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1. Las microalgas y su vida en ambientes extremófilos 
 

1.1. Características generales y composición bioquímica 

Las microalgas son microorganismos eucarióticos unicelulares de muy variadas 
formas y tamaños capaces de realizar fotosíntesis oxigénica, que contienen clorofila a 
y b, además de otros pigmentos fotosintéticos. Entre ellas, también se incluyen a las 
cianobacterias (o algas verde-azuladas), que poseen estructura celular procariota y 
tienen solo clorofila a. Debido a la estructura celular sencilla de las microalgas, la 
acumulación de energía química después del proceso fotosintético no se desperdicia 
en la construcción de estructuras complejas, sino que se orienta a un uso más 
eficiente de formación de nuevas células (Satyanarayana et al., 2011). En este sentido, 
los microorganismos fotosintéticos son la base de todas las cadenas alimenticias y, 
por tanto, de la vida en el planeta (Hosikian et al., 2010).  

Además de constituir un óptimo agente para la fijación de CO2 atmosférico 
(Borowitzka, 1988), las microalgas son responsables de más del 50% de la 
productividad fotosintética primaria en la tierra, representando fábricas solares para 
un amplio rango de productos potencialmente beneficiosos (Milledge, 2011). Hasta la 
fecha, estos microorganismos han sido poco explorados, sobre todo los de origen 
marino y extremófilos, representando una oportunidad para descubrir nuevos 
metabolitos de interés y producirlos de forma eficiente y económica. La versatilidad 
del metabolismo de las microalgas las hace extremadamente interesantes. Además de 
ser la biomasa que representa un crecimiento más rápido, su cultivo controlado 
supone ventajas relativas a su capacidad de almacenamiento de CO2, acumulación de 
lípidos (para la producción de biodiesel), producción de fitometabolitos (para una 
nueva generación de productos farmacéuticos) y fitorremediación (Guedes et al., 
2011). 

Las microalgas poseen estructuras sencillas, su composición consiste 
básicamente en carbohidratos, proteínas y lípidos, aunque también son fuente de 
vitaminas como la A, B1, B2, B6, C y E. Según los estudios de Brown et al., (1997), 
sobre la composición bioquímica de 40 especies de algas cultivadas en condiciones 
estándar, la proteína fue el componente orgánico más importante (15-52% del peso 
seco), seguido de los lípidos (5-20%) y carbohidratos (5-12%). La composición 
bioquímica no siempre se correlaciona directamente con el valor nutricional debido a 
la posible deficiencia en algunos nutrientes esenciales, sin embargo, cuando los 
nutrientes esenciales se encuentran en proporción adecuada, la composición puede 
ser importante. Las vitaminas presentes en las microalgas se encuentran en mayor 
concentración que en los alimentos convencionales y la ingestión de cantidades 
relativamente pequeñas de microalgas permiten cubrir las necesidades de algunas 
vitaminas en la alimentación animal, incluida la nutrición humana (Fábregas y 
Herrero, 1990; De Roeck-Holtzhauer et al., 1991), así como niveles recomendados 
en dietas para peces (Sheguineau et al., 1996); de hecho, la mayoría de las vitaminas 
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liposolubles se encuentran en las microalgas empleadas en acuicultura (Fábregas y 
Herrero, 1990; Brown et al., 1999). 

 

1.2. Principales factores de crecimiento 

Muchos factores contribuyen al desarrollo óptimo de los cultivos de microalgas, 
afectando algunos de éstos a las características del crecimiento (Torrentera y Tacon, 
1989). Los parámetros más importantes que regulan el crecimiento de las microalgas 
son: la disponibilidad y concentración de nutrientes, la luz, el pH, la salinidad y la 
temperatura. Los parámetros óptimos, así como los rangos tolerados, dependen de 
cada especie. Incluso algunas especies de microalgas presentan variaciones muy 
significativas de la composición celular bajo condiciones de cultivo desfavorables, 
llegando a acumular hasta un 80%, en peso seco, de compuestos hidrocarbonados 
(Hu, 2004). Además, los diversos factores pueden ser interdependientes, y un 
parámetro que es óptimo para un conjunto de condiciones, puede no serlo 
necesariamente para otro (Coutteau, 1996).  
 

Luz 

La disponibilidad de luz es el principal factor limitante de los cultivos 
fotoautótrofos de microalgas y debe ser continuamente suministrada al cultivo 
(Molina-Grima et al., 1996). La luz puede ser natural, si bien la energía 
fotosintéticamente activa (radiación PAR), accesible al cloroplasto, es solo un 40% 
del total que le llega, correspondiente con la radiación cuya longitud de onda está 
comprendida entre 400-700 nm. La luz puede ser suministrada también por tubos 
fluorescentes, siendo los tubos LED la fuente más eficiente y económica, ya que 
emiten más del 98% de su luz entre 600-700 nm (Kommareddy y Anderson, 2003).  

La tasa específica de crecimiento de las microalgas depende de la intensidad de la 
luz. El crecimiento de los microorganismos fotosintéticos es proporcional a la 
intensidad de la luz recibida hasta llegar a su punto máximo, en la cual, ésta 
disminuye con el crecimiento de la intensidad de la luz debido a procesos de 
fotoinhibición (Bohne y Linden, 2002). Este patrón de crecimiento, en relación con 
la intensidad de la luz, se observa en la mayoría de las especies de microalgas 
(Fábregas et al., 1998).   
 

Nutrientes 

Los principales nutrientes minerales que las microalgas toman del medio y 
necesitan para su desarrollo son: 

 Nitrógeno: elemento esencial para la síntesis de todas las estructuras 
nitrogenadas y proteínas de las microalgas. Pueden tomarlo en forma de 
nitrato, nitrito, amonio e incluso urea (Kaplan et al., 1986).  
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 Fósforo: elemento principal en numerosas biomoléculas, esencial en ácidos 
nucleicos, lípidos de membrana e intermediarios metabólicos. Permite la 
movilización de la energía contenida en enlaces fosfato-fosfato de las 
moléculas de nucleótidos. En los entornos ácidos, sus precipitados 
mantienen el equilibrio de especies metálicas disueltas, afectando a la 
biodisponibilidad de los mismos (Gross, 2000). 

 

 Azufre: elemento presente principalmente en proteínas, como parte de la 
estructura de los aminoácidos cisteína y metionina, en cofactores y en otras 
estructuras químicas implicadas en funciones de diversa naturaleza, desde la 
intervención redox hasta funciones antioxidantes y de resistencia a metales 
(Gross, 2000; Gaur y Rai, 2001). 

 

 Carbono: debido a que casi el 50% de la biomasa de microalgas se compone 
de carbono, el aire es fundamental para el crecimiento de la microalga, 
puesto que contiene la fuente de carbono inorgánico necesaria para la 
fotosíntesis, en forma de CO2 (0,038%) (Le Quéré et al., 2009). El carbono 
suministrado a un cultivo de microalgas puede proceder también de fuentes 
orgánicas (glucosa, fructosa, acetato, glicerol). Además, el aporte de CO2 
mediante aireación facilita la mezcla del cultivo, impide la sedimentación 
celular, favorece la exposición de las células a la luz y a los nutrientes, y 
mejora el intercambio de gas entre el medio de cultivo y el aire.  

 

La carencia de alguno de estos macronutrientes puede provocar en los cultivos 
de microalgas una reducción en la concentración celular de los pigmentos 
fotosintéticos y de las proteínas celulares, dificultando así la fijación fotosintética de 
CO2 (Ben-Amotz et al., 1987; Grossman, 2000; Cakmak et al., 2012). 

Otros elementos también son necesarios para el cultivo de microalgas, tanto 
macronutrientes (K, Na, Fe, Mg, Ca), como micronutrientes o elementos traza (B, 
Cu, Mn, Mo, Zn, V, Se). Muchos de estos elementos traza son relevantes en 
reacciones enzimáticas y en la biosíntesis de compuestos necesarios para el 
metabolismo. Al igual que el fósforo, estos iones traza muestran cierta afinidad por 
otros compuestos del medio y precipitan. Para evitar este problema, se añaden al 
medio agentes quelatantes de metales, como el EDTA. 
 

Salinidad 

La concentración de sales inorgánicas disueltas, tanto en aguas dulces como 
marinas, puede potencialmente afectar al crecimiento de las microalgas en función de 
su actividad osmótica (Terlizzi y Karlander, 1980). La tolerancia a la sal varía según 
las especies, sin embargo, el efecto de la salinidad adquiere más influencia cuando se 
relaciona con otras variables. La salinidad elevada puede conllevar algunos cambios 
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fisiológicos en las microalgas tales como la pérdida de la actividad fotosintética 
(Fábregas et al., 1985). 
 

pH 

Cada especie de microalga tiene un rango de pH en el cual su crecimiento es 
óptimo. En la mayoría de cultivos de microalgas, el pH se encuentra entre 7-9, con 
un valor óptimo entre 8,2-8,7. En la naturaleza también encontramos microalgas que 
han conseguido adaptarse a ambientes de pH extremos. Este es el caso de la 
microalga estudiada en esta Tesis, Coccomyxa onubensis, cuyas aguas presentan unos 
valores de pH muy ácidos (en torno a 2,5) y altas concentraciones de metales pesados 
en disolución (López-Archilla, 2005). 

Por otro lado, el pH del medio influye también en la disponibilidad de la forma 
química en la que se encuentran algunos nutrientes y micronutrientes necesarios. Así, 
a pH neutro, la principal forma de carbono disuelto es HCO3

-, mientras que en 
ambientes ácidos, el carbono disponible se encuentra como CO2 y, teniendo en 

cuenta su baja solubilidad en agua (10-15 M a 18 °C), hace que las microalgas 
sometidas a ambientes extremófilos desarrollen mecanismos concentradores de 
carbono inorgánico basados en un sistema de anhidrasas carbónicas en diferentes 
compartimentos celulares (Moroney y Somanchi, 1999; Spalding, 2009). 

 

Temperatura 

La temperatura es uno de los factores ambientales más importantes que afectan 
al crecimiento y desarrollo de los organismos vivos, por lo que se requiere conocer 
un valor óptimo para una tasa máxima de crecimiento. Además, influye en la 
respiración y fotorrespiración de manera más marcada que la fotosíntesis y pueden 
causar alteraciones en muchas de las rutas metabólicas. La temperatura óptima para 
el cultivo de microalgas se encuentra generalmente entre los 20-24 ºC, no obstante, 
ésta puede variar dependiendo de la especie y la cepa utilizada. Comúnmente, los 
cultivos de microalgas toleran valores de temperatura entre 16-27 ºC, donde a 
temperaturas menores a 16 ºC disminuyen el crecimiento, mientras que a 
temperaturas mayores de los 35 ºC puede resultar letal para un gran número de 
especies (Raven y Geider, 1988; Shuler y Kargi, 2002).  

 

1.3. Ambientes extremos y microorganismos extremófilos 

Los ambientes extremos se definen como aquellos en los que una o más 
características fisicoquímicas se encuentran fuera de los parámetros normales, 
tomando valores considerados límites para la vida (Kristjánsson y Hreggvidsson, 
1995). Las variables más importantes que pueden afectar a las funciones y estructuras 
de los componentes celulares (membranas, ácidos nucleicos y proteínas) y, por lo 
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tanto, las que permiten definir un ambiente como extremo son: la temperatura, el 
pH, la presión, la disponibilidad de oxígeno, la salinidad y la exposición a la 
radiación. 

El estudio de los ambientes extremos, de los microorganismos que los habitan y 
de sus características, es muy importante desde varios puntos de vista. A nivel de 
ecosistema, permite conocer las interrelaciones de las distintas especies con su medio 
ambiente y como éstas intervienen en la geomicrobiología del lugar. Para la biología 
evolutiva, los microorganismos extremófilos aportan conocimientos sobre las 
estrategias de adaptación de las especies a distintas condiciones fisicoquímicas y 
permiten estudiar cómo distintas estructuras celulares y rutas metabólicas han 
evolucionado para asegurar la supervivencia y colonización de nichos específicos. El 
estudio de los ambientes extremos y los microorganismos extremófilos han tenido un 
gran impulso por su relación con el origen de la vida en la Tierra y, potencialmente, 
en otros planetas. Dichos estudios también son importantes debido a las numerosas 
aplicaciones biotecnológicas, tanto de las especies extremófilas aisladas, como de sus 
metabolitos y macromoléculas. El descubrimiento de nuevas especies extremófilas y 
la posibilidad de aislarlas y caracterizarlas abre también las puertas para nuevas 
aplicaciones biotecnológicas, con sus eventuales impactos económicos. Los 
microorganismos extremófilos y sus enzimas están adaptados a funcionar en 
condiciones particulares que muchas veces se asemejan a las necesarias para realizar 
determinados procesos químicos o para producirlos en condiciones más favorables. 

