diferencias significativas entre los 

tratamientos. Seguido de los ácidos grasos poliinsaturados (PUFA) con valores de 

12.96±0.97 a 19.42±1.73% en f/0 y f/2, respectivamente, sin diferencias significativas entre 

los tratamientos.  
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El ácido graso más abundante del grupo de los SAT fue el ácido palmítico (16:0), con valores 

promedio de 13.61±1.68 a 19.69±1.15%, en los tratamientos f/4 y f respectivamente, los 

cuales presentan diferencias entre sí, pero no con el resto de los tratamientos. También, el 

ácido mirístico (14:0) fue predominante con valores de 13.42±0.54 a 15.07±0.99%, 

correspondiente a los tratamientos f/0 y f/4, sin diferencias significativas entre los 

tratamientos (Tabla X). Por otro lado, el ácido graso predominante del grupo MONO fue el 

ácido palmitoleico (16:1), con valores promedio de 40.74±0.62 a 47.61±1.46%, los cuales 

corresponden a lo registrado en los tratamientos f/2 y f/0. Se encontró que existen diferencias 

significativas en el tratamiento f/0 con todos los tratamientos. 

Por último, en relación con los PUFA, se observó que el ácido araquidónico (20:4n-6) fue el 

más abundante, con valores promedio de 6.13±0.95% a 9.84±0.47, en los tratamientos f/0 y 

f/2 respectivamente, seguido del ácido eicosapentaenoico (20:5n-3) con valores de 4.04±0.70 

a 7.35±0.39%, en el tratamiento f/0 y f/2, respectivamente. Además, se detectó en cantidades 

mínimas de 0.46±0.12 a 0.84±0.10% del ácido docosahexaenoico, en f/0 y f/2 

respectivamente. Cabe señalar que en ninguno de estos tres ácidos grasos poliinstarurados 

(ARA, EPA y DHA) se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos, y de 

manera cuantitativa, tampoco se registró evidencia sobre la tendencia a la disminución en la 

concentración con la reducción gradual del fósforo en el medio de cultivo. 
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Tabla X. Composición de ácidos grasos (% del total de ácidos grasos identificados) de la 

microalga Chaetoceros muelleri cultivada en cuatro concentraciones de fósforo f, f/2, f/4, 

f/0. 

  

 

Tratamientos 

 

 

 

 

 

Ácido graso f f/2 f/4 f/0 

Saturados     

12:0 0.05±0.03 0.06±0.00 0.07±0.01 0.04±0.02 

13:0 0.08±0.01 0.06±0.03 0.17±0.02 0.04±0.01 

14:0 (mirístico) 13.77±1.06 13.77±0.48 15.07±0.99 13.42±0.54 

15:0 0.52±0.04 0.43±0.00 0.45±0.02 0.44±0.02* 

16:0 (palmítico) 19.69±1.15b 16.52±0.88ab 13.61±1.68a 17.19±0.17ab 

17:0 3.01±0.10 3.08±0.28 2.95±0.03 2.15±0.10* 

18:0 0.31±0.16 0.41±0.01 0.48±0.06 1.12±0.07* 

24:0 0.10±0.06 0.12±0.03 0.11±0.02 0.23±0.03 

Monoinsaturados     

14:1                               0.07±0.04 0.08±0.00 0.10±0.01 0.06±0.00 

16:1 (palmitoleico) 42.03±1.67a 40.74±0.62a 43.09±0.90a 47.61±1.46b 

17:1 3.11±1.60 4.96±1.36 4.84±0.14 2.87±0.09* 

18:1 cis  0.27±0.14 0.36±0.00 0.60±0.10 1.89±0.28* 

Poliinsaturados     

18:2cis 0.32±0.01 0.26±0.13 0.39±0.19 1.06±0.11* 

18:3n-6 0.80±0.13a 0.97±0.48b 1.51±0.14b 1.08±0.15ab 

20:3n-6 0.14±0.02 0.17±0.01 0.21±0.01 0.20±0.02 

20:4n-6 (ARA) 7.22±1.13 9.84±0.47 9.36±1.13 6.13±0.95 

20:5n-3 (EPA) 6.14±1.30 7.35±0.39 6.45±0.50 4.04±0.70* 

22:6n-3 (DHA) 0.65±0.17 0.84±0.10 0.56±0.05 0.46±0.12 

ΣSAT 37.54±2.71 34.44±2.41 32.91±2.26 34.62±2.43* 

ΣMON 45.48±10.24 46.14±9.80 48.63±10.37 52.42±11.51* 

ΣPUFA 

ΣÁGE 

15.28±1.32 

14.01±2.03 

19.42±1.73 

18.02±2.68 

18.46±1.58 

16.36±2.59 

12.96±0.97* 

10.63±1.66 

SAT ácido graso saturado, MONO ácido graso monoinsaturado, PUFA ácido graso poliinsaturado, ÁGE 

ácido grasos esenciales. Los valores son la media ± error estándar (n=3). Letras diferentes indican que 

hay diferencias significativas (p < 0.05) entre los tratamientos (ANOVA una vía, prueba de Fisher LSD). 

Prueba de Kruskal-Wallis: * 
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Asimismo, es importante señalar que, en ninguno de los tres grupos ácidos grasos: MONO, 

SAT y PUFA analizados en la microalga CH-M-1 no se encontró un incremento significativo 

de su porcentaje en relación con la disminución del fósforo en el medio de cultivo (Fig. 6).  

 

 

Figura 6. Composición de ácidos grasos (% del total de ácidos grasos identificados) 

agrupados de acuerdo con el número de insaturaciones (Saturados, Monoinsaturados, 

Poliinsaturados) de Chaetoceros muelleri cultivada en cuatro concentraciones de fósforo (f, 

f/2, f/4 y f/0).  

