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RESUMEN 

 

El alga verde Haematococcus pluvialis se encuentra comúnmente en climas templados 

de todo el mundo y es una de las fuentes biológicas más importantes de carotenoides; 

Los cuales se acumulan en forma de vesículas alrededor del núcleo y se forman 

sometiéndola a condiciones de estrés como limitación de nutrientes o exposición a la luz 

ultravioleta. Lo cual origina cambios morfológicos que van de fases flageladas y 

palmeloides a fases prequísticas y quísticas las cuales varían en función del medio de 

cultivo.  El contenido de astaxantina en H. pluvialis en las fases prequísticas y quísticas 

representa el 90% de los carotenoides totales y tiene una extraordinaria capacidad 

antioxidante (500 veces mayor que el β-caroteno). Aparte de los carotenoides, H. 

pluvialis es productora de grandes cantidades de lípidos, los cuales hasta el 50% de su 

peso seco. La extracción de los carotenoides de H. pluvialis a nivel industrial se realiza 

en la fase quística (o de hematocisto). La pared celular en esta fase es extremadamente 

dura y para poder romperla se utilizan fluidos supercríticos; incrementa aún más el costo 

de producción de los carotenoides extraídos (principalmente de astaxantina). El bajo 

rendimiento de carotenoides y el alto gasto energético durante el proceso de extracción 

de H. pluvialis en la fase quística, hacen que el valor de comercialización de los 

carotenoides obtenidos se incremente a niveles que son inaccesibles para la mayor parte 

de la población. La fase prequística de H. pluvialis ha mostrado una mayor facilidad de 

rompimiento de pared en comparación a la fase quística. Asimismo, la preparación de 

extractos hexánicos en fase prequística solubilizó los carotenoides y lípidos de la 

microalga. Se cultivó H. pluvialis en fotobiorreactores de 1 L, con un inóculo de 1 x 104 

cel/mL, sin fotoperiodo (iluminación constante 24h) a 40 µM fotón/m2s, a una 

temperatura de 25°C, y flujo de aire de 1 L/min. La producción máxima de biomasa fue 

en 17 días. Para iniciar la carotenogénesis en la biomasa de H. pluvialis se indujo a 

estrés por depleción de nitrógeno y por adición de Fe2+. Se prepararon 3 tratamientos de 

0.45, 1.35 y 4.05 mM de Fe2+ y un control sin Fe2+. El estrés hasta fase prequística 

ocurrió en 12 días. La biomasa de cada tratamiento fue extraída con hexano y se 

determinó la concentración de lípidos, carotenoides y actividad antioxidante. La máxima 



 

concentración de lípidos y carotenoides en fase prequistica de H. pluvialis para las 

distintas concentraciones de Fe2+ (0, 0.45mM, 1.35mM y 4.05mM) se generó tras un 

periodo de inducción de estrés de 8 días. El máximo valor de lípidos, carotenoides y 

capacidad antioxidante del extracto hexánico de H. pluvialis se obtuvo en un periodo de 

8 días de estrés y 1.35 mM de Fe2+. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

ABSTRACT 

 

The green algae Haematococcus pluvialis is commonly found in temperate climates 

around the world and is one of the most important biological sources of carotenoids; 

Which accumulate in the form of vesicles around the nucleus and are formed by 

subjecting it to stress conditions such as nutrient limitation or exposure to ultraviolet 

light. Which causes morphological changes ranging from flagellated and palmeloid 

phases to precystic and cystic phases which vary depending on the culture medium. The 

content of astaxanthin in H. pluvialis in the precystic and cystic phases represents 90% 

of the total carotenoids and has an extraordinary antioxidant capacity (500 times greater 

than β-carotene). Apart from carotenoids, H. pluvialis is a producer of large amounts of 

lipids, which up to 50% of their dry weight. The extraction of carotenoids from H. 

pluvialis at the industrial level is performed in the cystic phase. The cell wall in this 

phase is extremely hard and to break it, supercritical fluids are used; further increases the 

cost of production of carotenoids extracted (mainly astaxanthin). The low yield of 

carotenoids and the high energy expenditure during the extraction process of H. pluvialis 

in the cystic phase, increase the marketing value of the carotenoids obtained to levels 

that are inaccessible to most of the population. The precystic phase of H. pluvialis has 

shown a greater ease of wall breaking compared to the cystic phase. Likewise, the 

preparation of hexane extracts in the precystic phase solubilized the carotenoids and 

microalgae lipids. H. pluvialis was cultured in 1 L photobioreactors, with an inoculum of 

1 x 104 cell / mL, without photoperiod (constant illumination 24h) at 40 µM photon / m2, 

at a temperature of 25 ° C, and air flow of 1 L / min the maximum biomass production 

was in 17 days. To initiate carotenogenesis in the biomass of H. pluvialis, stress was 

induced by nitrogen depletion and by the addition of Fe2+. Three treatments of 0.45, 1.35 

and 4.05 mM of Fe2+ and a control without Fe2+ were prepared. Stress until precystic 

phase occurred in 12 days. The biomass of each treatment was extracted with hexane 

and the concentration of lipids, carotenoids and antioxidant activity was determined. The 

maximum concentration of lipids and carotenoids in the precystic phase of H. pluvialis 

for the different Fe2+ concentrations (0.45mM, 1.35mM and 4.05mM) was generated 

after an 8-day stress induction period. The maximum value of lipids, carotenoids and 



 

antioxidant capacity of the hexane extract of H. pluvialis was obtained in a period of 8 

days of stress and 1.35 mM Fe2+.
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1.- INTRODUCCIÓN 

 

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos, polifiléticos y eucariotes que pueden 

crecer de manera autotrófica o heterotrófica. En general son altamente eficientes en la 

fijación de CO2 y captación de luz solar para producir biomasa. Están presentes en todos los 

cuerpos de agua como lagos, mares y ríos; sin embargo, no son exclusivos de cuerpos de 

agua, ya que también se encuentran presentes en el suelo y la mayoría de los ambientes 

terrestres incluso los más extremos por lo que prácticamente están distribuidas en toda la 

biosfera, así mismo tienen una gran diversidad taxonómica. 

Para su desarrollo requieren de CO2, nitrógeno, fosforo, potasio, magnesio y otros metales 

traza que actúan como cofactores enzimáticos en su metabolismo. 