En los ambientes extremos se han encontrado organismos pertenecientes a los 
tres dominios: Bacteria, Archaea y Eukarya, aunque en la mayoría de los casos, las 
especies procariotas son las más diversificadas y mejor adaptadas, siendo capaces de 
sobrevivir en condiciones más adversas que las eucariotas (Rothschild y Mancinelli, 
2001). Es común que muchos microorganismos, debido al ambiente en el cual se 
desarrollan, se vean afectados por más de una de estas cualidades extremófilas. Por 
ejemplo, los microorganismos que habitan en el fondo de los océanos deben 
soportar bajas temperaturas además de las altas presiones y, en algunos casos, con 
condiciones de hipersalinidad y falta de oxígeno. En el otro extremo, los 
microorganismos que viven en zonas geotermales soportan altas temperaturas y, en 
ciertos casos, bajos valores de pH y/o altas concentraciones de metales.  

Si bien para estos microorganismos es normal vivir en ambientes extremos, su 
supervivencia bajo esas condiciones es el resultado de haber desarrollado diferentes 
estrategias para poder mantener las funciones y estructuras celulares activas. Estas 
estrategias les permiten no solo sobrevivir en estado latente, sino crecer y colonizar 
los diversos nichos. La especialización que alcanzan estos microorganismos es tan 
alta que a veces se vuelven extremófilos obligados, es decir, las condiciones extremas 
no solo son normales, sino también necesarias para su desarrollo (Morozkina et al., 
2010). 
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1.4. Ambientes ácidos y microorganismos acidófilos 

Los ambientes ácidos y los microorganismos que viven en ellos son 
especialmente interesantes debido a que, en general, el pH usualmente bajo de estos 
hábitats se debe al metabolismo de los microorganismos y no solo a las condiciones 
impuestas por el medio en el que se desarrollan, como puede ocurrir en otros 
ambientes extremos (alta o baja temperatura, alta presión o radiación) (Hallberg y 
Johnson, 2001; Amils et al., 2007). 

Los ambientes ácidos naturales poseen dos orígenes (Johnson y Hallberg, 2003). 
En el primero, asociado a la actividad volcánica, la acidez se debe a la oxidación 
microbiana del azufre elemental producto de la reacción de condensación de los 
gases oxidados y reducidos producidos por la actividad volcánica: 

 

2 S + 3 O2 + 2 H2O  2 SO4
2- + 4 H+ 

 

En el segundo caso, el origen de los ambientes ácidos se relaciona con la 
oxidación de sulfuros metálicos. Estos sulfuros son estables e insolubles bajo las 
condiciones reductoras que existen en el subsuelo, pero su exposición a condiciones 
atmosféricas desestabiliza su estructura mediante reacciones de oxidación. El agente 
oxidante para que se produzca este proceso puede ser el oxígeno (O2) o el catión 
férrico (Fe3+). Entre los sulfuros metálicos, la pirita (FeS2) es el más común en la 
naturaleza, encontrándose en formaciones hidrotermales, rocas ígneas y depósitos 
sedimentarios. Dependiendo de la ausencia o presencia de microorganismos en el 
medio ambiente ácido, se habla de dos vías de oxidación de la pirita, abiótica o 
biótica, respectivamente (Johnson, 2010). 

 

Oxidación abiótica de la pirita 

En contacto con la atmósfera y en presencia de agua se produce la oxidación 
directa de la pirita, según se indica en la reacción 1. En este proceso se liberan 
protones, produciendo acidez, además de sulfato y Fe2+, junto con otros elementos 
accesorios (As, Cd, Co, Ni, Pb, etc.) que, en mayor o menor proporción, forman 
parte de la pirita. 

 

FeS2 + 7/2 O2 + H2O  Fe2+ + 2 SO4
2- + 2 H+       (1) 

 

La disponibilidad de oxígeno es, por tanto, el factor limitante de este proceso, 
especialmente en el agua, donde la concentración de oxígeno ronda los 8-13 mg·L-1, 
en comparación con los 290 mg·L-1 del aire, por lo que la oxidación de la pirita en 
medio acuoso es más lenta que en contacto con la atmósfera (Ritchie, 1994). 
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El Fe2+ liberado en la reacción 1, en presencia de oxígeno, se oxida a Fe3+ 
consumiendo un protón, según la reacción: 

 

Fe2+ + 1/4 O2 + H+  Fe3+ + 1/2 H2O       (2) 
 

Por otro lado, y como se indicó anteriormente, la oxidación de la pirita también 
puede ser realizada por la presencia de hierro férrico, según la reacción 3. El Fe3+ 
tiene la capacidad de oxidar la pirita, aproximadamente entre 20 y 200 veces más 
rápidamente que el oxígeno atmosférico (Nordstrom, 2011). 
 

FeS2 + 14 Fe3+ + 8 H2O  15 Fe2+ + 2 SO4
2- + 16 H+       (3) 

 

En esta reacción se producen 16 protones por cada mol de pirita oxidado, sin 
embargo, se necesitan 14 moles de Fe3+ que, a su vez, consumen 14 protones según 
la reacción 2. Por tanto, el balance final de producción de acidez de las reacciones 1 y 
3 es el mismo: se liberan dos protones por cada mol de pirita oxidado. 

La reacción 3 va a depender de la disponibilidad de Fe3+ disuelto en el agua que, 
a su vez, está controlada por el pH de la disolución. Así, a pH próximo a 3, el ion 
Fe3+ precipita en forma de hidróxido férrico, generando a su vez más acidez 
(reacción 4): 

 

Fe3+ + 3 H2O  Fe(OH)3 + 3 H+       (4) 
 

La reacción 3 implica la reducción de Fe3+ a Fe2+, por tanto, para que se pueda 
producir, debe existir una reoxidación de Fe2+ a Fe3+, según la reacción 2. Pero este 
proceso (que controla la disponibilidad de Fe3+) es extremadamente lento, 
convirtiéndose en el proceso limitante en la oxidación abiótica de la pirita, e 
indicando la necesidad de la participación directa de microorganismos en el proceso, 
lo que justificaría la presencia constante de Fe3+ en el medio y la acidez que se detecta 
en estos ambientes (Nordstrom, 2011). 
 

Oxidación biótica de la pirita 

La presencia de bacterias óxido-reductoras de hierro y azufre, en condiciones 
aeróbicas y anaeróbicas, subrayan la existencia de un ciclo operativo del hierro 
(Figura 1) en ambientes ácidos. Así, la actividad de los procariotas oxidadores de Fe2+ 
es la responsable de las importantes concentraciones de Fe3+ presentes en el río. 
Bacterias como Acidithiobacillus ferrooxidans pueden acelerar hasta 100000 veces este 
proceso (Nordstrom y Alpers, 1999). De esta forma, al aumentar la concentración de 
Fe3+ se produce un incremento de la oxidación indirecta de la pirita (reacción 3), que 
genera más Fe2+, que de nuevo se oxida a Fe3+, de forma que estas reacciones se 
retroalimentan en un ciclo sin fin, manteniendo constante el pH ácido del río 
(González-Toril et al., 2003). 
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Figura 1. Esquema del ciclo del hierro en ambientes ácidos. Muestra las 
reacciones catalizadas por microorganismos más comunes en ambientes ácidos. 

 

Por otro lado, el Fe3+, mediante el proceso de oxidación, permite la 
solubilización de cationes metálicos que, a su vez, facilitan la formación de distintos 
minerales como la jarosita, goetita, entre otros, considerados de interés como 
posibles biomarcadores de actividad quimiolitotrófica en misiones astrobiológicas 
(Fernández-Remolar et al., 2004). 

Los microorganismos acidófilos que forman parte de estos ecosistemas poseen 
estrategias de supervivencia que les permiten vivir en estos ambientes tan ácidos. En 
la mayoría de los casos, estas estrategias consisten en mantener el pH intracelular 
cerca de la neutralidad (Beardall y Entwisle, 1984), como se muestra en la Tabla 1. Se 
han descrito diferentes mecanismos para compensar los efectos de este gradiente de 
pH. Así, se han detectado microorganismos acidófilos que poseen membranas 
celulares más impermeables a los H+ que las de los microorganismos neutrófilos (con 
crecimiento óptimo en niveles de pH neutros); se han identificado genes codificantes 
de transportadores secundarios que bombean H+ hacia fuera de la célula, o bien de 
transportadores de potasio hacia el exterior para contrarrestar la entrada de protones; 
se ha indicado la presencia de mecanismos tamponadores (acetato, lactato, fosfato) 
que neutralizan los protones; y, por último, también se han detectado en 
microorganismos acidófilos un gran número de genes implicados en la reparación de 
ADN y proteínas que pueden dañarse por los bajos valores de pH. Por otro lado, 
también se ha sugerido que el potencial positivo de la cara interna de la membrana de 
los acidófilos los hace resistentes a altas concentraciones de cationes metálicos 
tóxicos que suele haber en los ambientes en los cuales se desarrollan (Baker y 
Dopson, 2007). 
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La siguiente tabla muestra el pH intracelular medido en diferentes microalgas, 
expuestas a pH ácidos (Forján et al., 2014): 

  

Tabla 1. Valores intracelulares de pH en diferentes microalgas. 

 

Microorganismos 
 

 

pH del medio 
 

 

pH del citosol 
 

 

Cyanidium caldarium 

 

2,1 

 

6,6 

Chlorella saccharophila 4,0 7,1 

Chlorella vulgaris Beij 5,3 6,6 

Chlorella pyrenoidosa Chick 3,1 6,6-7,4 

Scenedesmus quadricauda 3,1 6,8-7,0 

Euglena mutabilis Schmitz 2,8 5,0-6,4 

Dunaliella acidophila 
 
 

0,5-3,0 
 

6,2-7,2 
 

 
1.5. Coccomyxa onubensis y su hábitat, el río Tinto 

El río Tinto, en Huelva (España), es uno de los ecosistemas de ambientes ácidos 
más estudiado y ha servido como fuente de microalgas, Coccomyxa onubensis, para la 
realización de esta Tesis.  

Coccomyxa onubensis pertenece al orden Chlorococcales (Tabla 2). La estructura 
fundamental de las células de las algas Chlorococcales es relativamente uniforme. Su 
condición unicelular se mantiene durante todo su ciclo de vida, es decir, sin 
manifestar complejidades morfológicas que correspondan con otro nivel de 
organización. 
 

Tabla 2. Clasificación de la microalga Coccomyxa onubensis. 

Clasificación 

Dominio: Eukaryota 
Reino: Plantae 
División: Chlorophyta 
Clase: Trebouxiophyceae 
Orden: Chlorococcales 
Familia: Coccomyxaceae 
Género: Coccomyxa 

 

Coccomyxa onubensis (Figura 2) habita a escasos centímetros por debajo de la 
superficie del agua ácida del río Tinto. Por tanto, la microalga se encuentra sometida 
tanto a la presencia de especies metálicas oxidantes, como a elevados valores de 
irradiación PAR y UV procedentes del sol. Su crecimiento se desarrolla en 
condiciones limitantes de carbono reducido, propio de un cauce fluido con escaso 
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aporte de materia orgánica. Además, el CO2 tiene baja solubilidad a pH ácido, lo que 
obliga a la microalga a habitar en localizaciones próximas a la superficie del agua para 
poder tener mayor disponibilidad de CO2. Desde estas perspectivas, es esperable que 
Coccomyxa onubensis exprese mecanismos de respuesta ante tales condiciones de estrés. 

 

 
 

Figura 2. Microalga extremófila Coccomyxa onubensis. Fotografía obtenida al 
microscopio óptico (30000 aumentos).   

 

El río Tinto, perteneciente a la cuenca del Guadiana, nace en la sierra de Padre 
Caro y, tras 100 km de recorrido, llega hasta la ría de Huelva, donde se funde con el 
río Odiel. Próximo a su nacimiento se sitúa el mayor yacimiento minero de pirita 
(Figura 3) a cielo abierto de Europa (Corta Atalaya), que viene siendo explotado 
desde la época romana. 

 
 

 
 

Figura 3. Zona minera, Tharsis (Huelva). 

 

Las aguas del río Tinto tienen un pH muy ácido, en torno a 2,5, y un alto 
contenido en sales ferruginosas que le confieren una gama de colores rojizos  y le dan 
un aspecto único (Figura 3). Posee un alto contenido en metales pesados (Cu, Zn, Cr, 
Cd, Mn, As, etc.) y concentraciones de Fe3+ que pueden llegar incluso a valores tan 
altos como 20 g·L-1, además de escasez de oxígeno, lo que en principio son 

Ricardo Martín Herrero 

Julio Seguro 
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condiciones inadecuadas para el desarrollo de la vida (López-Archilla et al., 1993). A 
pesar de esto, el río Tinto es un río vivo. Las condiciones extremas del río son 
esencialmente debidas a la actividad de los microorganismos acidófilos más que, 
como se creía con anterioridad, a la intensa actividad minera de la zona; de hecho, 
algunos estudios realizados demuestran que las condiciones de acidez son previas a 
cualquier actividad minera realizada por el hombre (González-Toril et al., 2003). 

La biodiversidad de este peculiar sistema, compuesta principalmente por 
especies acidófilas relacionadas con el metabolismo del hierro y su relación con las 
características fisicoquímicas extremas que presenta, han sido reportadas en 
numerosos trabajos (González-Toril et al., 2003; Aguilera et al., 2007; Amaral-Zettler 
et al., 2011). Tales organismos son tanto procariotas, que contienen un singular 
ecosistema basado en el ciclo del hierro; como eucariotas, incluyéndose, entre los 
segundos, algunas especies de hongos y algas endémicas del río; si bien, más del 80% 
de los microorganismos que viven en él pertenecen al dominio Bacteria.  