 

En cuanto a la microalga TH-W-1, se detectaron un total de 11 ácidos grasos (Tabla XI), de 

los cuales se encontró que los ácidos grasos SAT fueron los más abundantes, con valores 

entre 38.97±4.50 y 46.80±5.11%, valores que corresponden a los registrados en los 

tratamientos f/0 y f/2, respectivamente. Seguido de los ácidos grasos MONO con valores que 

van desde los 36.89±7.12 a 44.31±11.35%, registrados en los tratamientos f/2 y f/0, 
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respectivamente. Por último, los ácidos grasos de cadena larga, los PUFA registraron valores 

de 15.63±3.42 a 18.67±4.06%, mismos que corresponden a lo registrado en los tratamientos 

f y f/4.  

Al igual que con la microalga CH-M-1, el ácido graso más abundante de los SAT en TH-W-

1 fue el ácido palmítico, con valores que van desde 24.53±0.20 a los 30.17±0.09%, valores 

que corresponden a lo registrado en los tratamientos f/0 y f, respectivamente. Asimismo, se 

observó una tendencia a la disminución del contenido de este ácido en relación con la 

disminución gradual del fósforo; sin embargo, no se encontraron diferencias significativas. 

También, el ácido mirístico fue abundante, con valores promedios de 8.84±0.15 a 

10.53±1.19%, correspondientes a lo registrado en los tratamientos f y f/2, respectivamente. 

No se encontraron diferencias significativas en los tratamientos. En el grupo de ácidos grasos 

MONO, el ácido palmitoleico (16:1) fue el más predominante, con valores de 25.63±0.81 a 

37.28±0.85%, en los tratamientos en f/2 y f/0 respectivamente. No se apreció una clara 

tendencia al incremento de este ácido graso con relación a la disminución del fósforo en el 

medio de cultivo, sin embargo, el valor registrado en el tratamiento f/0 fue significativamente 

superior a lo registrado en el resto de los tratamientos. Por último, 17:1 (ácido cis-10 

heptadecenoico) registró valores de 6.13±0.05 y 9.99±0.74% correspondientes a los 

tratamientos f/0 y f/2, encontrándose diferencias significativas entre los tratamientos.  
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Tabla XI. Composición de ácidos grasos (% del total de ácidos grasos identificados) de la 

microalga Thalassiosira weissflogii cultivada en cuatro concentraciones de fósforo f, f/2, f/4, 

f/0. 

Tratamientos 

Ácido graso f f/2 f/4 f/0 

Saturado     

14:0 (mirístico) 8.84±0.15 10.53±1.19 9.46±0.40 9.88±0.08* 

15:0 0.98±0.06 0.99±0.02 0.98±0.01 0.92±0.02 

16:0 (palmítico) 30.17±0.09 28.59±0.85 29.05±1.04 24.53±0.20* 

17:0 3.40±0.24 5.30±0.09 3.04±1.24 2.63±0.07* 

18:0 1.43±0.20 1.39±0.08 0.99±0.20 1.01±0.52 

Monoinsaturado     

16:1(palmitoleico) 32.03±0.79b 25.63±0.81a 28.43±1.63a 37.28±0.85c 

17:1 (cis-10 

heptadecenoico) 

6.44±0.06ab 9.99±0.74b 8.66±1.13ab 6.13±0.05ª* 

18.1 cis  1.07±0.22 1.27±0.31 0.71±0.10 0.90±0.46 

Poliinsaturado     

18:2cis 0.38±0.03 0.61±0.09 0.59±0.10 0.35±0.18 

20:5n-3 EPA 11.81±0.80 12.30±1.75 14.11±0.89 13.07±0.30 

22:6n-3 DHA 3.43±0.36 3.40±0.62 3.97±0.57 3.30±0.08 

ΣSAT 44.82±5.48 46.80±5.11 43.54±5.32 38.97±4.50 

ΣMONO 39.55±9.55 36.89±7.12 37.79±8.24 44.31±11.35 

ΣPUFA 

ΣÁGE                           

15.63±3.42 

15.25±4.19 

16.31±3.52 

15.70±4.45 

18.67±4.06 

18.08±5.07 

16.72±3.84 

16.37±4.88 

SAT ácido graso saturado, MONO ácido graso monoinsaturado, PUFA ácido graso poliinsaturado, ÁGE 

ácido grasos esenciales. Los valores son la media ± error estándar (n=3). Letras diferentes indican que 

hay diferencias significativas (p < 0.05) entre los tratamientos (ANOVA de una vía, prueba de Fisher 

LSD). Prueba de Kruskal-Wallis: * 

 

En todos los casos, se observó que la disminución gradual del fósforo en el medio de cultivo 

no influyó de manera significativa entre el contenido de los ácidos grasos SAT, MONO y 

PUFA entre los tratamientos. Tampoco se mostró una tendencia cuantitativa en el incremento 

de los PUFA (Fig. 7). 
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Figura 7. Porcentaje (%) de ácidos grasos agrupados de acuerdo con el número de 

insaturaciones (Saturados, Monoinsaturados, Poliinsaturados) de las cadenas lipídicas de 

Thalassiosira weissflogii cultivada en el medio f en cuatro concentraciones de fósforo (f, f/2, 

f/4 y f/0). 

 

La microalga TH-W-1 contenía dos ácidos grasos esenciales: 20:5n-3 (EPA) y 22:6n-3 

(DHA). De los cuales, el EPA fue el ácido graso más abundante, con un mayor valor de 

14.11±0.89% en el tratamiento f/4, mientras que el menor valor (11.81±0.80%) se registró 

en el tratamiento f, sin embargo, no se presentaron diferencias significativas entre los valores 

registrados en todos los tratamientos. Por último, y de igual manera que el EPA, el mayor 

contenido de DHA se registró en el tratamiento f/4, con un valor (3.97±0.57%), pero el menor 

valor de este ácido graso se registró en tratamiento f/0 (3.30±0.08%), no obstante, no se 

encontraron diferencias significativas entre los tratamientos (Tabla XI). 
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Por otra parte, al comparar el contenido de SAT, MONO y PUFA entre las dos especies de 

microalgas objeto de este estudio (CH-M-1 y TH-W-1), las cuales fueron cultivadas bajo 

diferentes concentraciones de fósforo, se observó que, la microalga TH-W-1 registró la 

mayor cantidad de ácidos grasos SAT (8.73±3.64%) en contraste a la microalga CH-M-1 

(4.37±2.78%), encontrándose diferencias significativas (p=0.00) entre el contenido de ácidos 

grasos SAT de ambas especies (Fig. 8). Se encontró en TH-W-1 valores de ácidos grasos 

SAT de 7.90±2.38 a 9.36±2.74% correspondientes a los tratamientos f/0 y f/2. En CH-M-1 

los valores fueron de 4.11±0.84 a 4.72±1.50% registrados en f/4 y f. 