En general, la composición de las microalgas es CO0.48 H1.83N0.11P0.01, y se ha encontrado 

que las microalgas tienen varios constituyentes, principalmente lípidos (7–23%), 

carbohidratos (5–23%), y proteínas (6–52%). Las composiciones químicas de las 

microalgas dependen principalmente de las especies y las condiciones de cultivo (Zhu y Li 

2016). 

Asimismo, las microalgas, debido a su desarrollo fotosintético, están expuestas a estrés por 

oxígeno y radicales libres. Como resultado, las microalgas han desarrollado numerosos 

sistemas antioxidantes frente a radicales libres y especies reactivas de oxígeno, que 

promueven una acumulación de complejos antioxidantes altamente efectivos en la 

disipación de especies oxidantes.  

En las microalgas verdes suelen presentar carotenoides primarios (ej. β-caroteno, luteína, 

violaxantinaque) que se distribuyen dentro de los cloroplastos de las algas verdes 

(membranas tilacoides), junto con las clorofilas. Se puede inducir un proceso de 

carotenogénesis en respuesta a la depleción de nutrientes u otras condiciones de estrés, es 

decir, condiciones ambientales (p. Ej., exceso de Luz, salinidad alta y depleción de 

nutrientes) que resulta en un desequilibrio metabólico que conduce ajustes bioquímicos y 

metabólicos antes de pasar a una nueva fase estable de crecimiento más estable. (Vonshak y 

Torzillo 2004). Las microalgas carotenogénicas presentan carotenoides secundarios, como 
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la cantaxantina y la astaxantina, los cuales se acumulan en glóbulos lipídicos, 

principalmente fuera de los plástidos cloroplásticos (Goodwin y Britton 1988). 

 El valor comercial de los antioxidantes varía dependiendo, en esencia, del grado de pureza 

y de su capacidad antioxidante. El mercado de los carotenoides y xantofilas varía entre 300 

y 500 millones de euros/año. Por tanto, actualmente crecen las posibilidades que presentan 

las algas como fuente de sustancias funcionales y como base para la producción de 

suplementos alimentarios. Actualmente, en este campo se han comercializado distintos 

géneros de microalgas como: Haematococcus spp., Chlorella spp., Dunaliella spp., 

Scenedesmus spp., y Spirulina spp. como alimentos altamente nutricionales y como materia 

prima para la extracción de sustancias de interés fisiológico, tales como: lípidos, proteínas, 

clorofila, carotenoides, vitaminas minerales y pigmentos, a lo que se le une la posibilidad 

de su producción masiva y manipulación con técnicas biogenéticas. 

La aplicación de la biotecnología con microalgas para la producción de pigmentos y 

productos químicos finos demandados por la industria farmacéutica y alimentaria resulta un 

mercado atractivo debido a que se alcanzan altos valores de venta tales como: 215–

2150€/kg β-caroteno, 43€/g ácido docosahexaenoico (DHA), 7 €/mg astaxantina, 11–

50€/mg ficobiliproteinas (L. Brennan, & P. Owende. 2010) 

En la actualidad la microalga carotenogénica H. pluvialis ha sido identificado como el 

organismo que puede acumular el nivel más alto de astaxantina en la naturaleza (1.5–3.0% 

de peso seco), siendo actualmente la principal fuente natural de astaxantina natural para la 

explotación comercial (Cysewski y Todd-Lorenz 2004) y otros metabolitos (echinenona, 

cantaxantina y adonirrubina) (Hernández y Labeé. 2015). No obstante, las limitantes de la 

producción de pigmentos de H. pluvialis se debe en parte a su baja producción (0.5-5.0 g / 

L de peso seco) de biomasa y escasa acumulación de carotenoides (>4% del peso seco) 

(Collins et al. 2011., Vandamme et al. 2013). Estas limitantes han generado el desarrollo de 

una serie de proyectos de investigación que buscan reducir el período de crecimiento de H. 

pluvialis e inducir una mayor producción de los metabolitos de interés (Panis y Carreón 

2016) a través de la evaluación de parámetros como la intensidad de la luz, temperatura, 

composición del medio de cultivo y limitación de nutrientes (e.g., nitrógeno), entre otros. 
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2.- ANTECEDENTES 

 

2.1 Metabolitos de microalgas 

Muchas especies de microalgas presentan un alto valor nutricional, además de producir una 

amplia variedad de metabolitos de alto valor económico, estos pueden ser carotenoides, 

lípidos, ficobilinas, polisacáridos, biohidrógeno, biopoliésteres con propiedades parecidas 

al plástico y pigmentos. 

Existe una gran cantidad de especies de microalgas disponibles, y el conocimiento de la 

composición química es obligatorio como primer paso en una metodología de detección, ya 

que esto es útil para identificar metabolitos valiosos como pigmentos, antioxidantes, ácidos 

grasos poliinsaturados (PUFAs), etc. en la microalga estudiada. 

Como con cualquier planta superior, la composición química de las algas no es un factor 

constante intrínseco, sino que varía en un amplio rango. Los factores ambientales, como la 

temperatura, la salinidad, la iluminación, el valor de pH, el contenido mineral, el suministro 

de CO2, la densidad de población, la fase de crecimiento y el estado fisiológico, pueden 

modificar en gran medida la composición química (Hu 2004). La mayoría de los 

parámetros ambientales varían según la estación, y los cambios en las condiciones 

ambientales pueden estimular o inhibir la biosíntesis de varios nutrientes. Por lo tanto, las 

condiciones de crecimiento podrían optimizarse para maximizar la producción de las 

biomoléculas de interés. Debido a que las algas deben adaptarse rápidamente a las nuevas 

condiciones ambientales para sobrevivir, producen una gran variedad de metabolitos 

secundarios (biológicamente activos), con estructuras que no se pueden encontrar en otros 

organismos (Gouveia et al. 2013). 

 

2.2 Mecanismo de asimilación de nutrientes por microalgas 

El mecanismo de asimilación de C, N y P con microalgas se presenta en la Figura 1. Las 

microalgas usan como fuente de carbono tanto el CO2 proveniente de la atmósfera, como 

los carbonatos ionizados (HCO3
–) presentes en el agua (Wang et al., 2008). En cambio, para 

la bioasimilación de nitrógeno se realiza la reducción de NO3
– a NH4

+ lo que genera un 
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residuo de NO2
– el cual se libera al medio acuoso. (Burhenne y Tischner 2000; Wang et al. 