Las condiciones del río Tinto son generadas por la actividad metabólica de 
microorganismos quimiolitotróficos que viven de los ricos complejos de sulfatos de 
la Faja Pirítica Ibérica (Leistel et al., 1998). A su vez, las reacciones químicas y 
procesos microbiológicos (anteriormente indicados) actúan sobre la pirita y otros 
sulfatos como galena, calcopirita, etc., generando un lixiviado muy contaminante 
caracterizado por una alta acidez y elevadas concentraciones de sulfatos (SO4

2-), 
metales y metaloides, como pueden ser Fe, Cu, Zn, Pb, Cd, Mn, As, etc. Estos 
lixiviados son incorporados a la red fluvial afectando a la calidad de las aguas y 
generando estrés abiótico en los ecosistemas próximos. 

La composición química media del agua del río Tinto se presenta en la siguiente 
tabla (Tabla 3): 
 

Tabla 3. Composición media del río Tinto. 

Elemento 
  

Concentración 
(mg·L-1) 

 

Elemento 
 

Concentración 

(g·L-1) 
 

SO4
2- 

 
 

1450 

 

As 
 

 

160 

Al  79 Cd  118 

Cu  19 Co  564 

Fe  151 Cr  16 

Mn  8 Ni  170 

Zn 
 

 26 
 

Pb 
 

 130 
 

 

La tabla muestra las concentraciones medias de la composición del río Tinto (Olías et 
al., 2010). 

 



 
 
 
 
 

I. Introducción 

14 

 

1.6. Aplicaciones biotecnológicas de los microorganismos acidófilos 

Las aplicaciones biotecnológicas más desarrolladas de los microorganismos 
acidófilos están relacionadas con el procesamiento de minerales con intervención 
microbiana (biominería) y la biorremediación de ambientes contaminados con 
metales. Estos procesos mediados por microorganismos se consideran “tecnologías 
limpias”, ya que tienen menores requerimientos energéticos, menores costes y, 
fundamentalmente, menor impacto ambiental que los procesos no biológicos 
tradicionales. 

 

Biominería 

En la actualidad, existen operaciones biomineras a escala comercial que permiten 
recuperar ciertos metales. Este bioproceso se basa en la capacidad de ciertos 
microorganismos acidófilos de producir Fe3+ y H2SO4, que crean las condiciones para 
la oxidación y disolución de sulfuros metálicos y otros minerales (Johnson, 2010). En 
los casos en los que el metal que se intenta recuperar se solubiliza a través de la 
acción microbiana, el proceso se conoce como biolixiviación. Algunos ejemplos son 
la acción de microorganismos azufre-oxidantes para la recuperación de metales como 
Cr, Ni, Pb, Cu y Zn a partir de barros de digestores anaeróbicos de plantas de 
tratamiento de residuos municipales, o de las cenizas de incineración de residuos 
(Viera y Donati, 2004). Por otro lado, si el metal de interés se mantiene en fase 
sólida, pero la acción de los microorganismos lo hace más accesible al ataque por 
otros agentes lixiviantes, el proceso recibe el nombre de biooxidación. 

 

Biorremediación 

 A diferencia de lo que ocurre con los contaminantes orgánicos, que pueden ser 
degradados completamente desde el punto de vista químico, los metales pesados no 
pueden ser destruidos y solo es posible utilizar procesos a través de los cuales se 
modifique su movilidad o su toxicidad cambiando de especie química o de estado de 
oxidación. Los microorganismos, y en particular los extremófilos, son una 
herramienta muy importante para la biorremediación de ambientes contaminados 
con metales pesados, ya que son capaces de solubilizar metales por lixiviación ácida o 
por complejación, inmovilizarlos por acumulación, o precipitarlos a través de la 
producción de metabolitos que pueden reaccionar con los metales para dar 
compuestos insolubles (Urbieta et al., 2011). 

La bioprecipitación es uno de los ejemplos del uso de microorganismos 
acidófilos en la biorremediación. Es una estrategia que ha probado ser exitosa para 
remover metales pesados desde efluentes líquidos (Urbieta et al., 2011). Una de las 
variantes de este bioproceso es la precipitación de metales con SH2 producido por 
bacterias sulfato-reductoras como producto final de su metabolismo. El anión 
sulfuro es un agente sumamente útil para la precipitación de metales pesados debido 
al bajo valor del producto de solubilidad que poseen los sulfuros metálicos. De esta 
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manera, los metales en solución son inmovilizados en precipitados estables que 
pueden ser más fácilmente removidos. 

Por último, dentro de las alternativas de la biorremediación, algunas especies de 
microorganismos acidófilos son capaces de reducir especies metálicas cuyos metales 
se presentan en altos estados de oxidación, que son usualmente más tóxicos, y 
hacerlos biodisponibles como especies reducidas que suelen ser menos tóxicas 
(Quintana et al., 2001). 

 
2. Estrés oxidativo 
 

2.1. Especies reactivas de oxígeno 

La condiciones ambientales extremas hacen que los distintos organismos que 
habitan en estos ambientes se encuentren sometidos a condiciones de estrés abiótico 
que pueden desencadenar procesos internos agresivos, como es el caso del estrés 
oxidativo. La necesidad que tienen los organismos por el oxígeno eclipsa el hecho de 
que pueda ser un gas tóxico y mutagénico; más aún, estos mismos organismos 
sobreviven ya que han desarrollado mecanismos antioxidantes muy eficientes 
(Halliwell, 2006). 

El estrés oxidativo se define como una alteración del equilibrio entre las especies 
pro-oxidantes y las antioxidantes, a favor de las primeras (Sies, 1986). Es un estrés de 
tipo bioquímico, derivado de la propia acción del metabolismo (Mano, 2002).  

El funcionamiento de las cadenas de transporte electrónico puede sufrir 
alteraciones como consecuencia de las condiciones ambientales o del estado de 
desarrollo, originándose especies reactivas de oxígeno (ROS, por sus siglas en inglés, 
Reactive Oxygen Species). Las ROS son formas parcialmente reducidas del oxígeno 
(Sies, 1991) y su formación es un proceso normal, inevitable y constante en 
organismos que poseen un metabolismo energético basado en reacciones de 
oxidación-reducción (Mano, 2002). Cualquier alteración de las condiciones óptimas 
de cultivo incide de forma negativa en la fisiología del organismo y puede llegar a 
generar la producción de estrés oxidativo, con la consecuente generación de ROS 
(Halliwell, 1987). 

A pesar del papel fisiológico que puedan desempeñar algunas ROS, como el 
crecimiento y el ciclo celular, la muerte celular programada, la respuesta a estrés 
abiótico y la defensa frente a patógenos (Mittler et al., 2004; Foyer y Noctor, 2005; 
Fujita et al., 2006), las ROS también pueden dar lugar a reacciones de oxidación 
indeseadas, provocando daños en diversos componentes celulares tales como lípidos 
(Moran et al., 1994; Munné-Bosch y Alegre, 2002), proteínas (Berlett y Stadtman, 
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1997), ácidos nucleicos (Sies, 1993), carbohidratos, ADN y otras macromoléculas 
(Hariyadi y Parkin, 1993; O’Kane et al., 1996). 

 

 
 

Figura 4. Especies reactivas de oxígeno (ROS) durante la reducción de 
oxígeno molecular (O2) (Imlay, 2008; Gill y Tuteja, 2010). 

 

Existen numerosas ROS (Figura 4), entre las que podemos encontrar radicales 

libres, como el anión superóxido (

O2

-) y el radical hidroxilo (OH

) (Edreva, 2005); o 

formas no radicales, como el peróxido de hidrógeno (H2O2) y el oxígeno singlete 
(1O2) (Brivida et al., 1997). 

Las ROS son continuamente producidas en plantas y microalgas por distintas 
rutas metabólicas (como la fotosíntesis o la respiración) con distinta localización 
subcelular, siendo los cloroplastos, las mitocondrias y los peroxisomas, los orgánulos 
donde se genera la mayor producción de ROS (Shahid et al., 2014). Mientras que 
bajo condiciones normales de crecimiento la producción de ROS en la célula es baja 

(240 M·s-1 de 

O2

- y 0,5 M·s-1 de H2O2,), bajo condiciones de estrés los valores se 

incrementan notablemente (720 M·s-1 de 

O2

- y 5-15 M·s-1 de H2O2,). Cuando la 
intensidad lumínica es alta, el aparato fotosintético absorbe más energía lumínica que 
la que suele utilizarse en reacciones metabólicas normales. Como consecuencia, la 
cadena fotosintética de transporte electrónico transfiere los electrones al oxígeno, 
produciendo como producto final el H2O2. El exceso de H2O2 fomenta la formación 

de radicales OH

, oxidantes fuertes de ácidos orgánicos que pueden iniciar la 

formación en cadena de nuevos radicales altamente tóxicos para las células. 
Adicionalmente, la inhibición de la cadena fotosintética de transporte electrónico 
también puede favorecer la transferencia de energía desde la clorofila excitada por la 
luz hacia el oxígeno, formándose el 1O2, el cual es altamente tóxico para las células 
debido a su reactividad. Por su parte, en la cadena mitocondrial, los principales 
generadores de ROS son el complejo I y el complejo III, indicándose que el 2% del 
O2 consumido en la cadena se utiliza para la producción de H2O2 (Mittler, 2002). 

La especie más reactiva de estas ROS es el radical OH

, un poderoso oxidante 

que puede dañar la mayoría de los compuestos orgánicos (Czapski, 1984). Por su 
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parte, el anión 

O2

- inactiva ciertas enzimas con centros de hierro-azufre debido a su 
tolerancia a ser electrostáticamente atraído al átomo de hierro de estos centros 

catalíticos (Flint et al., 1993). El H2O2, aunque es menos reactivo que el 

O2

- y el 

OH

, desempeña el papel más importante en la señalización de los cambios 

estresantes debido a su elevada estabilidad y largo tiempo de vida media (Hung et al., 
2005). Esta especie puede oxidar las cadenas laterales de los aminoácidos e inducir la 

introducción de grupos carbonilos (Stadtman y Levine, 2003) y, al igual que el 

O2

-, 
puede provocar cambios irreversibles oxidando directamente enzimas con grupos 
hierro-azufre, destruyendo la función enzimática (Gardner y Fridovich, 1991; Flint et 
al., 1993). El H2O2 participa en la degradación oxidativa de proteínas, especialmente 
con la presencia de cofactores metálicos, tales como el hierro. En estos casos, el 
metal reacciona con el H2O2 a través de la reacción de Fenton para formar un radical 

OH

 (Elstner et al., 1988), que rápidamente oxida un residuo aminoacídico, ya sea en 

el mismo sitio de unión al catión o en una región cercana al mismo. 
 

Reacción de Fenton: Fe2+ + H2O2  Fe3+ + 

OH + OH- 

 

Además de la reacción de Fenton, la generación de OH

 puede también 

producirse en los organismos por la reacción de Haber-Weiss, en la cual, en 

presencia de 

O2

- y H2O2, se generan más OH

. 

 

Reacción de Haber-Weiss:  

O2

- + H2O2  O2 + OH

 + OH- 

 

La exposición a metales pesados también provocan un incremento en los niveles 
de ROS (Dietz et al., 1999). Este proceso está bien estudiado en plantas y parece ser 
una de las respuestas más rápidas derivadas del estrés metálico (Opdenakker et al., 
2012). 

 Se definen como metales pesados aquellos elementos de transición de la tabla 
periódica que presentan una densidad igual o superior a 5 g·cm-3 y sean tóxicos 
incluso en concentraciones muy bajas. Ciertos metales pesados, tales como el B, Co, 
Cr, Cu, Mo, Mn, Ni, Fe, Se o Zn, son denominados oligoelementos, ya que sirven 
como micronutrientes para los cultivos pero, a partir de una cierta concentración, se 
vuelven tóxicos. También hay metales pesados sin función biológica conocida que 
resultan altamente tóxicos, entre los que se encuentran el Cd, Hg, Pb, Sb, Bi, Sn o Tl 
(García y Dorronsoro, 2005). La toxicidad de los metales pesados depende de la 
concentración, de la forma química y de la persistencia, es decir, del tiempo que tarda 
un metal tóxico en transformarse en una forma no tóxica. No obstante, la 
producción de ROS generada por efecto de los metales pesados depende de su 
actividad redox, así, el Cu y el Fe actúan principalmente mediante la reacción de 

Fenton/Haber-Weiss generando radicales OH

. Por su parte, el resto de metales 

pesados, tales como Pb, Cd, Hg, Ni, Zn, o el metaloide As, interaccionan 



 
 
 
 
 

I. Introducción 

18 

 

directamente con los grupos tiólicos de las proteínas. Este proceso desestabiliza los 
mecanismos de protección de las plantas e incrementa notablemente los niveles de 

ROS, así se ha indicado en diferentes plantas la producción de OH

, 

O2

- y H2O2, por 
estrés metálico provocado por Al, As, Cd o Mn (Shahid et al., 2014). Adicionalmente, 
el Pb puede inactivar enzimas por interacción con los grupos carboxilos (Gupta et 
al., 2010); el Cu posee también una gran afinidad por ligandos con azufre o 
nitrógeno, además de reducir el glutatión; el Cd puede inducir la deficiencia de 
nutrientes esenciales y disminuir la concentración de muchos macronutrientes 
(Siedleska, 1995); y el Hg, siendo el elemento metálico con mayor afinidad por los 
grupos tiólicos, actúa inhibiendo masivamente la actividad enzimática (Azevedo y 
Rodriguez, 2012). 