 

 

Figura 8. Porcentaje (%) de ácidos grasos saturados de las microalgas Chaetoceros muelleri 

y Thalassiosira weissflogii cultivadas en el medio f en cuatro concentraciones de fósforo (f, 

f/2, f/4 y f/0). El valor de (p < 0.05) indica diferencias significativas entre los tratamientos y 

especies (Prueba ANOVA de dos vías y Fisher LSD). 
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En relación con el contenido de ácidos grasos MONO, se observó que los valores fueron 

similares en CH-M-1 (12.15±2.07%) y TH-W-1 (13.25±3.69%), debido a que no se 

encontraron diferencias significativas entre ambas especies (Fig. 9). Se encontraron valores 

de (12.30±3.58 a 14.92±5.64) en los tratamientos f/2 y f/0 en la microalga TH-W-1. Con 

relación a CH-M-1 los valores oscilaron de (11.54±5.13 a 13.10±6.02%) en f/2 y f/0.   

 

 

Figura 9. Porcentaje (%) de ácidos grasos monoinsaturados de las microalgas Chaetoceros 

muelleri y Thalassiosira weissflogii cultivadas en el medio f en cuatro concentraciones de 

fósforo (f, f/2, f/4 y f/0). El valor de (p < 0.05) indica diferencias significativas entre los 

tratamientos y especies (Prueba ANOVA de dos vías). 

En cuanto al total de PUFA, la microalga TH-W-1 registró la mayor cantidad de estos ácidos 

grasos (5.63±2.19%), los cuales fueron significativamente superiores en comparación a lo 

encontrado en la microalga CH-M-1 (2.85±1.88%) en todos los tratamientos evaluados (Fig. 
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10). En la microalga TH-W-1 se reportaron valores de (5.21±1.73 a 6.22±2.05%) en los 

tratamientos f y f/4. Por último, en CH-M-1 los valores fueron de (2.16±0.55 a 3.34±0.93%) 

en los tratamientos f/0 y f/2. 

 

 

Figura 10. Porcentaje (%) de ácidos grasos poliinsaturados (PUFA) de las microalgas 

Chaetoceros muelleri y Thalassiosira weissflogii cultivadas en el medio f en cuatro 

concentraciones de fósforo (f, f/2, f/4 y f/0). El valor de (p < 0.05) indica diferencias 

significativas entre los tratamientos y especies (Prueba ANOVA de dos vías y Fisher LSD). 

 

Al comparar el contenido de EPA de las dos especies de microalgas cultivadas bajo diferentes 

concentraciones de fósforo. La microalga TH-W-1 registró la mayor cantidad de este ácido 

graso esencial (14.11±0.89%) en contraste a la microalga CH-M-1 (7.35±0.39) con 

diferencias significativas entre las dos especies (Tabla XII).  
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Tabla XII. Porcentajes de 20:5n-3 (EPA) respecto al total de ácidos grasos de las microalgas 

Thalassiosira weissflogii (TH-W-1) y Chaetoceros muelleri (CH-M-1), cultivadas en cuatro 

concentraciones de fósforo. Los resultados son valores promedio± error estándar. Diferentes 

letras en superíndice entre los factores (especies y tratamientos) indican diferencias 

significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA dos vías y Fisher LSD.  

              Tratamientos  

f f/2 f/4 f/0  

TH-W-1 11.81±0.80 12.30±1.75 14.11±0.89 13.07±0.30  

CH-M-1 6.14±1.30 7.35±0.39 6.45±0.50 4.04±0.70    

Efecto                    p-valor 

Especies 

Tratamientos                 

0.00 

0.19 

0.10 Esp. vs Trat.                  

 

 

Mientras que con relación al contenido de DHA, la microalga TH-W-1 registró mayor DHA 

(3.97±0.57%) a diferencia de CH-M-1 (0.84±0.10%), encontrándose diferencias 

significativas en cuanto al contenido de DHA entre especies (Tabla XIII). 
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Tabla XIII. Porcentajes del 22:6n-3 (DHA) respecto al total de ácidos grasos de las 

microalgas Thalassiosira weissflogii (TH-W-1) y Chaetoceros muelleri (CH-M-1), 

cultivadas en cuatro concentraciones de fósforo. Los resultados son valores promedio± error 

estándar. Diferentes letras en superíndice entre los factores (especies y tratamientos) indican 

diferencias significativas (p<0.05, a<b). Prueba ANOVA dos vías y Fisher LSD. 

              Tratamientos  

f f/2 f/4 f/0  

TH-W-1 3.43±0.36 3.40±0.62 3.97±0.57 3.30±0.08  

CH-M-1 0.65±0.17 0.84±0.10 0.56±0.05 0.46±0.12  

Efecto                       p-valor 

Especies 0.00 

0.57 

0.47 

Tratamiento 

Especies vs. 

tratamiento 
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X. DISCUSIÓN 

 

En el sector acuícola, es importante considerar la densidad celular de las microalgas y los 

volúmenes de producción, pero también la biomasa producida, que puede ser medida en 

términos de peso seco y orgánico. Debido a que con la estimación de estos parámetros se 

podrá estimar si se logrará satisfacer la demanda de alimento vivo para los organismos en 

cultivo. En este estudio, la densidad celular de la microalga CH-M-1 a las 72 h de cultivo en 

los tratamientos evaluados fue mayor en comparación a TH-W-1. Esta diferencia se atribuye 

a la fisiología de la especie de microalga, principalmente al tamaño de las células. Las 

microalgas pequeñas tienen una tasa de crecimiento más rápida, a diferencia de las 

microalgas más grandes. Esto se debe a que las células pequeñas tienen una relación 

superficie/volumen más alto, lo que les permite absorber nutrientes y luz de forma más 

eficiente (Reynolds, 2006). Por una parte, la microalga CH-M-1, tiene un diámetro promedio 

de 4 a 9 µm, en contraste a TH-W-1, con un tamaño de 10 a 20 µm (Von Dassow et al., 2006; 

González-Galena, 2019). 