2010). Por otra parte, las microalgas disponen del fosforo asimilándolo en forma de HPO4
2– 

y H2PO4
– para luego integrarlo en sus componentes orgánicos por medio del mecanismo de 

fosforilación, útil para la generación de adenosin trifosfato (ATP), indispensable para el 

suministrar energía a la célula (Martínez et al. 2000; Cai et al. 2013). 

 

Figura 1. Mecanismo de asimilación de C, N y P por microalgas (Abinandan y Shanthakumar 2015)  

 

2.3 Comercialización de las microalgas 

 Las microalgas son una fuente potencialmente excelente de compuestos naturales, que 

podrían usarse como ingredientes funcionales (Gouveia et al. 2013). 

La adición de biomasa microalgal a los productos alimenticios es una herramienta 

interesante para proporcionar suplementos nutricionales con compuestos biológicamente 

activos. (ej., antioxidantes, PUFA-ω3), Además de los propósitos de coloración. En 

consecuencia, la selección de especies de microalgas con perfiles nutricionales equilibrados 

es fundamental para el desarrollo exitoso de nuevos alimentos. Una caracterización 

fisicoquímica detallada de las microalgas es una etapa esencial que permitirá determinar 

qué algas son más adecuadas para diferentes aplicaciones y propósitos (Batista et al. 2013).  
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Los carotenoides presentan un potencial éxito de comercialización como “alimentos 

funcionales”, cosméticos, acuicultura y productos farmacéuticos. También son productoras 

de un alto contenido de lípidos y ácidos grasos poliinsaturados esenciales en nutrición 

humana. Esto conllevara a su uso en la obtención de alimentos sanos, así como la 

extracción de compuestos de alto valor económico en la industria farmacéutica. Por último, 

los subproductos del proceso de extracción de las microalgas (biomasa sobrante) 

pudiéndose utilizar como forraje o biofertilizante (Pulz y Gross 2004; Mata et al, 2010; Chu 

2012; Batista et al. 2013; Koller et al. 2014).  
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Figura 2.- Metabolitos sintetizados a partir de microalgas y aplicaciones (Koller et al. 2014) 



 

7 

 

2.4 Importancia económica de las microalgas 

El valor comercial de las microalgas y sus componentes depende de la zona geográfica 

donde se produzcan, la demanda y la pureza del producto. Es de consideración que existen 

metabolitos que pueden ser extraídos y que se producen en pequeños porcentajes, pero que 

presentan los valores más altos de comercialización. Esto debido a que su extracción 

implica cierta dificultad en su aislamiento y purificación, por lo que les costos es el 

mercado son muy altos (Koller et al. 2014) (Tabla 1). 

 

Tabla 1. - Precios y volumen en el mercado mundial de algunos productos de microalgas (Koller et al. 2014) 

Producto *Precio de mercado 
aproximado por Kg [USD-$] 

Volumen global del 
mercado [USD-$] 

Biomasa para 
nutrientes  

40 – 50 1.25 x 109 

Biomasa para 
alimentación  

10 4 x 109 

Nutracéuticos de 
microalgas para la 
nutrición humana 

120 7 x 107 

β-caroteno  300 – 3000 2 x 108 
Astaxantina > 2000 2 x 108 
Ficobiliproteínas 3000 – 25,000 5 x 107 
β-1,3-glucan 5 – 20 1 x 108 (estimación para 

EE.UU.) 
Ácido 
docosahexaenoico  

50 1 x108 (estimación de la 
República Popular China); 4 
x 108 (estimación para 
EE.UU.) 

Ácido 
eicosapentaenoico  

4600 (cultivo puro de 
Phaeodactylum tricornutum, 
producto de alta pureza) 

1.25 x 103 (estimación para 
Japón) 

Biodiésel **0.5 (precio general) 1 x 109 
Tipo de cambio periodo 2019- 10: Peso Mexicano – US Dólar (MXN-USD) $ 19 MNX – 1 USD; ** La 
estimación de biodiesel a partir de microalgas es fuertemente fluctuante (3 – 4 [USD-$] por Kg) 
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2.5 Carotenoides y Biología de H. pluvialis 

H. pluvialis es una microalga de agua dulce, perteneciente al Phyllum Chlorophyta, a la 

clase Chlorophycetae, y al orden de las volvocales. El Phyllum Chlorophyta incluye todas 

las algas con plástidos rodeados por dos membranas, que contienen los pigmentos 

fotosintéticos clorofila a y b y que forman estados flagelados de esporas o gametos. El 

principal producto de almacenamiento de carbohidratos es el almidón (α-1,4-glucano) 

depositado dentro del plástido. Se encuentra comúnmente en climas templados de todo el 

mundo. Sus quistes son responsables del color rojo sanguinolento que se observa en la parte 

inferior de las charcas formadas por agua de lluvia. Su ciclo vital presenta polimorfismo 

celular con formas flageladas, palmeloides, y prequistivas y quísticas las cuales varían en 

función del medio de cultivo (Fig, 3) 

El alga verde H. pluvialis es una de las fuentes biológicas más importantes de carotenoides. 

Otras especies de microalgas capaces de acumular carotenoides secundarios son: 

Botryococcus braunii, Chlamydomonas nivalis, Chlorella sp., Chlorococcum sp., 

Chloromonas nivalis, Coelatrella striolata var. multistriata, Dunaliella sp., Eremospherea 

viridis, Euglena sp., Neochloris wimmeri, Scenedesmus sp., S. obliquus, Scenedesmus 

komarekii, Scotiellopsis oocystiformis, Protosiphn botryoides, Tetracystis intermedim y 

Trachelomonas volvocina (Lemoine y Schoefs 2010). A diferencia de las especies antes 

mencionadas, el contenido de astaxantina en H. pluvialis representa el 90% de los 

carotenoides totales. Por lo tanto, la extracción de este compuesto de otras especies 

representa una desventaja en comercial debido a los pasos de purificación y los costos de 

procesamiento. (Borowitzka 2013). 

 

La Reproducción asexual es por división de las células vegetales en zoosporas en número 

de 4 a 8. Las células vegetativas con frecuencia se convierten en aplanosporas con paredes 

gruesas que producen zoosporas. Reproducción sexual isógama, la planozigota 

quadriflagelada pierde sus flagelos y secreta una pared engrosada al final el ciclo. Meiosis 

aparentemente zigóticas (Córdoba et al. 2014). 
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Fig 3.- Ciclo de reproducción de H. pluvialis (Córdoba et al. 2014). 