Una vez han entrado los metales en la célula, empiezan a funcionar los 
mecanismos de tolerancia frente a las ROS y también los que permiten soportar altas 
concentraciones de metal y facilitar el almacenamiento de los iones tóxicos en lugares 
no perjudiciales para las células. El incremento en la capacidad de eliminación de 
estas ROS se considera como síntoma de tolerancia, mientras que la ausencia de 
respuesta o una disminución respecto de los valores control se considera síntoma de 
sensibilidad (Hernández et al., 1995; 2000). Contra las ROS, los organismos han 
tenido que desarrollar distintos sistemas antioxidantes de defensa (Slater, 1984; 
Halliwell, 1999; Mittler, 2002; Shahid et al., 2014). 

 

2.2. Sistemas antioxidantes 

Se puede definir antioxidante como cualquier sustancia que, en bajas 
concentraciones comparadas con la del sustrato oxidable, disminuye 
significativamente o inhibe la oxidación de este sustrato (Halliwell et al., 1995). 

Las ROS producidas en las células por distintos procesos son eliminadas por 
diversos sistemas antioxidantes que se clasifican en enzimáticos y no enzimáticos, 
aunque, en muchos casos, ambos tipos de antioxidantes funcionan en forma 
coordinada (Foyer et al., 1994; Perl-Treves y Perl, 2002). 

 Antioxidantes no enzimáticos: en este grupo pueden distinguirse los antioxidantes 
hidrosolubles y los liposolubles. Entre los primeros (importantes en el 
citoplasma, estroma cloroplástico, etc.) destacan el ácido ascórbico y el 
glutatión (Foyer et al., 1994). Entre los antioxidantes liposolubles (presentes 
en membranas) se encuentran los carotenoides (carotenos y xantofilas) 

(Young, 1991) y el -tocoferol (Munné-Bosch y Alegre, 2002). 
 

 

 Antioxidantes enzimáticos: en este grupo (Figura 5) se encuentran diversas 

enzimas tales como la superóxido dismutasa (SOD), que elimina el anión 

O2

- 
generando H2O2 (Casano et al., 1997); o la catalasa (CAT) que, junto con la 
glutatión peroxidasa (GPX) y el denominado ciclo ascorbato-glutatión, se 
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encarga de la eliminación de la mayoría de H2O2 producido (Asada, 1997; 
Arora et al., 2002; Mittler, 2002; Tausz et al., 2004; Gill y Tuteja, 2010). 

 

 
 
 

 
 

 

 
 

Figura 5. Sistemas enzimáticos antioxidantes. El anión O2
- formado puede ser 

dismutado a H2O2 por la enzima superóxido dismutasa (SOD) (a). El H2O2 es 
eliminado por la catalasa (CAT) (b); en presencia de glutatión reducido (GSH) por la 
glutatión peroxidasa (GPX) (c); por el ciclo ascorbato-glutatión mediante la ascorbato 
peroxidasa (APX) (d). En los dos últimos casos, el GSH se genera vía glutatión 
reductasa (GR). 

 

Ciclo ascorbato-glutatión 

Los organismos sometidos a estrés oxidativo han desarrollado eficientes 
sistemas enzimáticos (Figura 5) para eliminar el exceso de H2O2, y así prevenir los 
daños oxidativos. Uno de ellos es el denominado ciclo ascorbato-glutatión o de 
Halliwell-Asada (Figura 5d). Este ciclo es considerado el principal sistema de defensa 
para la efectiva desactivación de las ROS en múltiples reacciones de óxido-reducción, 
protegiendo al organismo de los posibles daños oxidativos (Asada, 1997). En el ciclo 
participa la ascorbato peroxidasa (APX), la cual requiere de ascorbato para reducir el 
H2O2 a H2O en distintos orgánulos celulares, con la producción de 
monodehidroascorbato (MDHA). Éste puede ser reducido a ascorbato de nuevo por 
la monodehidroascorbato reductasa (MDHAR), que requiere NADH, o bien puede 
descomponerse espontáneamente a ascorbato y dehidroascorbato (DHA). A 
continuación, la dehidroascorbato reductasa (DHAR) regenera el ascorbato a partir 
de DHA utilizando glutatión reducido (GSH) como reductor. El ciclo se completa 
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con la reducción del glutatión oxidado (GSSG) a GSH mediante la actividad 
glutatión reductasa (GR) utilizando NAD(P)H. 

A continuación, se describen las enzimas del sistema antioxidante que han sido 
objeto de estudio en la presente Tesis: la catalasa, la ascorbato peroxidasa y la 
glutatión reductasa (subrayadas en la Figura 5). 

 

2.2.1. Catalasa  

La catalasa (CAT; EC 1.11.1.6) es una hemoproteína tetramérica (con pesos 
moleculares de, aproximadamente, 220 kDa) encargada de detoxificar el H2O2 sin 
necesidad de ningún cofactor como fuente de electrones. Esta ventaja energética 
frente a otras peroxidasas es contrarrestada por la baja afinidad de la enzima por el 
H2O2 (Arora et al., 2002). Algunas catalasas son capaces de realizar también la 
degradación peroxidativa del H2O2, precisando para ello de un agente reductor, 
normalmente un donador orgánico de electrones o, a veces, un ion haluro.  

 

(catalítica)  2 H2O2  2 H2O + 1/2 O2 
 

(peroxidativa) H2O2 + RH2  2 H2O + R 
 

Adicionalmente, se han identificado pseudocatalasas sin grupo hemo (MnCAT), 
denominadas así porque son resistentes a los inhibidores comunes para las catalasas, 
tales como la azida y el cianuro (Mataix-Verdú et al., 2001). 

Evidencias cinéticas y espectrofotométricas sugieren que la reacción catalizada 
por la catalasa se produce en dos etapas a altas concentraciones de H2O2. Así, en 
primer lugar, el hierro hemínico interactúa con H2O2 para formar un intermediario 
peróxido del tipo CAT-Fe-OOH que, a su vez, interacciona con una segunda 
molécula de H2O2 produciendo agua y oxígeno (Mallick y Mohn, 2000). 

Al ser la CAT activa solo a altas concentraciones de H2O2, en plantas se localiza 
principalmente en los peroxisomas y glioxisomas, donde existen distintas isoformas 
de la enzima (Kuk et al., 2003; Singh et al., 2010). Es especialmente abundante en los 
peroxisomas, donde tiene lugar parte de la fotorrespiración, que acumula H2O2 
durante la conversión de glicolato a glioxilato (Feierabend, 2005; Engel et al., 2006; 
Vuleta et al., 2010). De esta forma, la CAT evita que el H2O2 difunda hacia el 
citoplasma y pueda reaccionar con otras biomoléculas. Se han encontrado también 
isoformas en el citosol y en las mitocondrias, pero su presencia no ha podido ser 
constatada en los cloroplastos (Perl-Treves y Perl, 2002). En microalgas, los datos 
son mucho más escasos, habiéndose detectado en Chlamydomonas reinhardtii dos 
isoformas de localización mitocondrial (Kato et al., 1997).  
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Respecto al estrés abiótico en algas, se ha indicado el aumento de los niveles de 
actividad de la CAT por efecto de la temperatura, la exposición a cobre, la luz 
ultravioleta (Mataix-Verdú et al., 2001) y el estrés salino (Vega et al., 2006). 

 

2.2.2. Ascorbato peroxidasa 

La ascorbato peroxidasa (APX; EC 1.11.1.11) es una hemoproteína que está 
codificada por múltiples familias génicas, dando lugar a diferentes isoformas, las 
cuales se clasifican en función de su localización celular. Se han encontrado 
isoformas solubles en el citosol y la mitocondria, y asociadas a membranas en 
peroxisomas, glioxisomas y en tilacoides de cloroplastos (Arora et al., 2002; Shigeoka 
et al., 2002). Dichas isoformas poseen diferencias moleculares y cinéticas, así, se ha 
descrito que las isoformas membranales y las cloroplásticas poseen un mayor peso 
molecular respecto a la citosólica debido a que poseen en el extremo N-terminal  un 
péptido señal (tránsito) y/o una extensión C-terminal de una región de inserción en 
la membrana (Chen y Asada, 1989). 

La APX posee una alta afinidad por el ascorbato, que lo utiliza como donador 
de electrones para reducir el H2O2 hasta H2O y O2, con la generación concomitante 
de monodehidroascorbato (MDHA), participando directamente en el ciclo del 
ascorbato-glutatión (Shigeoka et al., 2002), tal y como se ha indicado anteriormente 
(Figura 5).  

Una de las propiedades más características de la APX es su inestabilidad en 
ausencia de ascorbato. En condiciones donde la concentración de ascorbato es 

inferior a 20 M, la actividad APX se pierde rápidamente. Los tiempos de 
inactivación media de la APX cloroplástica y mitocondrial son menores de 30 
segundos, mientras que los de la citosólica y la membranal son alrededor de 1 hora o 
más, lo que dificulta su estudio y purificación (Chen y Asada, 1989; De Leonardis et 
al., 2000). 

Las APX de cianobacterias y algas eucarióticas, aunque poseen similitudes 
antigénicas con las enzimas de plantas, presentan aspectos diferentes en cuanto a la 
afinidad por los sustratos, isoformas, estabilidad y localización. Así, Euglena gracilis 
posee una sola isoforma citosólica de APX (Shigeoka et al., 1980a), mientras que en 
Chlamydomonas reinhartii y Chlorella vulgaris se han identificado también una isoforma, 
pero de localización cloroplástica (Mallick y Mohn, 2000). En cuanto al estrés 
abiótico, los datos en microalgas son más escasos, así, la presencia de Cu en el medio 
de cultivo inactiva la enzima de Anabaena doliolum (Mallick  y Rai, 1999), mientras que 
la luz UV-B no afecta a los niveles de actividad de la APX de Chlorella (Malanga et al., 
1997). 
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2.2.3. Glutatión reductasa 

La glutatión reductasa (GR; EC 1.6.4.2) es un miembro de las flavoenzimas de 
las piridín nucleótido disulfuro oxidoreductasa que, estructuralmente, contiene dos 
subunidades, cada una con un flavín adenín dinucleótido (FAD) como grupo 
prostético. La enzima es dependiente de NADPH, que reduce el FAD, el cual cede 
sus electrones a un puente disulfuro entre dos cisteínas (Cys58 y Cys63) de la 
proteína. Los dos grupos tiólicos reducidos interaccionan entonces con el glutatión 
oxidado (GSSG) y lo reducen a dos moléculas de GSH, volviéndose a formar el 
puente disulfuro entre las cisteínas de la proteína (Becker et al., 1995). 

La GR actúa como un potente sistema antioxidante y, debido a esto, ha sido 
purificada de un gran número de animales, plantas y fuentes microbianas, y estudiada 
desde 1935 (Becker et al., 1995). Se ha detectado y purificado en una gran variedad 
de tejidos vegetales como acículas de pino (Wingsle, 1989), plántulas y raíces de 
guisante (Madamanchi et al., 1992). En plantas, se han identificado dos genes que 
codifican para la GR. El gen GR1 codifica para las GR localizadas en el citosol y en 
el peroxisoma, mientras que el gen GR2 codifica para las que poseen localización 
cloroplástica y mitocondrial (Díaz-Vivancos et al., 2015). En algas se ha llegado a 
identificar una o dos isoformas de la GR dependiendo del organismo estudiado, así, 
en Phaeodactylum tricornutum (Arias et al., 2010) se ha identificado solo una isoforma; 
no obstante, en Chlamydomonas reinhardtii (Serrano y Llobell, 1993) y Euglena gracilis z 
(Shigeoka et al., 1987) se han identificado dos.  

La enzima juega un papel crucial en el mantenimiento de una elevada relación 
intracelular de glutatión reducido/oxidado, [GSH]/[GSSG]. La presencia de altos 
niveles de GSH es importante para la maquinaria antioxidante de la célula. El 
glutatión es uno de los compuestos tiólicos más abundante en la célula, llegando a 
alcanzar concentraciones entre 1-10 mM, con una relación [GSH]/[GSSG] de 30:1 a 
100:1 (Couto et al., 2016). 