Respecto al peso orgánico (PO) de las microalgas, este se refiere a la cantidad de materia 

orgánica, es decir, la cantidad de carbono orgánico, proteínas, carbohidratos, lípidos, entre 

otros compuestos. Por lo tanto, el PO expresa la cantidad total de energía disponible para los 

organismos marinos (Vega & Voltolina, 2007; Nieves et al., 2009). En este estudio, la especie 

CH-M-1 fue la que presentó mayor PO a diferencia de TH-W-1 en cuanto al volumen de 

producción, la cual está relacionado con la densidad celular. Por lo tanto, la alta densidad 

celular obtenida en CH-M-1 la convierte como especie idónea en la producción de alimento 

en la acuicultura, a pesar de ser una especie de células más pequeñas en comparación TH-

W-1. Por un lado, se ha reportado que la especie CH-M-1 contiene valores de biomasa 

orgánica de 89.46 a 137.92 µg·mL-1 (Nieves et al., 2009; Lovio Fragoso et al., 2019). Por 

otra parte, en la microalga TH-W-1 se han registrado valores de PO de 28.77 a 66.68 µg·mL1 

(López-Tapia, 2002; Salas, 2017). Valores diferentes a los obtenidos en este estudio, estos 

contrastes podrían deberse a las distintas condiciones de cultivo entre cada estudio.  
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Por otra parte, se ha observado que las microalgas cultivadas en condiciones limitantes en P 

reducen la división celular y el crecimiento de las células (El-Kassas, 2013; Adenan et al., 

2016; Matsui et al., 2020; Lovio-Fragoso, 2021). El P es un nutriente esencial para el 

crecimiento y desarrollo de las microalgas, ya que es un componente clave de moléculas 

como el ADN, ARN, ATP y fosfolípidos (Su, 2021; Maltsev et al., 2023). Por lo tanto, la 

falta de P limita la capacidad de las microalgas para sintetizar moléculas esenciales, lo que a 

su vez limita su crecimiento y desarrollo. Lovio-Fragoso, (2021) observó que la biomasa seca 

de CH-M-1 disminuyó de 311.42 a 199.92 mg·L-1 en un medio de cultivo limitante en P. Lin 

et al. (2018) encontraron que la disminución del P en el medio de cultivo influyó 

notablemente en CH-M-1 (1240.0 a 859.00 mg·L-1) a diferencia de TH-W-1 (de 496.00 a 

446.00 mg·L-1). Sin embargo, en nuestro estudio la biomasa de TH-W-1 y CH-M-1 en f/2 y 

f/4 fueron constantes. Es importante mencionar que las concentraciones de nitrógeno en el 

medio de cultivo se mantuvieron constantes. Se ha reportado que el N constituye entre el 1 y 

14% del peso seco de las microalgas y proporciona el metabolismo relacionado con la síntesis 

de proteínas y ácidos nucleicos (El-Kassas, 2013; Gao et al., 2013; Maltsev et al., 2023). 

Mientras que el P, constituye menos del 1% de la biomasa total de las microalgas (Yaakob 

et al., 2014; Maltsev et al., 2023). Además, las microalgas tienen la capacidad de reorganizar 

el P celular para sostener el crecimiento (Adenan et al., 2016).  

 

Además, a pesar de que los tratamientos f/0 carecían de fósforo, el cual es considerado un 

nutriente esencial para las microalgas, se obtuvo crecimiento celular de CH-M-1 y TH-W-1, 

lo cual podría deberse al fósforo proveniente del agua de mar. No se midió la concentración 

de este nutriente en el agua de mar usada para los cultivos de microalgas, pero se ha reportado 

que el agua de mar de la bahía de Mazatlán contiene en promedio 1.39 hasta 10.17 µM de 

fósforo (Pérez-Verdugo, 2007). Posiblemente, las microalgas aprovecharon los nutrientes 

disponibles en el agua de mar para el crecimiento y desarrollo celular. 

 

Las microalgas contienen entre el 2 y 40% de lípidos en peso seco. Sin embargo, la cantidad 

de lípidos es específica de la especie y está fuertemente influenciada por las condiciones de 

cultivo (Lari et al., 2016). Por lo tanto, es importante conocer el contenido de lípidos de las 
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microalgas para determinar las especies de microalgas idóneas como alimento para el cultivo 

de organismos marinos. El contenido de lípidos registrado en TH-W-1 en los tratamientos 

evaluados en el presente estudio fueron menores a los valores reportados por Peraza-Yee et 

al. (2022) y a Millán-Almaraz et al. (2023); 47.4 mg·g-1, y 117.99 mg·g-1 respectivamente 

para esta misma especie cuando fue cultivada en medio f. Estos contrastes, podrían deberse 

a las diferencias en las condiciones de cultivo entre estudios. Por ejemplo, Peraza-Yee et al. 

(2022), disminuyeron la concentración de tres nutrientes del medio f. Mientras que, en el 

estudio de Millán-Almaraz et al. (2023), mantuvieron la concentración de nutrientes 

constantes en el medio de cultivo, sin disminuir el fósforo. Por otra parte, el contenido de 

lípidos de CH-M-1 obtenido en los tratamientos evaluados en este estudio fueron mayores a 

lo reportado (4.42 mg·g-1) por Lovio-Fragoso, (2021) cuando fue cultivada en medio f. 

Dichas diferencias podrían también deberse a las distintas condiciones de cultivo, en 

particular la capacidad de las unidades experimentales usadas, ya que en el estudio de Lovio-

Fragoso, (2021) utilizaron matraces de 1 L, y no aplicaron aireación en los cultivos.  