 

H. pluvialis puede crecer en condiciones mixotróficas, pero normalmente es fotoautótrofa. 

Los cultivos aislados de H. pluvialis pueden crecer en condiciones heterótrofas en 

oscuridad usando nitrógeno orgánico y acetato como fuente de carbono (C. D. Kang, Lee, 

Park, & Sim, 2005) 

 

Los carotenoides de H. pluvialis se acumulan en forma de vesículas alrededor del núcleo y 

se forman sometiéndola a condiciones de estrés como limitación de nutrientes o exposición 

a la luz ultravioleta. Además, la síntesis de astaxantina por H. pluvialis se realiza en 

situación de cese de la división celular, cese de la fotosíntesis y condiciones extremas como 

depleción de nutrientes, deshidratación y exposición a luz solar extrema o a agentes 

químicos. En estas situaciones se produce un cambio en morfológico profundo en la célula, 

induciendo la carotenogénesis (Abalde et al. 1999). 
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Fig. 4.- Cambios morfológicos en H. pluvialis y principales metabolitos producidos en condiciones de estrés 

 

Comparada con el β-caroteno, la astaxantina presenta en su estructura dos grupos 

oxigenados adicionales en cada estructura cíclica, lo cual le confiere una extraordinaria 

capacidad antioxidante (500 veces mayor que el β-caroteno y la luteína). Por tal motivo la 

astaxantina tiene una gran importancia biológica, con aplicaciones en la industria 

farmacéutica, cosmética y de los alimentos (Kang et al. 2005).  

 

 En la Figura 3 muestra la ruta metabólica de la producción de astaxantina a partir de β-

caroteno en H. pluvialis (Cuellar et al. 2015). 
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Fig. 5.- Vía biosintética de la carotenogenesis en H. pluvialis (Lemoine y Schoefs, 2010). Enzimas involucradas: 1: 4,4′- 

cetolasa, 2: 4,4′-cetolasa, 3: 3′3-Hidroxilasa, 4: 3′3- Hidroxilasa. 
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2.6 Producción de H. pluvialis y obtención de carotenoides  

Las condiciones de cultivo y la inducción a la carotenogenesis de H. pluvialis ya han sido 

estudiadas (Kang et al. 2007; Kobayashi et al. 1997), sin embargo, aún existen problemas, 

sobre todo la falta de optimización en el diseño de los fotobioreactores, la formulación de 

un medio donde se logre la máxima productividad celular y el implementar las condiciones 

adecuadas de estrés de tal forma que se logre la máxima producción de carotenoides 

(Fábregas et al. 2000). Actualmente se sabe que H. pluvialis requiere de nitrato (0.5 – 1 g/L 

de NO3
-) como fuente de nitrógeno, fosfato como fuente de fósforo (alrededor de 0.1 g L−1 

K2HPO4), una fuente de carbono en forma de HCO3
- ya sea proveniente del CO2 ambiental 

o de una fuente de carbono disuelta en el medio (carbonato, acetato etc.) y una serie de 

minerales necesarios en concentraciones bajas o traza (Borowitzka et al. 1991). 

 

 

2.7 Escalamiento biotecnológico de H. pluvialis a nivel industrial 

En el biorrefinamiento basado en microalgas, los procesos posteriores de alta energía y 

costos intensivos, como la disrupción celular y la extracción de productos intracelulares, se 

consideran los principales cuellos de botella tecnológicos. (Gunerken et al. 2015; Lee et al. 

2015). Después de su cosecha de los sistemas de cultivo, las paredes celulares de las 

microalgas, debido a su robustez, probablemente representan la mayor barrera para la 

extracción del compuesto deseado. De hecho, las paredes celulares en Chlorella y 

Haematococcus spp son fuertes y de varias capas. Estas capas impiden la entrada a la célula 

de los solventes orgánicos convencionales como el hexano, evitando así el contacto 

adecuado entre el solvente orgánico y el componente intracelular de lípidos / carotenoides 

(Brennan y Owende 2010; Safi et al. 2014). Se han reportado muchos métodos de ruptura 

de la pared celular como homogeneización, ultrasonidos, microondas, solvente, ácido / 

base, químico Fenton, enzima hidrolítica y CO2 supercrítico (ScCO2), entre otros, para 

microalgas industriales incluyendo Chlorella y Haematococcus, para maximizar las 

eficiencias de extracción de metabolitos deseados como lípidos y carotenoides (Kim et al. 

2014; Martinez-Guerra et al. 2014; Park et al. 2014, 2015). Sin embargo, la selección de los 
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métodos apropiados de disrupción y extracción celular depende en gran medida de las 

características biológicas y de la pared celular de la especie microalgal dada. 

(Praveenkumar et al. 2015). Las eficiencias de esos métodos, además, se ven afectadas 

significativamente por condiciones operativas tales como temperatura, presión, condición 

de biomasa (concentración, estado seco / húmedo, etapa de crecimiento) y escala (Rawat et 

al. 2011).  

 

La eficiencia precisa de los diversos métodos de extracción desarrollados para los 

diferentes géneros de algas es muy difícil de lograr. Esto debido a que pocos estudios han 

proporcionado una visión general de la fisiología de las microalgas y la biología de la pared 

celular. (Damiani et al. 2006; Popper et al. 2011; Wayama et al. 2013). Actualmente faltan 

estudios identifiquen la relación de la estructura específica de la pared celular con los 

métodos de extracción, para la recuperación de metabolitos intracelulares valiosos, 

especialmente lípidos y carotenoides de microalgas. 

 

2.8 Extracción de lo carotenoides y lípidos en H. pluvialis 

El hexano es eficiente en extracción de carotenoides y lípidos de las microalgas (Ceron et 

al. 2018). Otra ventaja del uso del hexano como solvente utilizado en la extracción es que 

está aprobado para la extracción de aceite vegetal ya que no deja residuos tóxicos después 

de eliminarlo del compuesto deseado. (Kim et al. 2015).  