El glutatión reducido es un tripéptido  formado por glutamato, cisteína y glicina 

(-glutamil-cisteinil-glicina). La fuerte naturaleza nucleofílica de la cisteína hace que el 
glutatión sea un potente agente reductor, así, el GSH producido por la GR, actúa 
protegiendo los grupos tiólicos de enzimas (Figura 6) aportando electrones para la 
eliminación enzimática del H2O2 directa (vía glutatión peroxidasa) o indirectamente 
(ciclo ascorbato-glutatión), y como antioxidante, descomponiendo con el 1O2 y los 

radicales OH

. El GSH permite también mantener los niveles suficientes de 

ascorbato que se requiere en el ciclo de las xantofilas durante la conversión de 
violaxantina en zeaxantina y la consecuente disipación de exceso de luz (Mallick y 

Mohn, 2000; Arora et al., 2002); y del necesario para recuperar el -tocoferol, que 
actúa directamente en la degradación del 1O2 (Falk y Munné-Bosch, 2010). Otro 
papel destacado del glutatión reducido es su participación en la defensa frente al 
estrés metálico, sirviendo de sustrato para la síntesis de las fitoquelatinas (PC). Las 

PC son pequeños péptidos de estructura general (-Glu-Cys)n-Gly (con valores de n 
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entre 2 y 11) capaces de quelar los metales pesados y almacenarlos en las vacuolas 
(Rauser, 1995; Hirata et al., 2005). Así, se ha indicado cómo la presencia de Cd en el 
medio induce la síntesis de PC en varias estirpes de microalgas, incluyendo 
Chlamydomonas reinhardtii (Howe y Merchant, 1992) y Chlorella fusca (Kaplan et al., 
1995).  

 

 
 

Figura 6. Papel del ciclo del glutatión en la defensa frente al estrés abiótico en 
organismos fotosintéticos. GSH: glutatión reducido; GSSG: glutatión oxidado. 
APX: ascorbato peroxidasa; GPX: glutatión peroxidasa. Las flechas negras indican la 
descomposición de las ROS por distintas vías. 

 

Las implicaciones del glutatión reducido en el mantenimiento y control de los 
diferentes mecanismos frente a estrés oxidativo y metálico, ponen de manifiesto, a su 
vez, la importancia de L-glutamato y L-cisteína y, por lo tanto, del metabolismo del 
nitrógeno y azufre en la defensa celular.  

 
3. Metabolismo del nitrógeno inorgánico 

El nitrógeno es un elemento básico para la vida y limitante para el desarrollo de 
las plantas y del resto de organismos fotosintéticos. Dada su importancia, cualquier 
situación de estrés que pueda bloquear su asimilación fotosintética y posterior 
utilización, traería como consecuencia efectos negativos para el desarrollo y la 



 
 
 
 
 

I. Introducción 

24 

 

supervivencia de plantas y microalgas. De ahí, que en la presente Tesis se haya 
realizado también el estudio de algunas de las enzimas implicadas en el metabolismo 
del nitrógeno frente al estrés metálico. 

El nitrógeno presente en la biosfera se encuentra en varias formas con distinto 
estado de oxidación, siendo las más comunes el nitrato (NO3

-), el amonio (NH4
+), el 

nitrógeno como gas libre (N2) y en formas orgánicas como aminoácidos y proteínas. 
Las interconversiones de las distintas especies de nitrógeno conforman el ciclo 
biogeoquímico del nitrógeno (Figura 7), en el que participan organismos procariotas, 
eucariotas y bacterias (Richardson y Watmough, 1999). 

 

 
 

Figura 7. Ciclo biológico del nitrógeno. La nitrificación es una conversión oxidativa 
del NH4

+ a NO3
-; y la desnitrificación es un proceso respiratorio en el que el NO3

- es 
sucesivamente reducido a NO2

-, óxidos de nitrógeno (NO y N2O) y N2 (Richardson, 
2001). 

 

3.1. Asimilación fotosintética de nitrógeno 

De todos los procesos presentes en el ciclo del nitrógeno, la asimilación de 
nitrato es el proceso cuantitativamente más importante en la adquisición de 
nitrógeno en la biosfera. Se ha estimado que más de 104 megatoneladas de nitrógeno 
son asimiladas al año por este proceso (Guerrero et al., 1981). Las plantas y algas 
eucarióticas utilizan preferentemente el nitrato del suelo o el disuelto en agua como 
principal fuente de nitrógeno. La actividad fotosintética en cloroplastos suministra la 
energía metabólica y el poder reductor necesarios para la asimilación de CO2, nitrato 
y sulfato, que ocurren por rutas metabólicas independientes, conectadas en la 
biosíntesis de L-cisteína (Mosulén et al., 2003). 
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En microalgas, la asimilación fotosintética de nitrógeno presente en el nitrato, 

hasta formar parte del grupo -amino del L-glutamato, se produce a través de una 
ruta metabólica (Figura 8), que implica: 

a) el transporte de nitrato al interior celular, proceso que ocurre por mediación de 
distintos transportadores de alta y baja afinidad (Fernández y Galván, 2008); 

 

b) la reducción citosólica de nitrato a nitrito, catalizada por el complejo enzimático 
NADH-nitrato reductasa (NR; EC 1.6.6.1) (Florencio y Vega, 1983); 

 

c) el transporte del nitrito producido al interior del cloroplasto, proceso mediado 
por un transportador específico (Fernández y Galván, 2008); 

 

d) la reducción, en el cloroplasto, de nitrito hasta amonio, por la acción catalítica de 
la ferredoxina-nitrito reductasa (NiR; EC 1.7.7.1) (Vega et al., 1980); 

 

e) y la incorporación del NH4
+ producido al esqueleto carbonado del 2-oxoglutarato 

para sintetizar L-glutamato, que ocurre a través del ciclo glutamina sintetasa (GS; 
EC 6.3.2.1)-glutamato sintasa (Fd-GOGAT; EC 1.4.7.1 y NADH-GOGAT; EC 
1.4.1.14), abreviado como ciclo GS-GOGAT (Vega et al., 1991). En este proceso 
se generan dos moléculas de glutamato, una de las cuales continúa en el ciclo y la 
otra se utiliza para la síntesis del resto de compuestos nitrogenados (Hirel et al., 
1984; Monza y Márquez, 2004). 

 

 

Figura 8. Ruta de asimilación de nitrato en microalgas. 

 

Adicionalmente, la enzima NADH-glutamato deshidrogenasa (GDH; EC 
1.4.1.2), que habitualmente actúa en la desaminación de L-glutamato para producir 
amonio, puede también estar implicada en la biosíntesis de cantidades adicionales de 
L-glutamato bajo circunstancias metabólicas específicas. Así, diversos estudios 
parecen indicar que la vía GDH es operativa cuando la concentración intracelular de 
amonio es elevada, mientras que el ciclo GS-GOGAT se desarrolla si la 
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concentración intracelular de amonio es baja (Hochman et al., 1988; Lea y Miflin, 
2003; Krapp, 2015) 

A continuación, se describen más detalladamente las enzimas del metabolismo 
del nitrógeno que han sido objeto de estudio en la presente Tesis: la nitrito reductasa, 
la glutamina sintetasa y la glutamato deshidrogenasa. 

 

3.1.1. Nitrito reductasa 

La reducción de nitrito hasta amonio en organismos fotosintéticos tiene lugar en 
el cloroplasto y está catalizada por la enzima ferredoxina-nitrito reductasa (Fd-NiR; 
EC 1.7.7.1), proceso que requiere la transferencia de seis electrones aportados por la 
ferredoxina reducida fotosintéticamente (Guerrero et al., 1981).  

La Fd-NiR se ha purificado hasta homogeneidad electroforética en una gran 
variedad de plantas (Vega et al., 1980; Wray y Fido, 1990) y algas como Chlorella 
(Zumft, 1972), Chlamydomonas reinhardtii (Romero et al., 1987) o Monoraphidium braunii 
(Vigara et al., 2002). Todas las formas monoméricas de NiR de plantas y algas tienen 
un peso molecular comprendido entre 60-64 kDa y contienen un sirohemo y una 
agrupación sulfoférrica [4Fe-4S] como grupos prostéticos que participan en la 
transferencia de electrones (Figura 9) desde la ferredoxina reducida hasta el nitrito, 
habiéndose detectado residuos de cisteína (Cys) encargados de la unión de ambos 
grupos, Fe-S y sirohemo. (Vega y Kamin, 1977; Fernández et al., 1998).  

 

 
 

Figura 9. Características estructurales de la nitrito reductasa de eucariotas. Se 
representa el flujo de electrones suministrados por la ferredoxina reducida (Fdred), 
generada como consecuencia del transporte electrónico fotosintético y la reacción 
que cataliza (Márquez et al., 2004).  

 

También se han caracterizado nitritos reductasas asimilatorias heterodiméricas 
con una subunidad de 61-64 kDa, y otra de 24-35 kDa (Sengupta et al., 1996). 
Además de la Fd-NiR, se han descrito dos enzimas más con actividad nitrito 
reductasa: la NAD(P)H-nitrito reductasa (NAD(P)H-NiR; EC 1.6.6.4), presente en 
organismos tales como Escherichia coli, Neurospora crassa y Aspergillus nidulans; y las 
sulfito reductasas asimiladoras y disimiladoras, presentes en diversas especies de 
plantas como espinaca, guisante, trigo, maíz y cebada (Von-Arb, 1990; Duncanson et 
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al., 1993), que posiblemente reducen el nitrito fortuitamente debido a una actividad 
residual del grupo sirohemo de la enzima (Kleinhofs y Warner, 1990). 

El efecto del estrés metálico sobre el metabolismo del nitrógeno se ha estudiado 
en varias especies de plantas. Así, se ha indicado como en tomate, judía y maíz, la 
presencia de Cd no solo genera estrés oxidativo, sino que también disminuye los 
niveles de actividad de la nitrato reductasa y de la nitrito reductasa (Chugh et al., 
1992; Boussama et al., 1999; Chaffei  et al., 2004; Mohammad, 2013), mientras que 
en guisante, la presencia del metal produce un mayor efecto inhibidor sobre la nitrato 
reductasa que sobre la nitrito reductasa (Gouia et al., 2000). 

 

 3.1.2. Glutamina sintetasa 

La glutamina sintetasa (GS; EC 6.3.1.2) tiene un papel clave en el metabolismo 
del nitrógeno. Esta enzima cataliza la incorporación del amonio en la molécula del 
glutamato para dar glutamina, independientemente de que sea producido por el 
propio metabolismo celular o por el transporte directo desde el exterior (Monza y 
Márquez, 2004). 

La producción de glutamina por parte de la GS, en presencia de metales 
divalentes (Mg2+ o Mn2+), se denomina reacción biosintética: 
 

 
Glu + NH

4

+  + ATP 
Mg2+  o Mn2+

¾ ®¾¾¾¾  Gln + ADP + P
i  

 

Además de su reacción fisiológica, la GS también cataliza la reacción sintética, en 
la cual se sustituye el amonio por hidroxilamina en presencia de glutamato, ATP y 

metales divalentes (Mg2+ o Mn2+), para dar lugar a -glutamilhidroxamato (-GHA) 
(Elliot, 1955):  

 

 
Glu + NH

3
OH+  + ATP 

Mg2+  o Mn2+

¾ ®¾¾¾¾  g -GHA + ADP + P
i  

 

La enzima también puede sintetizar -glutamilhidroxamato sin necesidad de la 
hidrólisis de ATP, en presencia de ADP y arseniato, y utilizando glutamina e 
hidroxilamina, dando lugar a la denominada reacción transferasa (Shapiro y 
Stadtman, 1970): 

 

  
Gln + NH

3
OH+  

Mg2+  o Mn2+

ADP, Asi

¾ ®¾¾¾¾  g -GHA + NH
4

+

 
 

Se han descrito tres tipos de GS en base al número de subunidades y de la masa 
molecular. La GSI es una enzima compuesta por doce subunidades idénticas de peso 
molecular entre 44-60 kDa, cada una organizada en dos anillos superpuestos de seis 
subunidades que se encuentra solamente en bacterias, cuyo peso molecular es de 600 
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kDa (Yamashita et al., 1989). La GSII es la enzima típica de los eucariotas. Su 
estructura cuaternaria está compuesta por ocho subunidades con una masa molecular 
de, aproximadamente, 350 kDa (Forde y Cullimore, 1989). Tanto en plantas como en 
Chlamydomonas existen dos isoformas que difieren en su localización intracelular, la 
GS1 citosólica y la GS2 cloroplástica (Lam et al., 1996; Monza y Márquez, 2004). Las 
subunidades de la GS cloroplástica tienen una masa molecular alrededor de 43-45 
kDa, ligeramente superior que las citosólicas (37-40 kDa). Además, ambas isoformas 
suelen ser fácilmente distinguibles debido a que la isoforma cloroplástica es más 
termoestable que la citosólica (McNally et al., 1983), tiene un valor óptimo de pH 
ligeramente superior y suele mostrar cooperatividad negativa para el sustrato L-
glutamato (Ahmad et al., 1982). Por último, la GSIII es una enzima encontrada en 
algunas clases de bacterias compuesta de seis subunidades con un peso molecular de, 
aproximadamente, 500 kDa. 

La asimilación de amonio, vía ciclo GS-GOGAT, también se ve afectada por el 
estrés metálico. Así, se ha descrito en hojas de maíz como la exposición a cantidades 
crecientes de Cd, durante 12 días, dio lugar a un decrecimiento importante de los 
niveles de actividad de la GS y de la GOGAT, tanto dependiente de NADH como 
de ferredoxina (Boussama et al., 1999); por el contrario, en guisantes, fue mayor el 
efecto observado sobre la actividad GOGAT que sobre la GS (Gouia et al., 2000). 