 

Los resultados obtenidos en este estudio demostraron que la producción de lípidos de CH-

M-1 por unidad de volumen de cultivo (Tabla IX), así como el porcentaje de lípidos en 

relación con el contenido de PO representaron un mayor rendimiento a diferencia de TH-W-

1. En la industria acuícola, estos resultados son relevantes, ya que presentaría un menor costo 

producir CH-M-1 y con un mayor aporte de lípidos para el crecimiento y desarrollo de los 

organismos. Además, los tratamientos donde registró una mayor producción de lípidos en 

CH-M-1 fueron en f/4, seguido del f/2, lo que indica una influencia de la disminución del 

fósforo en el medio de cultivo respecto al incremento de los lípidos. Mientras que, el 

tratamiento con ausencia de fósforo (f/0) tuvo un efecto contrario, debido que fue el 

tratamiento donde se registraron los valores más bajos en ambas especies de microalgas.  

 

Aunque se ha observado en otros trabajos (Hu et al., 2008; Lari et al., 2016; Lin et al., 2018) 

que las condiciones limitantes o deficientes de fósforo en el medio de cultivo promueven la 

biosíntesis de lípidos en las microalgas, en este estudio no se registró esa tendencia. Debido 

a que el mayor contenido de lípidos se encontró en el tratamiento f/2 para ambas especies, y 
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no en los tratamientos limitantes de este nutriente (f/4 y f/0). Lo que podrían deberse a las 

distintas condiciones de cultivo entre los estudios, inóculo inicial, nutrientes y temperatura. 

Por otra parte, los resultados obtenidos en la microalga TH-W-1 coinciden con lo reportado 

por Peraza-Yee et al. (2022), donde el contenido de lípidos en las células no aumentó, no 

obstante, como se mencionó anteriormente, estos autores no solo limitaron la concentración 

del fósforo en el medio, sino también el nitrógeno y silicato. 

 

Por otra parte, las microalgas producen ácidos grasos que, varían de acuerdo con el grado de 

longitud de átomos de carbono y al número de dobles enlaces. En este estudio, se aplicó la 

nomenclatura de ácidos grasos IUPAC (Unión Internacional de Química Pura y Aplicada). 

Los ácidos grasos saturados (SAT) con 4 a 30 átomos de carbono y sin dobles enlaces, los 

ácidos grasos monoinsaturados (MONO) con 14 a 29 átomos de carbono y con un doble 

enlace y los ácidos grasos poliinsaturados (PUFA) con 18 a 22 átomos de carbono y hasta 

seis dobles enlaces en su cadena (Graciani Constante et al., 2006).  

Al analizar el perfil de ácidos grasos en CH-M-1 y TH-W-1 se observó una mayor proporción 

en ácidos grasos de 14 y 16 átomos de carbono, particularmente 14:0 (ácido mirístico), 16:0 

(ácido palmítico) y 16:1 (ácido palmitoleico). Por un lado, la predominancia de los ácidos 

grasos de 14 y 16 átomos en la microalga CH-M-1, coinciden con lo reportado por Lovio-

Fragoso, (2021) en la misma microalga, 14:0, 16:0, 16:1. Respecto al perfil de ácidos grasos 

en TH-W-1 reportado en este estudio, son similares con lo registrado por Tam et al. (2021), 

quienes encontraron 16:0, 16:1, 16:2, 16:3. Se ha documentado en la literatura que un rasgo 

característico de las diatomeas es la predominancia de ácidos grasos de 14 a 16 átomos de 

carbono, mientras que los ácidos grasos de 18 átomos de carbonos generalmente se 

encuentran en cantidades mínimas, a diferencia de las cianofíceas y clorófitas 

(Vuppaladadiyam et al., 2018; Zulu et al., 2018). 

En este estudio se observó una disminución significativa en el contenido del ácido graso 

palmítico en C. muelleri en el tratamiento limitante de fósforo f/4 en comparación al 

tratamiento control f. Por lo contrario, el contenido de ácido palmitoleico fue mayor en el 

tratamiento ausente de fósforo de f/0. Respecto a la microalga TH-W-1, el ácido palmítico 



 

47 
 

no se vio afectado con la disminución gradual del fósforo; mientras que el ácido palmitoleico 

aumentó de 32.03 a 37.28%. Estos resultados son consistentes con lo observado por Cañavate 

et al. (2017) en la microalga P. tricornutum, quienes registraron un incremento en el 

contenido de ácido palmítico (de 16.22 a 27.59%) y palmitoleico (de 21.45 a 42.13%) en 

deficiencia de fósforo en comparación a aquellas que fueron cultivadas en el medio f/2. Son 

escasos los estudios que reporten el efecto de la concentración del fósforo sobre el perfil de 

ácidos grasos en las especies del género Chaetoceros y Thalassiosira. No obstante, Cañavate 

et al. (2017) cultivaron a la microalga Chaetoceros gracilis en un tratamiento sin fósforo, 

observando que el ácido palmítico se duplicó (de 18.49 a 36.39%) a diferencia del ácido 

palmitoleico (de 26.15 a 30.82%). Gao et al. (2013) cultivaron a CH-M-1, en ausencia de P, 

encontrando que el ácido palmítico (de 39.63 a 58.10%) y el ácido palmitoleico (de 2.85 a 

5.33%) se duplicaron. Asimismo, Lovio-Fragoso, (2021) cultivaron a CH-M-1, en dos 

tratamientos limitantes de fósforo, y reportaron un aumento significativo del ácido 

palmitoleico (de 34.04 a 39.15%) a diferencia del ácido palmítico que no aumentó 

significativamente (de 18.62 a 20.62%). También, Lin et al. (2018) cultivaron CH-M-1 y 

TH-W-1 en condiciones limitantes en fósforo, donde registraron que, por un lado, el 

contenido de ácido palmítico en CH-M-1 aumentó notablemente (de 23.22 a 33.23%) 

mientras que el ácido palmitoleico incrementó en concentraciones mínimas (de 36.76 a 

39.48%). Tendencia contraria se observó en TH-W-1 donde el ácido palmitoleico aumentó 

(de 25.62 a 34.09%), a diferencia del ácido palmítico (de 22.19 a 22.53%). 