El Hexano se puede usar eficientemente en la fase prequística de H. pluvialis para la 

extracción de carotenoides, es decir antes de formar la capa quística trilaminar. En un 

estudio realizado por Vo y colaboradores en 2017 se utilizó hexano para extraer 

carotenoides de H. pluvialis con buen resultado. 
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3. JUSTIFICACIÓN 

 

H. pluvialis puede producir metabolitos bioactivos de alto valor terapéutico y cosmético 

como lípidos y carotenoides con concentraciones de alrededor de 50% y 4% de peso seco 

respectivamente. Actualmente, la extracción de los carotenoides de H. pluvialis a nivel 

industrial se realiza en la fase quística (o de hematocisto). La pared celular en esta fase es 

extremadamente dura y para poder romperla se utilizan fluidos supercríticos; incrementa 

aún más el costo de producción de los carotenoides extraídos (principalmente de 

astaxantina). El bajo rendimiento de carotenoides y el alto gasto energético durante el 

proceso de extracción de H. pluvialis en la fase quística, hacen que el valor de 

comercialización de los carotenoides obtenidos se incremente a niveles que son 

inaccesibles para la mayor parte de la población. Por otro lado, la extracción hexánica ha 

indicado una recuperación eficiente de lípidos y carotenoides de H. pluvialis debido a la 

liposolubilidad de ambos componentes. Es importante destacar, que la fase prequística de 

H. pluvialis ha mostrado una mayor facilidad de rompimiento de pared en comparación a la 

fase quística. Asimismo, la preparación de extractos hexánicos en fase prequistica podría 

contener alrededor del 50% de lípidos y una mezcla de carotenoides donde la astaxantina 

representa más del 60% de este contenido. Los carotenoides y principalmente la astaxantina 

de H. pluvialis son productos apreciados y valorados por su alta capacidad antioxidante. De 

igual manera, si se logra definir las condiciones de cultivo, estrés para la producción de 

carotenoides (carotengenesis) y fase ideal de extracción hexanica de H. pluvialis, podría 

obtenerse una actividad antioxidante similar a la astaxantina pura y a la par de facilitar el 

proceso de obtención y disminuir de manera significativa los costos de producción y por 

ende hacer estos compuestos más accesibles a la población. 
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4. HIPÓTESIS 

El contenido de lípidos, carotenoides y la capacidad antioxidante del extracto hexánico de 

la biomasa de un cultivo de Haematococcus pluvialis, varía de acuerdo con la 

concentración y tiempo de exposición a un factor de estrés. 

 

5. OBJETIVO GENERAL 

Evaluar la concentración de Lípidos, carotenoides totales y la capacidad antioxidante de 

Haematococcus pluvialis en fase prequística usando un extracto hexánico 

5.1 Objetivos particulares 

1) Propagar H. pluvialis hasta fase estacionaria y depleción de nitrato 

2) Determinar la cinética de biomasa producida de H. pluvialis en el cultivo  

3) Cuantificar la cantidad de N-NO3
- consumido en el cultivo a través del tiempo 

4) Inducir estrés celular en H. pluvialis usando distintas concentraciones de Fe2+ como 

factor de estrés 

5) Analizar la concentración de lípidos y carotenoides totales en la biomasa estresada a 

través del tiempo 

6) Estimar la capacidad antioxidante de H. pluvialis a diferentes fases de estrés 
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6. MATERIAL Y MÉTODOS 

 

6.1 Cultivo de H. pluvialis 

H. pluvialis CIB 68 se adquirió de la colección de microalgas del Centro de Investigación 

Biológica del Noroeste SC, Baja California Sur, México (CIBNOR). Se cultivó en un 

fotobiorreactor de 1 L, con iluminación constante (24h) a 40 µM fotón/m2s, a una 

temperatura de 25°C, y flujo de aire de 1 L/min. Una serie de cuatro fotobiorreactores se 

inocularon con 1 x 104 células/mL en fase de hematocisto.  

El medio basal Bold (BBM) fue preparado de la siguiente manera: NaNO3 2.94 mM, NaCl 

0.43 mM KH2PO4 1.29 mM, K2HPO4 0.43 mM, MgSO4∙7H2O 0.3 mM, H3BO3 18.5 mM, 

MnCl2·4H2O 0.71 mM, CaCl2.2H2O 0.17 mM, ZnSO4·7H2O 1.44 mM, CuSO4·5H2O 320 

mM, MoO3 1.57 mM, FeSO4·7H2O 0.179 mM y Na2.EDTA 55.3 mM (Stein 1973). 

 

 6.2 Determinación del crecimiento celular 

La densidad celular se midió usando un hematocitómetro de Neubauer. Para evaluar la 

producción de biomasa en peso seco de H. pluvialis. Para la determinación de peso seco se 

tomó una muestra de cultivo de 15mL y se pasó a través de un filtro de fibra de vidrio 

Whatman GF/F de 47 mm (W1) con un tamaño de poro de 0.7 µm, la presión diferencial de 

vacío se mantuvo a 35-55mm Hg y se secó a 70°C durante 48h (W2) (Zhu y Lee 1997). El 

cálculo de peso seco se obtuvo usando la siguiente fórmula, donde DF es el factor de 

dilución. 

% Dw = ((W2-W1) /W1)) ×100 ×DF 

 

 

 

6.3 Evaluación de depleción de N-NO3- 
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Para evaluar el agotamiento o depleción de nitrato en los medios de cultivo se realizó un 

muestreo de cada fotobiorreactor cada 3 días y se determinó la concentración basándose en 

el método propuesto por Monteiro y colaboradores en 2003, tal como se indica a 

continuación: 

En un tubo de ensayo de 13 x 100 mm sumergido en baño maría a 4°C se añadieron 1 mL 

de muestra de agua del cultivo (previamente centrifugada a 4000 rpm/5min) y 0.4 mL de 

ácido salicílico al 8% disuelto en ácido sulfúrico concentrado. Posteriormente se añadió 4 

mL de hidróxido de sodio 2.5 N. Se mezcló bien y se midió la absorbancia a 410 nm (405-

415) de longitud de onda, usando agua destilada como blanco. La curva de calibración fue 

realizada usando agua destilada con concentraciones crecientes de nitrato 15.5 ppm, 155 

ppm y 310 ppm respectivamente usando como blanco agua destilada. 

 

 

6.4 Inducción de estrés en H. pluvialis 

Antes de inducir los cultivos al estrés se aseguró que hubiera depleción de NO-3.  Por 

último se diseñaron los tratamientos de la siguiente manera: 

Control: Sin adición de Fe+2 

Tratamiento 1: Adición de FeSO4 hasta una concentración de 0.45 mM de Fe+2. 