 

3.1.3. Glutamato deshidrogenasa 

La glutamato deshidrogenasa (GDH) es una enzima que cataliza la reacción 
entre el 2-oxoglutarato y el amonio para formar glutamato, utilizando como 
cofactores los piridín nucleótidos (NAD+ o NADP+). La enzima es reversible, así, en 
el proceso anabólico o de aminación reductiva, actuaría como ruta alternativa para la 
asimilación de amonio, mientras que en el proceso catabólico actuaría desaminando 
el glutamato (Figura 10). 

 

 

Figura 10. Reacción catalizada por la enzima glutamato deshidrogenasa. 

 

La GDH proporciona una ruta para la incorporación de nitrógeno en 
compuestos orgánicos, siendo fundamental en la síntesis de todos los aminoácidos 

pues, en muchas especies, es la ruta principal de formación de grupos -amino 
directamente a partir de amonio, y supone, además, una conexión entre el 
metabolismo de los carbohidratos y el de los aminoácidos (Smith et al., 1975). 
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Actualmente, existen distintos puntos de vista opuestos sobre la función de la GDH. 
Así, se ha sugerido que la enzima cataliza la aminación reductiva de 2-oxoglutarato y 
funciona como una alternativa para el ciclo de la GS-GOGAT (Yamaya et al., 1984; 
Oaks, 1994). Otra alternativa indica que la enzima cataliza la desaminación oxidativa 
del glutamato para proveer esqueletos carbonados al ciclo del ácido cítrico, 
particularmente bajo condiciones de limitación de carbono (Robinson et al., 1992). 
Finalmente, también se ha sugerido que la GDH podría jugar un papel en la 
reasimilación del amonio bajo condiciones de estrés (Domínguez et al., 2003). En un 
medio rico en amonio como fuente de nitrógeno, se ha propuesto que la asimilación 
del amonio se realiza por la vía GDH, a pesar de la baja afinidad de la enzima por el 
amonio (esta enzima posee una elevada Km de, aproximadamente, 1 mM) (Brown, 
1980). Sin embargo, cuando el suministro de amonio es limitado, la asimilación por la 
vía GS-GOGAT es más eficiente, ya que la GS posee una Km mucho más baja para 
el amonio que la GDH (Harder y Dijkhuizen, 1983). 

En plantas se han descrito GDH de localización cloroplástica y mitocondrial 
(Hudson y Daniel, 1993). La enzima está codificada por dos genes nucleares distintos 
que dan lugar a polipéptidos de entre  41-45 kDa. El gen GDH1 codifica para la 

denominada subunidad  y el gen GDH2, para la subunidad . Estas dos 
subunidades pueden ser ensambladas en diferente proporción, dando lugar a homo- 
o heterohexámeros. Recientemente se ha identificado en Arabidopsis un tercer 

polipéptido () codificado por un gen diferente (Fontaine et al., 2013). En microalgas, 
la enzima de Chlamydomonas reinhardtii es hexamérica, habiéndose identificado hasta 
tres isoenzimas (Moyano et al., 1992); en Chlorella sorokiniana se han identificado dos 
isoformas cloroplásticas hexaméricas y una tetramérica mitocondrial (Meredith et al., 
1978). Basándose en la especificidad de la coenzima, se conocen tres tipos diferentes 
de GDH: las NAD-específicas (NAD-GDH; EC 1.4.1.2); las NADP-específicas 
(NADP-GDH; EC 1.4.1.4); y las no específicas, es decir, funcionan con ambas 
coenzimas (NAD(P)-GDH; EC 1.4.1.3). Al parecer, la NADP-GDH podría tener un 
papel en la asimilación de amonio, especialmente en hongos y levaduras, como 
también en algunas procariotas (Smith et al., 1975; Stewart et al., 1980), mientras que 
para la NAD-GDH se ha propuesto un papel catabólico en eucariotas.  

Entre los factores que regulan la actividad de la GDH, quizás el más importante 
y estudiado sea el amonio (Peeters y Vanlaere, 1992). El amonio provoca un aumento 
de la actividad aminante de la GDH, mientras que la actividad desaminante 
disminuye bruscamente. Por otro lado, azúcares como la sacarosa, glucosa o la 
fructosa pueden afectar de manera negativa a la actividad de la GDH, como han 
comprobado distintos autores (Lawlor, 2002; Weber y Flugge, 2002). La actividad 
GDH también se ve afectada por las condiciones de estrés abiótico, así, la presencia 
de metales pesados incrementa los niveles de actividad de la GDH de tomate, junto 
con la actividad NADH-GOGAT (Chaffei et al., 2004); y en maíz se ha observado 
como la actividad aminante de la GDH se incrementa notablemente por la presencia 

de Cd, apreciándose también un incremento en los niveles de -glutamilcisteína y 
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glutatión (Boussama et al., 1999). Por su parte, la GDH en Chlamydomonas reinhardtii 
incrementa su nivel de actividad en células expuestas a Cd, efecto que también se 
observa en las isocitrato deshidrogensas (NAD+ y NADP+ dependientes), que 
aportan el esqueleto de 2-oxoglutarato, junto con las enzimas del complejo cisteína 
sintasa (Domínguez et al., 2003). 

 
4. Objetivos de la Tesis 

Coccomyxa onubensis es una microalga extremófila que habita en el río Tinto, cuyas 
aguas tienen un pH muy ácido, además de poseer un alto contenidos en metales 
pesados. Debido a las condiciones de hábitat excepcionales en las que se encuentra la 
microalga, la presente Tesis se ha centrado en profundizar en el estudio de cómo 
responde la microalga a estas condiciones de estrés, en base a la presencia de cobre, 
cadmio, mercurio o arsénico en el medio de cultivo, a pH ácido. Para ello, se tomará 
como referencia dos procesos esenciales, uno bajo el punto de vista nutricional, 
como es el caso del metabolismo del nitrógeno; y otro como mecanismo de defensa 
frente al estrés abiótico, como es el caso del sistema antioxidante. Además, teniendo 
en cuenta que a nivel enzimático no existen datos previos en esta microalga, se  
pretende caracterizar parcialmente algunas de las enzimas que interviene en estos 
procesos. En este contexto, se han planteado los siguientes objetivos para la 
realización de esta Tesis Doctoral: 
 

1) Estudiar el comportamiento de las células de C. onubensis frente al consumo de 
diferentes fuentes nitrogenadas a distintos valores de pH, comprobar el efecto 
que producen dichas fuentes sobre el pH del medio, así como estudiar la 
actuación que provoca el estrés abiótico sobre el consumo de nitrato y 
amonio. 
 

2) Caracterizar cinéticamente tres enzimas del metabolismo del nitrógeno de la 
microalga C. onubensis, como son la nitrito reductasa, la glutamina sintetasa y la 
glutamato deshidrogenasa, y estudiar el efecto que provoca el estrés abiótico 
sobre el nivel de actividad de dichas enzimas. 
 

3) Caracterizar cinéticamente tres enzimas del sistema antioxidante de la 
microalga C. onubensis, como son la catalasa, la ascorbato peroxidasa y la 
glutatión reductasa, y estudiar el efecto que provoca el estrés abiótico sobre su 
nivel de actividad. 
 

4) Estudiar cómo afecta al crecimiento celular de C. onubensis la exposición a 
diferentes metales y metaloides, y comprobar la capacidad bioacumuladora de 
la microalga. 
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1. Material biológico empleado y condiciones de cultivo 

El organismo utilizado en el presente trabajo ha sido la microalga Coccomyxa 
onubensis, antes denominada Coccomyxa acidophila, aislada del río Tinto (Figura 11) por 
el grupo de Investigación de Biotecnología de Algas (BITAL), del Departamento de 
Química “Profesor José Carlos Vílchez Martín”, de la Facultad de Ciencias 
Experimentales de la Universidad de Huelva. Se trata de una microalga extremófila 
que pertenece a la división de las Chlorophytas, orden Chlorococcales.  

 
 

 
 

Figura 11. Fotografía del río Tinto donde se observa su color rojo 
característico (A). Microalga Coccomyxa onubensis obtenida al microscopio 
óptico (60 aumentos) (B). 

 

 

 

La microalga C. onubensis fue cultivada en una cámara de cultivo climatizada a 
una temperatura de 25 ºC y condiciones fotoautotróficas, bajo iluminación continua 
con tubos fluorescentes de luz blanca (Philips 30 W/33) suministrada a una 

intensidad aproximada de 160 E·m-2·s-1 de PAR en la superficie de los cultivos. Los 
cultivos en medio líquido se realizaron en recipientes de 0,25, 0,5, 1, 2 o 5 litros de 
capacidad, según las necesidades de biomasa, por los que se hacía pasar una corriente 
de aire enriquecido con un 5% (v/v) de CO2, que servía como fuente de carbono, a 
través de una varilla de vidrio inmersa en el cultivo (Figura 12). 

Las células de la microalga C. onubensis crecieron en un medio de cultivo descrito 
por Silverman y Lundgren (1959). Este método ha sido modificado, obteniéndose la 
composición, que contenía por litro: K2HPO4, 0,50 g; K2SO4, 3,95 g; KNO3, 2,30 g; 
KCl, 0,10 g; MgCl2·6H2O, 0,40 g; CaCl2· 2H2O, 0,01 g; FeCl3, 0,030 g; Trazas Hutner, 
5 ml. El pH de dicho medio es básico, por lo que se corrige adicionando unas gotas 
de H2SO4 concentrado hasta un valor de 2,5. La fuente de nitrógeno estándar 
utilizada fue KNO3, aunque en las ocasiones también se utilizó amonio o nitrato 
amónico. 

A B 
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Figura 12. Instalación utilizada para el cultivo de microalgas localizada en el 
laboratorio de Bioquímica y Biología Molecular de la Universidad de Huelva. 
La foto corresponde a cultivos realizados en condiciones fotoautótrofas.  

 

Las Trazas Hutner, indicadas anteriormente en la composición del medio, se 
prepararon, en un volumen de 1 L, según el siguiente procedimiento: 

1) Disolución A: disolver 10 g de EDTA (ácido libre) en 250 ml de agua 
destilada. Se facilita la disolución basificando el agua con KOH concentrado. 

 

2) Disolución B: disolver en 550 ml de agua destilada, por orden y calentando a 
100 ºC, los siguientes compuestos: 

 2,28 g de H3BO3 

 4,40 g de ZnSO4· 7H2O 

 1,02 g de MnCl2· 4 H2O 

 1,00 g de FeSO4· 7 H2O 

 0,32 g de CoCl2· 6 H2O 

 0,32 g de CuSO4· 5 H2O 

 0,22 g de Mo7O24(NH4)6· 4 H2O 
 

3) Mezclar ambas disoluciones, obteniéndose una nueva de un color verde-
azulado. 

 

4) Calentar hasta los 100 ºC para, a continuación, dejar enfriar hasta una 
temperatura comprendida entre 80-90 ºC. 

 

5) Ajustar en este momento el pH a 6,8 con una disolución de KOH al 20% 
(p/v), manteniendo siempre la temperatura superior a los 70 ºC. 
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6) Por último, enrasar hasta un volumen total de 1 L con agua destilada y 
guardar en oscuridad durante 2 días, tras los cuales se podrá proceder a su 
uso. 

 

Puntualmente, y cuando se indica, se utilizó la microalga Chlamydomonas 
reinhardtii. En este caso, para crecer la microalga se utilizó el medio de cultivo descrito 
por Sueoka et al. (1967), que conteína por litro: 0,72 g de KH2PO4; 1,89 g de 
K2HPO4·3H2O; 1 g de KNO3; 1 ml de MgSO4·7H2O (61 mg·ml-1); 1 ml de 
CaCl2·2H2O (20 mg·ml-1); y 5 ml de Trazas Hutner. Los cultivos de C. reinhardtii se 
mantuvieron en las mismas condiciones de crecimiento descritas para C. onubensis, a 
excepción del pH del medio, que no se ajustó a pH 2,5. 

 
2. Consumo de diferentes fuentes nitrogenadas por Coccomyxa 
onubensis 

Para realizar los estudios de consumo de la fuente nitrogenada, las células de la 
microalga C. onubensis, crecidas en condiciones estándar con KNO3 22,75 mM como 
fuente de nitrógeno, se recogieron por centrifugación a 4500 rpm durante 5 minutos, 
se lavaron tres veces en medio de cultivo sin fuente nitrogenada y se resuspendieron 

en el mismo hasta una concentración de clorofila de 30 g·ml-1, en un volumen total 
de 250 ml. Posteriormente, a tiempo cero, se incubaron según las condiciones 
requeridas en los distintos experimentos realizados. La fuente nitrogenada utilizada 
fue, según el caso: KNO3, NH4Cl o NH4NO3, a una concentración en el medio de 
cultivo de 0,25 mM. 

La velocidad de consumo se determinó en base a la velocidad con la que 
disminuían estos compuestos en los medios de cultivo en experimentación. Cada 
cierto período de tiempo, de entre 15 y 30 minutos, se tomaba una muestra del 
cultivo correspondiente, se eliminaban las células por centrifugación a 13400 rpm 
durante 5 minutos y, en el sobrenadante resultante, se determinaba el contenido de la 
fuente nitrogenada a estudiar, según se describe en los apartados 8.1, 8.5 y 8.6 de este 
Capítulo. En los tiempos inicial y final se determinó el contenido de clorofila según 
se describe en el apartado 8.2 de este Capítulo.  
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3. Preparación de extractos crudos 
 

3.1. Recolección de células 

Las microalgas se recogieron durante el final de la fase exponencial de 
crecimiento a efectos de conseguir suficiente masa para la extracción de proteínas, 
por centrifugación a 4500 rpm durante 5 minutos. Las células recogidas se utilizaron 
directamente, o bien se congelaron a -20 ºC hasta su uso. El rendimiento obtenido de 
C. onubensis fue de 3-4 g de peso húmedo de células (phc) por cada litro de cultivo 
centrifugado. 