La síntesis de los ácidos grasos de 16:0 átomos de carbono, comienza en el cloroplasto de las 

células. La saturación y elongación del ácido graso de 16:0 da, como resultado, ácidos grasos 

de cadena larga (Khozin-Goldberg, 2016; Remize et al., 2021). Para esto se requiere, carbono 

en forma de acetil-coenzima A, energía ATP y poder reductor NADPH (Khozin-Goldberg, 

2016). Las moléculas ATP y NADPH contienen P en su molécula. Por lo tanto, las 

microalgas requieren fósforo celular para formar los compuestos ATP y NADPH para la 

síntesis de ácidos grasos (Abalde et al., 1995; Karl, 2014; Dyhrman, 2016). Sin embargo, en 

condiciones limitantes o deficientes en fósforo representados en los tratamientos f/4 y f/0, el 

ATP y el NADPH estarían a la baja, y la síntesis de lípidos estaría orientada hacia el 
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almacenamiento de triglicéridos, principalmente saturados y lípidos neutros (Hu et al., 2008; 

Lari et al., 2016).  

Tal y como se ha observado en la diatomea P. tricornutum cultivada en condiciones 

deficientes en fósforo, lo cual promovió el incremento de los ácidos palmítico y palmitoleico 

es una respuesta con la acumulación de los triglicéridos y una disminución de los fosfolípidos 

y que ambos ácidos grasos pueden representar una fuente de energía de reserva (Siron et al., 

1989).  

Por último, el 16:0 ácido palmítico y 16:1 ácido palmitoleico se encuentran dentro de la 

familia de ácidos grasos saturados y monoinsaturados, que son ideales para la producción de 

biocombustible, debido a que se prefieren los ácidos grasos de cadena media, ya que dan 

como resultado un biodiésel menos viscoso, a diferencia de los ácidos grasos poliinsaturados 

(Lin et al., 2018; Zulu et al., 2018). Además de los ácidos grasos de cadena corta y media, 

las diatomeas contienen ácidos grasos de cadena larga (PUFA) como el ácido araquidónico 

(ARA), el ácido eicosapentaenoico (EPA) y el ácido docosahexaenoico (DHA) (Zulu et al., 

2018). Mismos que son considerados esenciales para la nutrición de los organismos marinos 

(Sargent et al., 2002; Patil et al., 2005; Glencross, 2009).  

La microalga CH-M-1 contenía ARA, EPA y DHA en todos los tratamientos evaluados, lo 

que concuerda con reportes anteriores donde se ha registrado que esta especie contiene estos 

tres ácidos grasos poliinsaturados cuando es cultivada en medio f y f/2. Tal es el caso (De 

Jesús-Campos et al., 2020), quienes registraron 7.85% de ARA, 10.55% de EPA y 1.21% de 

DHA. También, Lovio-Fragoso, (2021), en la misma especie de microalga, reportó 2.26% de 

ARA, 18.99% de EPA y 2.73% de DHA.  

La composición y porcentaje de ácidos grasos pueden variar entre los estudios, en función de 

la procedencia de las cepas, el tipo de especie, así como las diferencias de las condiciones de 

cultivo. Pernet et al. (2003) encontraron en CH-M-1 proporciones bajas de ARA (0.08%), 

EPA (0.46%) y DHA (0.05%) cuando esta fue cultiva en volúmenes de 18 L y en medio f. 

Incluso, se ha observado que en algunos casos esta microalga no presenta los tres ácidos 

grasos esenciales, tal es el caso de Pacheco Vega et al. (2010) quienes encontraron solamente 

EPA (4.06%) en CH-M-1 cultivada en medio f. Mientras, que Lin et al. (2018) detectaron 

únicamente dos ácidos grasos; el ARA (2.37%) y el EPA (6.61%), en la misma especie 
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cultivada en medio f/2. En este sentido, se ha documentado que el contenido de ácidos grasos 

varía entre las especies de microalgas de acuerdo con el grupo taxonómico al que pertenece, 

incluso entre especies del mismo género (Rodríguez-Núñez & Toledo-Agüero, 2017). 

Jiménez-Valera, (2016) menciona al respecto que, la variación en el contenido de ácidos 

grasos puede atribuirse a que cada cepa o especie tiene una respuesta específica a las 

condiciones ambientales y a que las cepas aisladas provienen de diferente sitio de colecta, y 

en consecuencia distinta adaptación a las condiciones ambientales de cultivo. 

 

En cuanto a TH-W-1, en todos los tratamientos se pudo registrar el contenido de EPA y DHA, 

más no el de ARA. Estos resultados coinciden con el perfil de ácidos grasos de TH-W-1 

reportado en estudios previos, cultivada en medio f y f/2 como tratamiento control. Por un 

lado, Klein Breteler et al. (2005) encontraron proporciones de EPA de 9.6% y DHA de 1.1% 

en esta misma especie de microalga. Lin et al. (2018) cultivaron a TH-W-1 en medio f/2, y 

reportaron en el perfil de ácidos grasos EPA de 14.71% y DHA de 2.89%. También, Etesami 

et al. (2022) encontraron 0.68% de EPA y 7.26% de DHA. Mientras que Tam et al. (2021) 

cultivaron a TH-W-1 en medio f/2, encontrando 16.17% EPA, y no detectaron el DHA. 

Katayama et al. (2022), cultivaron a nueve diatomeas, entre las cuales se encontraba TH-W-

1, con un contenido de 19.3% de EPA y 1.89% de DHA. En general, los resultados de estos 

autores coinciden con lo documentado anteriormente, al indicar que es un rasgo característico 

de las diatomeas, encontrar una mayor cantidad en EPA y una baja proporción de DHA 

(Remize et al., 2021). En contraste, en las clorófitas el EPA se encuentra en cantidades 

mínimas (Klein Breteler et al., 2005; Katayama et al., 2022).  