Tratamiento 2: Adición de FeSO4 hasta una concentración de 1.35 mM de Fe+2. 

Tratamiento 3: Adición de FeSO4 hasta una concentración de 4.05 mM de Fe+2. 

Posteriormente se añadió cloruro de sodio a una concentración de 17.1 mM, acetato de 

sodio a 4.4 mM.se aseguró la depleción del nitrógeno del medio. Los fotobioreactores 

fueron sometidos a una intensidad de luz de 100 µmol-fotón/m2s  por un período de 12 días 

(Vidhyavathi et al. 2008). Se tomaron muestras de biomasa por triplicado cada 3 días y se 

almacenaron en refrigeración a -4°C. Todos los tratamientos se evaluaron por triplicado. 

Los replicados de cada tratamiento se realizaron en fechas distintas. 

Obtención de los extractos (Vo et al. 2017) 
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Se depositaron 5 mL de biomasa de cada tratamiento a un tubo de ensayo de 13 X 100 mm 

con tapa de rosca y se centrifugaron a 4000 rpm por 5 minutos. Se decantó el sobrenadante, 

se añadieron 6 perlas de vidrio y se realizó una ruptura celular agitando en vortex por 1 

minuto. Se añadió 1000 µL de hexano y se agitó en vortex 30 segundos. Se añadieron 670 

µL de agua destilada y se agitó en vortex 30 segundos. Por último, se añadieron 1400 µL de 

hexano, se agitó en vortex 30 segundos y se centrifugó a 4000 rpm por 5 minutos. La fase 

superior (extracto hexánico) presentó los lípidos y carotenoides disueltos de la muestra de 

biomasa. 

 

 

6.5 Estabilidad de la biomasa de H. pluvialis durante el estrés 

Para verificar la integridad de la biomasa durante el tiempo de estrés se realizó un análisis 

de peso seco de la biomasa de cada tratamiento mediante el método descrito en 6.2. Todos 

los análisis se realizaron por triplicado. 

 

 

6.6 Estimación de la viabilidad celular  

Para estimar la permeabilidad celular se utilizó el método propuesto por (Gaff y Okong’o-

ogola 1971; Brand et al. 1995). Se depositó 1 mL de biomasa centrifugada (4000 rpm/5 

min) en 5 mL de azul de Evans al 0.25% por 8 horas. Posteriormente, se centrifugó a 4000 

rpm por 5 minutos. Se decantó el sobrenadante y el precipitado se mezcló con 5 mL de 

agua destilada. Por último, se realizó el conteo celular en cámara de Neubauer. Se realizó el 

conteo de células viables y no viables. Las células viables fueron las que conservaron sus 

propiedades semipermeables y, por lo tanto, excluyeron el azul de Evans, mientras que las 

células muertas se pigmentaron a medida que el colorante penetró. Se utilizó la siguiente 

fórmula: 

% P =100− [(𝑇−𝐴) ×100∕𝑇] 
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Donde: 

% P = Porciento de células permeables  𝑇 = Células totales 𝐴 = Células azules 

 

 

6.7 Análisis de lípidos  

Se utilizó el método propuesto por Anschau et al. (2015). Se depositó en un tubo de ensayo 

40 µL del extracto hexánico y se añadieron 400 µL de ácido sulfúrico concentrado. Se agitó 

en vortex 30 segundos y se puso el tubo en baño maría a ebullición por 10 minutos. 

Posteriormente se sacó el tubo del baño maría y se enfrió en un baño de agua por 10 

minutos. Se añadieron 1000 µL de fosfovainillina, se agitó en vortex por 30 segundos y se 

incubó a 37ºC por 15 minutos, para finalmente leer en espectrofotómetro a 530 nm. La 

curva de calibración se realizó siguiendo el mismo procedimiento, pero usando como 

estándar aceite de canola Sigma- Aldrich cat. 46961. 

 

 

6.8 Análisis de carotenoides totales 

La cuantificación de los carotenoides totales se realizó según el método propuesto por Vo et 

al. 2017. mediante espectrofotometría UV-Vis Beckman DU-650 (Vo et al.2017). Se tomó 

1 mL del extracto hexánico y se midió la absorbancia en un espectrofotómetro Beckman 

mod. DU-650 a 450 nm. Para la cuantificación se utilizó la siguiente fórmula: 𝑚𝑔 𝐶𝑎𝑟𝑜𝑡𝑒𝑛𝑜/𝑔 = (𝐴 × 𝑉 × 104) ∕ (𝐴𝑐𝑚−1 ×100 × 𝑔) 

Donde: 

A = Absorbancia 450 nm 
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𝑉 = Volumen del extracto 𝐴𝑐𝑚−1 = 2500 𝑔 = Gramos de muestra 

 

 

6.9 Determinación de capacidad antioxidante 

La actividad antioxidante del extracto de carotenoides de cada tratamiento se determinó por 

el método 2,2 difenil-1-picrylhydrazyl (DPPH) (Kuskoski et al. 2005, Marxen et al. 2007). 

Este análisis fue una medida de TEAC (capacidad antioxidante equivalente de trolox). 

 

 

7. Análisis estadístico 

Los efectos de la concentración de Fe (II) y su tiempo de exposición en H. pluvialis fueron 

analizados mediante ANOVA de una vía y análisis de contraste de Tukey a un nivel de 

significancia de 0.05 usando el programa SPSS v.23 

 

 

 

 

 

 

 

8. RESULTADOS 
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8.1 Cultivo de H. pluvialis y cinética de crecimiento 

El crecimiento máximo de H. pluvialis fue estimado y corroborado a los 17 días de cultivo 

mediante la cinética de crecimiento basada en la concentración de materia seca (fig. 7) y 

densidad celular (fig. 8). Cabe destacar que la densidad celular se mantuvo en el orden de 

106 células/mL y obtuvo una concentración final de peso seco de 1.2 g/L de biomasa. Por 

otro lado, en los fotobiorreactores no se observó la formación de biofilm lo cual facilitó el 

paso de luz. Por otro lado este paso aseguró la homogeneidad en de la densidad celular en 

los distintos fotobioreactores; lo cual era un requisito indispensable previo al desarrollo de 

los tratamientos y a la fase de estrés. 