 

3.2. Rotura celular y preparación de extractos crudos 

La ruptura celular es el primer paso en el aislamiento de una proteína. El método 
de rotura a elegir dependerá de las características mecánicas del tejido o células donde 
se va a aislar la proteína, así como de su localización. 

Los extractos crudos de los distintos organismos utilizados se prepararon a 4 ºC, 
utilizando alguno de los siguientes métodos de rotura celular: 

 

Vibración en un homogeneizador Bühler 

Este método fue el utilizado habitualmente en este trabajo para romper las 
células de C. onubensis. Para ello, las células recogidas tras la centrifugación se 
mezclaron con perlas de vidrio, de 0,3 mm de diámetro (3 ml·g-1 phc), en presencia 
de 1 ml·g-1 phc de tampón de extracción correspondiente. La mezcla resultante se 
sometió a vibración a alta velocidad en el Bühler durante 5 períodos de 1 minuto, 
siendo el tiempo de espera entre pulso y pulso de 30 segundos para evitar el 
sobrecalentamiento de las proteínas y su consecuente desnaturalización. 
Seguidamente, se filtró a través de cuatro capas de gasa de nylon. A continuación, se 
realizó una segunda filtración utilizando 2 ml·g-1 phc de tampón y filtrando de nuevo 
a través de la gasa utilizada anteriormente para separar definitivamente las perlas de 
vidrio. El homogenado resultante es una mezcla de proteínas solubles, restos de 
membranas y células rotas. Esta preparación se mantuvo en contacto con el tampón 
de extracción, en agitación suave, durante 10 minutos a 4 ºC, para conseguir la 
máxima extracción de proteínas. Por último, se centrifugó durante 30 minutos a 
13400 rpm para eliminar los restos celulares y separar el sobrenadante (conteniendo 
las proteínas solubles), que se utilizó como extracto crudo para las medidas de 
proteínas totales y actividad de las diferentes enzimas estudiadas, o bien se almacenó 
a -20°C hasta su uso. 
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Congelación-descongelación 

Se utilizó este tipo solo para la rotura celular para la microalga Chlamydomonas 
reinhardtii, debido a que la pared celular de dicha microalga no es tan resistente. Las 
células recogidas se sumergieron en nitrógeno líquido (-195,8 ºC) durante 90 
segundos y se incubaron a temperatura ambiente durante otros 90 segundos para, 
seguidamente, adicionar el tampón de extracción a la dilución de 3 ml de tampón·g-1 
phc. A continuación, se mantuvo en agitación suave, a 4 ºC, hasta la resuspensión 
celular. Por último, se centrifugó a 13400 rpm durante 30 minutos para eliminar los 
restos celulares y separar el sobrenadante, que se utilizó como extracto crudo para las 
medidas de proteínas totales y actividad de las diferentes enzimas estudiadas, o bien 
se almacenó a -20°C hasta su uso. 

 

Sonicación 

Utilizado en el caso de C. onubensis como método de rotura celular puntual para 
la realización de la purificación parcial de la enzima ascorbato peroxidasa. Las células 
se resuspendieron en 2 ml·g-1 phc del tampón de extracción y se sometieron a 150 W 
durante 10 períodos de 10 segundos, siendo el tiempo de espera entre pulso y pulso 
de 2 minutos. La suspensión resultante se mantuvo en contacto con el tampón de 
extracción, en agitación suave, durante 10 minutos a 4 ºC. Por último, se centrifugó a 
13400 rpm durante 30 minutos y el sobrenadante se utilizó como extracto crudo para 
las medidas de proteínas totales y la determinación de la actividad correpondiente, o 
bien se almacenó a -20°C hasta su uso. 

 
4. Determinación de actividades enzimáticas 

Las enzimas son proteínas dotadas de propiedades catalíticas que no modifican 
el balance energético ni el equilibrio de aquellas reacciones en las que intervienen. Su 
función se limita a ayudar a acelerar el proceso, en cambio, por ser proteínas, resultan 
termolábiles y sensibles a los cambios y variaciones del medio ambiente físico en que 
se hallen (Dixon y Webb, 1958). La velocidad del proceso catalizado se mide, según 
el Sistema Internacional de Unidades, en katales (kat), pero suele utilizarse también la 
unidad de actividad enzimática (U). Su equivalencia viene dada por: 

 

1 kat = 1 mol de sustrato convertido·s-1 = 6·107 U = 6·107 µmoles·min-1 

 

Otra unidad comúnmente utilizada es la actividad específica, que se refiere al 
número de unidades de enzima por miligramo de proteína (U·mg-1). La actividad 
específica da una idea de la pureza de la preparación enzimática y permite comparar 
los niveles de actividad de los distintos extractos crudos enzimáticos obtenidos. 
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A continuación, se describen los ensayos de actividad de las enzimas estudiadas 
en la presente Tesis.  

 

4.1. Ascorbato peroxidasa 

La ascorbato peroxidasa (APX) cataliza la descomposición del peróxido de 
hidrógeno, en presencia de ascorbato sódico, produciéndose el radical ascorbato 
monohidrato y agua, según la reacción: 

 

ascorbato + H2O2  MDHA + H2O 
 

La actividad enzimática se determinó en base a las condiciones descritas por 
Asada (1984) y modificadas por Amako et al. (1994). La mezcla de reacción contenía, 

en un volumen final de 1 ml: 50 mol de fosfato potásico, pH 7; 1 mol de EDTA 

(sal disódica); 10 mol de H2O2; 0,24 mol de ascorbato sódico; y una cantidad de 

extracto enzimático comprendido entre 10 y 50 l. La actividad se determinó 
espectrofotométricamente, siguiendo la cinética de desaparición de ascorbato a la 

absorbancia de 290 nm ( = 2,8 mM-1·cm-1), a 50 ºC. El inicio de la reacción se 
realizó por la adición de ascorbato. El blanco se realiza exactamente igual, pero sin la 
presencia de H2O2 en la mezcla de reacción. 

Todos los reactivos, excepto el extracto crudo, se adicionaron a la cubeta, la cual 
se introdujo en el espectrofotómetro hasta conseguir la estabilización de la 
absorbancia (8-10 segundos). Por último, se adicionó el extracto crudo para la 
obtención de la pendiente, tras la cual se obtuvo los valores de actividad.   

Una unidad (U) de actividad APX se define como la cantidad de enzima que 

cataliza la desaparición de 1 mol de H2O2 en un minuto.  

 

4.2. Catalasa 

La catalasa (CAT) cataliza la descomposición del peróxido de hidrógeno, dando 
lugar a oxígeno y agua, según la reacción: 

 

2 H2O2  2 H2O + O2 
 

La actividad enzimática se determinó en las condiciones modificadas descritas 
por Martins y English (2014). La mezcla de reacción contenía, en un volumen final 

de 0,525 ml: 10,5 mol de H2O2 (preparado en 0,5 ml de Tris-HCl 52,5 mM, pH 12); 

y una cantidad de extracto enzimático de 25 l. La actividad se determinó 
espectrofotométricamente, siguiendo la cinética de desaparición de H2O2 a la 

absorbancia de 240 nm ( = 43,6 M-1·cm-1), a 60 ºC. El inicio de la reacción se realizó 
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por la adición de H2O2. El blanco se realiza exactamente igual, pero sin la presencia 
de enzima en la mezcla de reacción. 

Una unidad (U) de actividad CAT se define como la cantidad de enzima que 

cataliza la desaparición de 1 mol de H2O2 en un minuto. 

 

4.3. Glutamato deshidrogenasa 
 

4.3.1. Glutamato deshidrogenasa aminante 

La actividad glutamato deshidrogenasa (GDH) aminante cataliza la reacción de 
aminación oxidativa del 2-oxoglutarato en L-glutamato, según la siguiente reacción: 
 

2-oxoglutarato + NH4
+ + NADH  Glu + NAD+ 

 

La actividad enzimática se determinó en base a las condiciones descritas por 
Moyano et al. (1995). La mezcla de reacción contenía, en un volumen final de 1 ml: 

50 mol de Tris-HCl, pH 9; una cantidad de extracto enzimático de 100 l; 10 mol 

de 2-oxoglutarato (sal disódica); 100 mol de NH4Cl; y 0,3 mol de NADH. La 
actividad se determinó espectrofotométricamente, siguiendo la cinética de 

desaparición de NADH a 340 nm ( = 6,3 mM-1·cm-1), a 60 ºC. El inicio de la 
reacción se realizó por la adición de NADH. El blanco se realiza exactamente igual, 
pero sin la presencia del 2-oxoglutarato en la mezcla de reacción. 

Una unidad (U) de actividad GDH se define como la cantidad de enzima que 

cataliza la desaparición de 1 mol de NADH en un minuto.      

 

4.3.2. Glutamato deshidrogenasa desaminante 

La actividad glutamato deshidrogenasa (GDH) desaminante cataliza la reacción 

de desaminación oxidativa del L-glutamato en -cetoglutarato, según la siguiente 
reacción: 

 

Glu + NAD+  2-oxoglutarato + NH4
+ + NADH 

 

La actividad enzimática se determinó en base a las condiciones modificadas 
descritas por Ruiz et al. (1998). La mezcla de reacción contenía, en un volumen final 

de 1 ml: 50 mol de Tris-HCl, pH 9,5; una cantidad de extracto enzimático 

comprendido entre 100 y 200 l; 50 mol de L-glutamato; y 2 mol de NAD+. La 
actividad se determinó espectrofotométricamente, siguiendo la cinética de aparición 

de NADH a 340 nm ( = 6,3 mM-1·cm-1), a 50 ºC. El inicio de la reacción se realizó 
por la adición de NAD+. El blanco se realiza exactamente igual, pero sin la presencia 
de glutamato en la mezcla de reacción. 
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Una unidad (U) de actividad GDH se define como la cantidad de enzima que 

cataliza la aparición de 1 mol de NADH en un minuto.  

 

4.4. Glutamina sintetasa 

Aunque la glutamina sintetasa (GS) cataliza la síntesis de L-glutamina a partir de 
L-glutamato y amonio en presencia de ATP (actividad biosintética), la enzima se 

ensayó en base a su actividad transferasa, catalizando la síntesis de -

glutamilhidroxamato (-GHA) a partir de glutamina e hidroxilamina (NH3OH+), y en 
presencia de ADP y arseniato (Asi), según la reacción: 

 

 
 

La actividad enzimática se determinó en base a las condiciones descritas por 
Shapiro y Stadtman (1970). La mezcla de reacción contenía, en 1 ml de volumen 
final: 0,6 ml de mezcla de ensayo (40 mM de L-glutamina; 4 mM de MnCl2·4H2O; 

0,5 mM de ADP; 66 mM de MOPS, pH 6); 60 mol de hidroxilamina; 60 mol de 

NaOH; una cantidad de extracto enzimático comprendido entre 50 y 100 l; 5 mol 

de DTE; y 50 mol de HAsO4
2-. Después de 10 minutos a 40 ºC, la reacción se paró 

por adición de 1 ml del reactivo ácido de Fe(III). Tras 5 minutos de incubación a 

temperatura ambiente, se determinó el -GHA formado midiendo la absorbancia a 

500 nm ( = 1,1 mM-1·cm-1), según se describe en el apartado 8.3 de este Capítulo. El 
blanco se realiza exactamente igual, pero sin la presencia del extracto enzimático en la 
mezcla de reacción. 

Una unidad (U) de actividad GS se define como la cantidad de enzima que 

cataliza la formación de 1 mol de -glutamilhidroxamato en un minuto. 

 

4.5. Glutatión reductasa 

La actividad glutatión reductasa (GR) cataliza la reducción del glutatión oxidado 
(GSSG) con la respectiva oxidación del NADPH a NADP+, según la reacción: 

 

GSSG + NADPH + H+  2 GSH + NADP+ 
 

La actividad enzimática se determinó en las condiciones descritas por Lamotte et 

al. (2000). La mezcla de reacción contenía, en un volumen final de 1 ml: 25 mol de 

Tris-HCl, pH 7,5; 0,5 mol de EDTA (sal disódica); 0,25 mol de NADPH; 1 mol 

de GSSG; y una cantidad de extracto enzimático comprendido entre 100 y 200 l. La 
actividad se determinó espectrofotométricamente, siguiendo la cinética de 

desaparición de NADPH a 340 nm ( = 6,3 mM-1·cm-1), a 60 ºC. El blanco se realiza 

 
Gln + NH

3
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i
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exactamente igual, pero sin la presencia de glutatión oxidado en la mezcla de 
reacción. 

Todos los reactivos, excepto el extracto crudo, se adicionaron a la cubeta, la cual 
se introdujo en el espectrofotómetro hasta conseguir la estabilización de la 
absorbancia (8-10 segundos). Por último, se adicionó el extracto crudo para la 
obtención de la pendiente, tras la cual se obtuvo los valores de actividad.   