 

En este estudio no se detectó ARA en la microalga TH-W-1 en ninguno de los tratamientos 

evaluados. Lo que concuerda con algunos estudios anteriores que describen el perfil de ácidos 

grasos de TH-W-1, donde tampoco no se ha reportado el ARA (Lin et al., 2018; Katayama 

et al., 2022; Etesami et al., 2022). Sin embargo, cuando esta especie fue cultivada en 

condiciones limitantes en nitratos y silicatos en el medio f/2 se encontraron cantidades 

mininas de ARA (1.13 y 0.55%; Lin et al., 2018). Asimismo, Klein Breteler et al. (2005) 

reportan el contenido del ARA con la sumatoria del EPA con un valor de 9.6% cuando la 
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microalga fue cultivada en medio f/2, sin embargo, cuando limitaron el P, el ARA se encontró 

en cantidades mínimas 0.3%. También, Tam et al. (2021) reportaron cantidades mínimas de 

ARA (0.68%) cuando la microalga fue cultivada en recipientes de mayor volumen. De 

acuerdo con los antecedentes mencionados anteriormente que describen el perfil de ácidos 

grasos en TH-W-1 se puede determinar que el ARA no es característico en la especie TH-W-

1, o se puede encontrar en cantidades mínimas bajo ciertas condiciones de cultivo, razón por 

la cual no fue detectado por el método empleado en este estudio.  

Los ácidos grasos poliinsaturados en las microalgas CH-M-1 y TH-W-1 fueron evaluados en 

distintas concentraciones de fósforo del medio f con el objetivo de inducir mayor contenido 

en estos compuestos (Lin et al., 2018; Lovio-Fragoso, 2021). Se ha observado, en la 

microalga verde Nannochloropsis oculata un aumento de EPA y ARA, cuando fue cultivada 

en medio f, en deficiencia en P (Matsui et al., 2020). En la microalga marina P. tricornutum 

el contenido de EPA disminuyó notablemente en un medio deficiente en P (26.8 a 6.9%), los 

autores Siron et al. (1989) mencionan que limitar la concentración de P conduce una 

disminución significativa de los ácidos grasos de cadena larga alterando la insaturación total 

de los lípidos de las microalgas, y en especial la síntesis del EPA.  

Asimismo, Lovio-Fragoso, (2021) cultivó a la microalga CH-M-1 en condiciones deficientes 

de P del medio f aplicando 1 g·L-1 de P, este autor encontró aumento del contenido del ARA 

de 2.26 a 4.69%. Sin embargo, el contenido de EPA y DHA en CH-M-1 disminuyeron. 

Resultados similares reportó Lin et al. (2018) cuando cultivaron a CH-M-1 y TH-W-1 en 

2.96 g·L-1 de P, observaron una disminución en los ácidos grasos poliinsaturados. También, 

Klein Breteler et al. (2005) encontraron que los ácidos grasos poliinsaturados disminuyeron, 

mientras que los ácidos grasos saturados y monoinsaturados aumentaron en TH-W1 cultivada 

en f/2 con 0.30 g·L-1 de P. Por lo que, los autores sugirieron cultivar a la microalga sin 

disminuir el P en el medio de cultivo para no afectar la calidad nutricional de la microalga. 

En este estudio, no se encontró un efecto, negativo o positivo, de la disminución del P en el 

medio de cultivo sobre los ácidos grasos esenciales en ambas microalgas CH-M-1 y TH-W-

1. 
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Matsui et al. (2020) encontraron un aumento del EPA y ARA en los fosfolípidos en la 

microalga verde Nannochloropsis oculata, cuando fue cultivada en condiciones deficientes 

en P, a diferencia de este estudio, clasificaron el contenido de ácidos grasos en glicolípidos 

y fosfolípidos. Los autores mencionan que el aumento de los ácidos grasos poliinsaturados 

en los fosfolípidos es un mecanismo de respuesta de la microalga para proteger la membrana 

mitocondrial del estrés oxidativo. Posiblemente, en este estudio las microalgas cultivadas en 

los tratamientos limitantes de P: f/2 y f/4, aprovecharon las reservas de P que se encuentran 

en la célula para administrar el requerimiento de este nutriente y así mantener la síntesis 

gradual de los ácidos grasos (Dyhrman, 2016; Solovchenko et al., 2019). Por lo tanto, las 

concentraciones limitantes de P aplicadas en este estudio no fueron lo suficiente para inducir 

el aumento de los ácidos grasos de cadena larga. 

En base a los resultados obtenidos en el presente estudio, se ha determinado que se rechaza 

parcialmente la primera hipótesis de trabajo. Esto debido a que, efectivamente, hubo una 

influencia de la disminución del P sobre el contenido de lípidos por unidad de volumen, así 

como en porcentaje respecto al PO, pero solo en la microalga CH-M-1, donde el tratamiento 

f/4 fue el que registró el mayor valor. Sin embargo, en la microalga TH-W-1, se observó la 

tendencia contraria, una disminución del contenido de lípidos en relación con la disminución 

del P en el medio de cultivo. Asimismo, no se registró evidencia de un incremento en el 

contenido de PUFA de ninguna de las dos microalgas usadas en este estudio con relación a 

la disminución del P en el medio. Mientras que, en relación con la densidad celular registrada, 

TH-W-1 no registró diferencias significativas en los tratamientos, y en CH-M-1 únicamente 

la densidad observada en el tratamiento f/0 fue menor al resto. Por lo tanto, se sugiere que en 

futuras investigaciones se cultiven a las microalgas por debajo de las concentraciones de P 

(f/2 y f/4), además de determinar el aporte de P del agua de mar usada para los cultivos, de 

tal manera este no afecte las respuestas de los tratamientos, y se logren explorar las respuestas 

fisiológicas de las microalgas propias por las variables dependientes del diseño experimental. 