En la figura 8 se observó que en los distintos replicados del cultivo de H. pluvialis se 

conservó una densidad celular y una tendencia estadísticamente igual. (n=3. α=0.05)  

 

 

Fig. 6.- Fase estacionaria (17 días de cultivo) del cultivo de H. Pluvialis. 
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Fig. 7.- Cinética de crecimiento de H. pluvialis  

 

 

 

Fig. 8.- Concentración peso seco de H. pluvialis durante el cultivo  
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8.2 Depleción de N-NO3-  

Los resultados del análisis de la concentración de nitrato en los cultivos indicaron una 

disminución conforme al tiempo de máximo crecimiento celular (día 17 del cultivo) (fig. 

9). La concentración inicial fue de 2.9mM y alcanzo un valor final de depleción de 

0.001mM (99.97% de consumo de nitrógeno). Asimismo, la cinética de consumo de nitrato 

señala que al día 1 hasta el día 8 de cultivo existió un marcado aumento en el consumo de 

nitrato. No obstante, a partir del día 8 de cultivo se observa una disminución en el consumo 

de nitrato. Es importante destacar que cuando existe la depleción de nitrato se inicia el 

estrés celular en H. pluvialis, lo que remarca la importancia de determinar el tiempo 

requerido donde se obtiene el crecimiento celular máximo, el cual bajo las condiciones de 

este estudio se obtuvo a partir de 17 días de cultivo.  

 

 

Fig. 9.- Concentración de nitrato a través del tiempo de cultivo de H. pluvialis  
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8.3 Inducción al estrés 

Al llegar a la depleción de nitrato y al inducir a estrés, se observó a través del tiempo de 

cultivo un cambio en la coloración en los fotobiorreactores, con tonalidades que pasaron del 

verde a el naranja con una tonalidad oscura tal y como se muestra en la figura 10. Al no 

obtenerse una coloración roja en el cultivo, se pude indicar que se evitó la fase quística 

característica del estrés y carotenogénesis de H. pluvialis misma que en este estudio se 

buscó evitar a razón de que es la forma que presenta resistencia a la extracción con 

solventes orgánicos. 

Durante el tiempo de estrés se observaron (fig. 11) cambios en la morfología celular tanto 

en el cultivo control, como en los cultivos inducidos a estrés con Fe2+. Unos propios del 

estrés nutricional por falta de nitrógeno y otros debido al aumento en las concentraciones de 

Fe2+.  

La materia seca durante el tiempo de estrés se mantuvo constante sin cambios 

significativos, por lo que no se observó perdida de biomasa por desintegración celular. 

En el tratamiento 3 se observó una exudación de las células, tono naranja más oscuro el 

cual probablemente indique un mayor estrés así como un endurecimiento en la pared 

celular 

 



 

25 

 

Fig.10.- Cambio en la coloración de los cultivos de H. pluvialis a 12 días de estrés por los distintos 
tratamientos. 

  

 

      

 

      

Fig. 11.- H. pluvialis a los 12 días de estrés, en los diferentes tratamientos (40x) 

 

Al término del tratamiento de estrés (12 días) se observó que un aumento en las 

concentraciones que influyó en la morfología celular. Asimismo, en el tratamiento a 4.05 

mM Fe2+ se observaron células rodeadas de compuestos extracelulares. Cabe destacar, que 

el contenido de materia o peso seco durante el tiempo de estrés se mantuvo constante y sin 

cambios significativos, por lo que no se observó perdida de biomasa o desintegración 

celular. 

 

 

 

0 mM Fe2+  0.45 mM Fe2+  

1.35 mM Fe2+  4.05 mM Fe2+ 
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8.4 Estabilidad de la biomasa durante el estres 

 

 

Fig.12.- Peso seco de H. pluvialis en los diferentes tratamientos, durante el tiempo de estrés. n=3. ANOVA de 
una vía. (Tukey, α= 0.05). 
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8.4 Viabilidad celular 

El análisis de permeabilidad celular con la prueba de azul de Evans indicó la viabilidad 

celular durante los distintos tratamientos de estrés. En las fig. 13, se muestra la diferencia 

entre una célula viable (sin permeabilidad) y una célula no viable (permeable)  

 

     

Fig.13.- Célula viable (naranja) junto a célula no viable (azul) 40x        

 

En la fig. 14, Se observó que usando concentraciones de 0 a 1.35 mM de Fe2+ para inducir a 

estrés no se vio afectada la permeabilidad celular; Sin embargo, se destaca que a una 

concentración de 4.05 mM se pudo observar permeabilidad celular significativa a partir del 

día 4.  
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Fig. 14.- Gráfico de permeabilidad celular con respecto al tiempo de estrés. n=3. ANOVA de una vía. (Tukey, 
α= 0.05). 

 

 

8.5 Obtención del extracto en los diferentes periodos de estrés 

La extracción hexánica fue eficiente mientras la permeabilidad celular lo permitió. La 

característica pigmentante de los carotenoides pudo en cierta forma manifestar visiblemente 

si pasaron a la fase hexánica o se quedaron en el sedimento.  

En la figura 15 a, se puede ver una extracción eficiente. La fase superior (naranja) extrajo 

los compuestos no polares extraíbles, como son los carotenoides y los lípidos. La fase 

inferior contenía los compuestos polares (agua). 

En el caso de baja permeabilidad celular, la pigmentación producida por los carotenoides 

fue repartida entre la fase polar (acuosa) y no polar (lipídica). Como se muestra en la figura 

15 b, en donde se observa el paquete celular en la interfase. 
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 a)                b) 

Fig. 15.- Extracto hexánico de los carotenoides en fase prequística (a); extracción en fase quística (b) 

 

 

8.5 Análisis de lípidos durante el estrés celular de H. pluvialis 

Hasta el día 8 de estrés, el contenido de lípidos en H. pluvialis, aumentó en todos los 

tratamientos (0, 0.45, 1.35 y 4.05 mM de Fe2+); sin embargo, como puede verse en la figura 

16, el tratamiento de 0 y 0.45 mM de Fe2+, mantuvieron la concentración de lípidos hasta el 

día 12. El tratamiento 1.35 y 4.05 mM de Fe2+ disminuyeron su concentración de lípidos del 

día 8 al día 12. 