Respecto a la segunda hipótesis de investigación, de igual forma que la primera, es aceptada 

de manera parcial, debido a que esta sugiere que la microalga CH-M-1 cultivada en medio f 

con limitación en P (f/4) aportaría el mayor contenido de ácidos grasos esenciales (EPA, 
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ARA y DHA) en comparación con TH-W-1. TH-W-1 presentó un mayor contenido de EPA 

y DHA con respecto al registrado en CH-M-1 en los diferentes tratamientos evaluados. No 

obstante, no se detectó ARA en TH-W-1 en ninguno de los tratamientos. Por lo tanto, se 

sugiere que en futuras investigaciones se considere a TH-W-1 como una opción prometedora 

para la producción EPA y DHA, mientras que, si se requiere de una fuente de ARA, la 

microalga CH-M-1 es mejor candidata.  
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XI. CONCLUSIONES 

 

Las concentraciones limitantes de P (f/2 y f/4) no tuvieron un efecto significativo en la 

densidad celular, el peso seco y peso orgánico de las microalgas TH-W-1 y CH-M-1. Esto 

sugiere que ambas especies pueden adaptarse y crecer eficientemente en condiciones de 

limitación de P. Es importante mantener las concentraciones de los demás nutrientes 

(nitratos, vitaminas y minerales). Por lo tanto, las microalgas pueden ser cultivadas 

exitosamente en condiciones de limitación de P, lo que podría reducir los costos de 

producción de sistemas de cultivo de microalgas.  

 

Cultivar a las microalgas en ausencia de fósforo (f/0) no es recomendable debido a que la 

densidad celular y la producción de biomasa orgánica se ven afectadas negativamente. Por 

lo tanto, existe una reducción en la cantidad y calidad de la biomasa proporcionada como 

alimento para los peces y camarones, lo que puede afectar negativamente en su crecimiento 

y desarrollo.  

 

La microalga CH-M-1 presenta una mayor eficiencia en términos de densidad celular y 

producción de biomasa orgánica por volumen de cultivo, en comparación con TH-W-1. Este 

contraste sugiere que CH-M-1 es una especie más eficiente en términos de biomasa, lo que 

la convierte en una opción prometedora para la producción de alimento vivo en la acuicultura. 

 

Las microalgas (CH-M-1 y TH-W-1) representan una fuente potencial de ácidos grasos 

saturados y monoinsaturados. Por lo que, si el objetivo es obtener una mayor proporción de 

estos compuestos, el medio f/2 y f/4 podrían ser un medio idóneo para obtener mayor 

cantidad en estos compuestos. 

 

La disminución del P en los cultivos no indujo un aumento significativo en la producción de 

lípidos y de ácidos grasos esenciales (ARA, EPA y DHA) en ninguna de las especies de 

microalgas objeto de este estudio.  

 



 

54 
 

CH-M-1 representa una fuente mayor de lípidos, en comparación con TH-W-1 registrándose 

el mayor contenido en el tratamiento f/4 (29.33±2.33%). Mientras que, TH-W-1 es una mejor 

fuente potencial de EPA y DHA (14.11±1.55% y 3.97±0.99%), en comparación con CH-M-

1 (7.35±0.67% y 0.84±0.17%), mientras que para el ARA (9.84±0.81%) la especie idónea es 

CH-M-1, ya que no se detectó este ácido graso en TH-W-1. 
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XIII. ANEXOS 

 

Metodología para las transferencias sucesivas de cultivos de microalgas. 

1) Lavar material con agua y dejar en ácido diluido durante 48 horas: matraces de 500 

mL, envases de plásticos de 4 L y mangueras para la aireación. Una vez lavado el 

material enjaguar. 

2) Antes de preparar el medio, los residuos de cloro libre se neutralizaron adicionando 

60 mg·1-1 de tiosulfato de sodio por cada ml de hipoclorito de sodio agregado. Agitar 

y mantener durante veinte minutos. 

3) Después verificar la ausencia de cloro adicionando ortotoluidina y registrando 

mediante un comparador colorimétrico. 

4) A partir del contenido de un tubo de ensayo de aproximadamente 15 mL de cultivo 

con la cepa de la especie correspondiente, se inoculan 450 mL de medio en un matraz 

Erlenmeyer de 500 mL. 

5) Limpiar el área de trabajo con alcohol y encender el mechero. 

6) Los nutrientes tenerlos listos para vaciar 450 μL de cada nutriente en cada matraz. 

7) Rotular los matraces con nombre de la cepa, fecha y hora del cultivo. 

8) Agregar la cepa y agitar. 

9) En la boca del matraz colocar papel tafil y agujerear uniformemente en toda la 

superficie para el intercambio de gases. 

10)  Dejar los matraces separados en el cepario para evitar contaminación. 

11)  Agitar diariamente los matraces.  

12)  Después de 48 horas. Inocular 3 mL de medio en un recipiente de plástico de 3 L 

transparente esperando que la concentración celular sea lo suficientemente alta para 

inocular las cuatro réplicas de un tratamiento. 

Nota: Este procedimiento se empleó de la misma manera para hacer las transferencias 

en recipientes de plásticos de 4L, garrafones de 20 L hasta que el cultivo alcanzó la 

densidad deseada. 
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XIV. CURVA DE LÍPIDOS 

 

Estándar de lípidos: Se pesan 100 mg de tripalmitina se diluyen en un matraz 

aforado de 25 mL. 

Para la concentración de 0.4 mg/mL 

Se toma 0.5 mL de la solución madre y se le agregan 4.5 mL de cloroformo para 

tener 5 mL con una concentración de 0.4 mg/mL. 

Para la concentración de 0.8 mg/mL. 

Se toman 1 mL de la solución madre y se le agregan 4 mL de cloroformo para tener 

5 mL con una concentración de 0.8 mg/mL. 

Para la concentración de 1.2 mg/mL. 

Se toman 1.5 mL de la solución madre y se le agregan 3.5 mL de cloroformo para 

tener 5 mL con una concentración de 1.2 mg/mL. 

Para la concentración de 1.6 mg/mL. 

Se toman 2 mL de la solución madre y se le agregan 3 mL de cloroformo para tener 

5 ml con una concentración de 1.6 mg/mL. 

Para la concentración de 2.0 mg/mL. 

Se toman 2.5 mL de la solución madre y se le agregan 2.5 mL de cloroformo para 

tener 5 mL con una concentración de 2 mg/mL. 

Para la concentración de 2.4 mg/mL. 

Se toman 3.0 mL de la solución madre y se le agregan 2.0 mL de cloroformo para 

tener 5 mL con una concentración de 2.4 mg/mL. 

 

**Se le agrega 1mL a cada tubo y se deja evaporar** 
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Figura 11. La relación lineal entre la absorbancia y la concentración de lípidos de tripalmitina 
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