 

 



 

30 

 

 

Fig. 16.- Concentración de lípidos en los diferentes periodos de estrés. Los valores muestran las medias (n=3) 

± desviación estándar. Diferentes letras indican diferencias significativas a un nivel de confianza de 0.05 

 

 

8.6 Análisis de carotenoides totales en H. pluvialis 

Como se observa en la figura 17, los tratamientos 0.45, 1.35 y 4.05 mM de Fe2+ 

incrementaron su concentración de carotenoides totales hasta llegar a un máximo en el día 8 

de 27.72 ± 2.37 mg/g en el tratamiento 0.45 mM Fe2+ y 30.88 ± 2.54 mg/g en el tratamiento 

1.35mM Fe2+. En cuanto al tratamiento 0 mM Fe2+ se observó un incremento hasta el día 

12, mientras que el tratamiento 4.05 mM Fe2+ conservó su concentración del día 8 al día 12. 
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Fig. 17.-. Acumulación de carotenoides en los diferentes periodos de estrés. Los valores muestran las medias 

(n=3) ± desviación estándar. Diferentes letras indican diferencias Significativas a un nivel de confianza de 

0.05. 

 

 

8.7 Análisis de capacidad antioxidante 

La capacidad antioxidante expresada como % de inhibición del radical DPPH (fig. 18) 

presentó un máximo significativo en el tratamiento 1.35 mM Fe2+ con respecto a todos los 

demás tratamientos. Se obtuvo un pico máximo en el día 8 de todos los tratamientos, 

excepto el 0 mM Fe2+ el cual se incrementó hasta el día 12. Los tratamientos 0.45 y 4.05 

mM Fe2+ mantuvieron su valor constante del día 8 al día 12; sin embargo, el tratamiento 

1.35 mM Fe2+ tuvo una reducción significativa en el mismo lapso. 
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Fig. 18.- Capacidad antioxidante como Inhibición DPPH en los diferentes periodos de estrés. Los valores 

muestran las medias (n=3) ± desviación estándar. Diferentes letras indican diferencias significativas a un nivel 

de confianza de 0.05 

 

Los valores de capacidad antioxidante obtenidos como TEAC, muestran un valor máximo 

en el tratamiento 1.35 mM Fe2+ en el día 8 de estrés. Todos los tratamientos mostraron un 

valor máximo en el día 8 y un decremento significativo desde el día 8 al 12 en los 

tratamientos 0 mM Fe2+ y 1.35 mM Fe2+. (Fig. 19) 
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Fig.19. - Capacidad antioxidante como TEAC en los diferentes periodos de estrés.  Los valores muestran las 

medias (n=3) ± desviación estándar. Diferentes letras indican diferencias Significativas a un nivel de 

confianza de 0.05 
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9. DISCUSIONES 

La producción máxima de biomasa obtenida fue de 1.2 g/L. En un trabajo anterior se 

obtuvieron rendimientos desde 0.63 g/L (Katsuda et al. 2004) hasta 1.1 g/L (Zhang. et al. 

2016). Esto demuestra que el rendimiento fue comparable con trabajos previos.  

El tiempo de cultivo hasta llegar a la fase estacionaria fue de 17 dias, con una densidad 

celular en el orden de 106. Este tiempo es menor que el obtenido en trabajos previos como 

en el realizado por Niño et al. 2016, en donde se obtuvo densidades celulares en el orden de 

105, lo que indica que las condiciones de cultivo en el presente trabajo fueron mejores en 

cuanto a productividad celular. 

El contenido máximo de lípidos fue de 270 mg/g. En un estudio publicado por Doria et al. 

(2018) en fase cística, fue de 198 mg/g de peso seco. También obtuvo una concentración de 

carotenoides de 33.6 mg/g, ambos parámetros concuerdan con los obtenidos el presente 

trabajo (30.88 mg/g). Otro estudio concluyó que el rendimiento de carotenoides fue 24.5 

mg/g (Vidhyavathi et al. 2008). Dicha comparación manifiesta que en la presente 

investigación se obtuvo una concentración de lípidos igual o mayor a trabajos anteriores. 

 

En cuanto a la capacidad antioxidante, en este trabajo se logró obtener 1256 µM eq trolox/g 

en 8 días de estrés. En un trabajo anterior (Rudi. 2014), se obtuvo 2000 µM eq trolox/g, en 

16 días de estrés. Esto indica que aunque la capacidad antioxidante fue menor que 

comparada con otros trabajos, esta fue compensada con el menor tiempo de cultivo. Con un 

aumento en productividad de 8 días. 

En el tratamiento con mayor concentración de Fe2+ (4.05 mM), se presentó resistencia a la 

extracción debido a la formación de quistes, lo cual explica que hayan bajado los 

parámetros de lípidos, carotenoides y capacidad antioxidante en dicho tratamiento. 
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10. CONCLUSIONES 

La depleción de nitrato en el medio basal Bold y crecimiento máximo de H. pluvialis previo 

a la formación de la fase cística se obtuvo a 17 días de cultivo.  

La máxima concentración de lípidos y carotenoides en fase prequística de H. pluvialis para 

las distintas concentraciones de Fe2+ (0, 0.45mM, 1.35mM y 4.05mM) se generó tras un 

periodo de inducción de estrés de 8 días.  

Las condiciones para inducir el estrés e inducción de la carotenogenesis en H. pluvialis más 

efectivas se obtuvo utilizando una concentración de Fe2+ de 1.35 mM durante un periodo de 

tratamiento de 8 días. 

La máxima capacidad antioxidante del extracto hexánico fue obtenida bajo el tratamiento 

de 1.35 mM de Fe2+ y 8 días. 

 

PERSPECTIVAS 
 
La demanda cada vez mayor de carotenoides de origen natural en la industria nutraceútica y 

cosmética, así como el requerimiento de lípidos va cada vez más en aumento, por tal 

motivo la optimización en las condiciones de cultivo, inducción rápida del estres y 

extracción de carotenoides en H. pluvialis en una fase celular adecuada, disminuiría los 

gastos de producción y por ende el valor comercial tanto de los metabolitos antes 

mencionados. Aunado a ello la producción a nivel industrial de los mismos se ve favorecida 

por el uso de un solvente como el hexano, que ya está aprobado y estandarizado en 

extracciones de aceite vegetal comestible a gran escala, por lo que no habría necesidad de 

hacer demasiadas adecuaciones a la línea de producción. 

Se sugiere continuar usar el extracto con la optimización conseguida en la presente 

investigación en ensayos cosméticos a nivel cutáneo, siendo el reto principal optima la 

permeabilidad del extracto en piel, favoreciéndose así, de las propiedades antioxidantes del 

mismo. 
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