Una unidad (U) de actividad GR se define como la cantidad de enzima que 

cataliza la desaparición de 1 mol de NADPH en un minuto. 

 

4.6. Nitrito reductasa 

La actividad nitrito reductasa (NiR) cataliza la transferencia de 6 electrones al 
nitrito para producir amonio, según la siguiente reacción: 

 

NO2
- + 6 e- + 8 H+  NH4

+ + 2 H2O 
 

La actividad enzimática se determinó en las condiciones descritas por Romero et 
al. (1987), excepto que se incrementó la concentración inicial de NaNO2 a 3 mM. La 
actividad se ensayó rutinariamente con metil viológeno reducido químicamente con 
ditionito, no obstante, y en las condiciones que se indican, también se ensayó la 
actividad utilizando como docador de electrones la ferredoxina reducida. 

En todos los ensayos que se describen, una unidad (U) de actividad NiR se 

define como la cantidad de enzima que cataliza la reducción de 1 mol de nitrito 
hasta amonio en un minuto. 
 

Actividad NiR dependiente de metil viológeno 

Dicha actividad se midió colorimétricamente determinando el nitrito (como se 
describe en el apartado 8.6 de este Capítulo) presente en el medio de reacción. La 

mezcla de reacción contenía, en un volumen final de 1 ml: 50 mol de Tris-HCl, pH 

7,5; 3 mol de NaNO2; 10 mol de metil viológeno; y un volumen de extracto 

enzimático comprendido entre 100 y 500 l. La reacción se inició al adicionar 10 mg 
de ditionito sódico 100 mg·ml-1 recientemente disuelto en 0,1 ml de bicarbonato 
sódico 300 mM. La mezcla de reacción se incubó a 45 ºC y, tras 10 minutos, se paró 
por agitación vigorosa hasta la oxidación completa del ditionito. El blanco se realiza 
exactamente igual, pero sin la presencia del extracto enzimático en la mezcla de 
reacción. 
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Actividad NiR dependiente de ferredoxina 

Esta actividad se determinó de forma análoga a la MV-NiR, pero adicionando, 

en lugar de metil viológeno, 225 l de ferredoxina de Spinacia oleracea (1 mg·ml-1) 

(comercial, SIGMA-ALDRICH). La reacción se inició al adicionar 10 mg de ditionito 
sódico 100 mg·ml-1 recientemente disuelto en 0,1 ml de bicarbonato sódico 300 mM. 
El blanco se realiza exactamente igual, pero sin la presencia del extracto enzimático 
en la mezcla de reacción. 

 
5. Determinación de parámetros cinéticos  
 

5.1. Constante de Michaelis-Menten 

La constante de Michaelis-Menten (Km) corresponde a la concentración de 
sustrato con la cual la velocidad de reacción enzimática alcanza un valor igual a la 
mitad de la velocidad máxima (Vmáx), siendo la Vmáx la correspondiente al valor 
máximo al que tiende la curva experimental. En base a esta teoría, la cinética 
enzimática estudia la velocidad de las reacciones catalizadas por enzimas, según la 
ecuación: 
 

 

 

Para los estudios de determinación de la Km de las diferentes enzimas, se 
procedió manteniendo constante, en cada caso, la concentración del resto de 
reactivos y la cantidad de extracto enzimático, y variando solo la concentración del 
sustrato estudiado. 

Para cinéticas no Michaelianas, fue necesario utilizar la aproximación de la 
ecuación de Archibal Hill en lugar de la de Michaelis-Menten, según la ecuación: 

 

 

u =
Vmáx· Séë ùû

n

K n  + Séë ùû
n

 

 

La ecuación, empleada en los procesos alostéricos, incorpora el término “n” 
(número de sitios de unión al sustrato por molécula de enzima), denominado índice 
de Hill, siendo K, o también S0,5, la concentración de sustrato para la cual la 
velocidad es la mitad de la velocidad máxima. En los supuestos de que “n” sea igual a 
1, la ecuación se iguala a la de Michaelis-Menten, en cambio, si “n” es mayor que 1, la 

 

u  = 
Vmáx × Séë ùû

Km + Séë ùû( )
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cooperatividad es de tipo positiva y si “n” es menor que 1, la cooperatividad es de 
tipo negativa. 

 

5.2. pH óptimo  

La determinación del pH óptimo de trabajo de las distintas enzimas estudiadas 
se realizó reemplazando el tampón utilizado para cada ensayo de actividad, según lo 
indicado en el apartado 4 de este Capítulo, por diferentes tampones a diferentes pH, 
en la mezcla de reacción. Según la enzima ensayada se utilizaron diferentes tampones, 
tales como: ácido acético/acetato sódico, pH 3,0; 3,5; 4,0 y 4,5; MES, pH 4,0; 4,5; 
5,0; 5,5; 6,0 y 6,5; MOPS, pH 6,0; 6,5; 7,0 y 7,5; fosfato potásico, pH 6,5; 7,0; 7,5; 8,0; 
8,5 y 9,0; Tris-HCl, pH 7,5; 8,0; 8,5; 9,0; 9,5; 10,0; 10,5; 11,0; 11,5; 12,0 y 12,5.  

 

5.3. Temperatura óptima  

La temperatura óptima se determinó calculando las correspondientes actividades 
enzimáticas, según se describe en el apartado 4 de este Capítulo, variando la 
temperatura de incubación de la mezcla de reacción, entre 0-80 ºC, dependiendo de 
la enzima estudiada. El valor de Energía de Activición (Ea) se calculó a partir de la 
representación de Arrhenius, según la ecuación: 

 

 u  = k ×e-Ea/RT
 

 

 

donde R es la constante de los gases (8,3145 J·K-1·mol-1); T, la temperatura absoluta 
(ºK); y k, la constante cinética dependiente de la temperatura. 

 
6. Purificación parcial de la ascorbato peroxidasa de Coccomyxa 
onubensis 
 

6.1. Eliminación de pigmentos y nucleicos 

Como paso previo a la etapa cromatográfica, y para evitar interferencias durante 
la purificación, se procedió a la eliminación de pigmentos y nucleicos del 
correspondiente extracto crudo proteico de C. onubensis, obtendio por sonicación 
(según se indica en el apartado 3.2 de este Capítulo). Con esta finalidad, se adicionó 
lentamente sobre el extracto crudo una disolución de sulfato de estreptomicina a una 

 
lnu  = ln k - 

Ea

RT
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concentración de 100 mM (a razón de 100 l por mililitro de extracto crudo) 
preparada en tampón de extracción (fosfato potásico 20 mM, pH 7; conteniendo 
ascorbato 1 mM). Tras 5 minutos de agitación suave y continua a 4 ºC, la preparación 
se centrifugó a 13400 rpm durante 20 minutos. El sobrenadante obtenido se utilizó 
para la siguiente etapa de la purificación. 

 

6.2. Cromatografía en DEAE-Sefacel 

La purificación parcial de la APX se realizó mediante una cromatografía de 
intercambio aniónico de DEAE-Sefacel (dietilaminoetil-sefarosa) a partir del 
sobrenadante resultante del tratamiento con sulfato de estreptomicina. Las columnas 
de vidrio utilizadas se rellenaron con la matriz de DEAE-Sefacel (fase estacionaria) y 
se empaquetaron y equilibraron con el tampón de extracción. La cromatografía se 
realizó de forma semiautomática utilizando un sistema FPLC (ÄKTA Purifier), 
(Figura 13). 

 

 
 

Figura 13. Sistema de purificación utilizado (FPLC ÄKTA Purifier). 

 

Todo el proceso cromatográfico se realizó a una temperatura de 4 ºC. El 
sobrenadante obtenido tras el tratamiento con sulfato de estreptomicina, se aplicó a 

una columna ( 1 x h 20 cm) empaquetada con DEAE-Sefacel y equilibrada con 
tampón de extracción a un flujo de 15 ml·h-1. Seguidamente, la columna se lavó con 
50 ml de tampón de extracción. La  enzima APX se eluyó de la columna con un 
gradiente lineal de 0 a 400 mM de NaCl en el mismo tampón. Finalmente, la 
columna se lavó con 50 ml de tampón de extracción conteniendo 600 mM de NaCl, 
eluyéndose todas las proteínas que se hubieran quedado retenidas en la columna. En 
todo momento, se recogieron fracciones de 2 ml. Como el ascorbato, contenido en el 
tampón de extracción, absorbe a 290 nm, el perfil de elución de proteína de la 
cromatografía se realizó mediante la determinación por el método Bradford (según se 
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describe en el aparatado 8.7 de este Capítulo). Las fraciones con actividad APX se 
agruparon y se dializaron durante 24 horas a 4 ºC frente al tampón de extracción 
libre de NaCl (ver apartado 9.1 de este Capítulo), tras lo cual se concentraron con un 
sistema AMICON, tal y como se indica en el partado 9.2 del presente Capítulo.  

 
7. Técnicas electroforéticas 
 

7.1. Electroforesis en geles de poliacrilamida en condiciones nativas 
(NATIVE-PAGE) 

La electroforesis en geles de poliacrilamida se llevaron a cabo según el método 
descrito por Laemmli (1970), utilizando un gel separador al 7 o 10% (p/v) de 
acrilamida, y un gel empaquetador al 4% (p/v). 

Para la preparación de los geles se utilizaron las siguientes disoluciones, siendo la 
composición la descrita en la Tabla 4: 

 Disolución A: acrilamida al 30% (p/v) y bis-acrilamida al 0,45% (p/v). 
 

 Disolución B: tampón Tris-HCl 1,9 M, pH 8,8. 
 

 Disolución C: tampón Tris-HCl 0,6 M, pH 6,8. 
 

 APS: persulfato amónico al 10% (p/v). Recién preparada. 
 

 TEMED: N,N,N’,N’-tetrametiletilendiamina (comercial). 
 

Se utilizaron geles de 1 mm de espesor y 8,2 cm de anchura, con longitudes 
aproximadas para los geles separador y empaquetador de 5,7 y 2,5 cm, 
respectivamente. 

 

Tabla 4. Procedimiento de preparación de los geles separador y empaquetador 
de la electroforesis en condiciones nativas. 

 
Gel Separador Gel Empaquetador 

7% 10% 4% 

Disolución A 1,20 1,70 0,750 
Disolución B 1,00 1,00 - 
Disolución C - - 1,04 
Agua destilada 2,80 2,20 3,10 
APS 0,025 0,025 0,075 
TEMED 0,006 0,012 0,006 

 

Las cantidades se encuentran expresadas en mililitros de disolución por placa de gel. 
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La disolución del gel separador se añadió al sistema formador de geles, tras lo 
cual se cubrió el menisco con 2-propanol. Una vez polimerizado el gel (tiempo 
aproximado, 30-45 minutos), se eliminó el alcohol lavando con abundante agua 
destilada. A continuación, y sobre este gel, se vertió la disolución del gel 
empaquetador y se colocó rápidamente el peine, que fue retirado tras la 
polimerización (15-20 minutos). Los pocillos obtenidos se lavaron con agua destilada 
para eliminar los restos de acrilamida no polimerizada. 

Las muestras, con un volumen final de 15 l, se mezclaron con 5 l de tampón 
TSB, que contenía: Tris-HCl 0,48 mM, pH 6,8; sacarosa al 80% (p/v); y azul de 
bromofenol al 40% (p/v), y se colocaron en los pocillos directamente con ayuda de 
una jeringa Hamilton. 

El tampón de electroforesis usado en condiciones nativas, de pH 8,3, contenía 
por litro: 3,03 g de Trizma base y 14,4 g de glicina. 

Antes de comenzar la electroforesis, los geles se estabilizaron a una intensidad 
de corriente de 15 mA por placa durante 5 minutos. Trascurrido este tiempo, se 
cargaron las muestras, o los patrones de peso molecular, y el sistema se mantuvo a 
una intensidad de 15 mA por placa, hasta que el azul de bromofenol alcanzó el final 
de la placa (Figura 14). 

 

 
 

Figura 14. Sistema de electroforesis (Hoefer). 

 

7.2. Determinación de la actividad en geles de poliacrilamida en condiciones 
nativas 
 

7.2.1. Tinción de la actividad ascorbato peroxidasa 

Este método de medida de actividad en gel se realizó una vez hecha la 
electroforesis en condiciones nativas, por el método descrito por Mittler y Zilinskas 
(1993). Se basa en la capacidad del ascorbato de reducir el nitroblue tetrazolium 
(NBT) en presencia de N,N,N’,N’-tetrametiletilendiamina (TEMED) a formazán 
(derivado coloreado muy poco soluble). En presencia de H2O2, la APX es capaz de 
producir la acumulación de formazán debido a la rápida oxidación del ascorbato 
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dependiente de H2O2 y, por tanto, la actividad APX se observa como una banda 
acromática sobre un fondo azul-púrpura. 

Las disoluciones utilizadas para la medida de actividad APX fueron las 
siguientes, todas ellas en un volumen total de 20 ml: 

 Disolución A: ascorbato sódico 2 mM preparado en tampón fosfato 
potásico 50 mM, pH 7. 

 

 Disolución B: ascorbato sódico 4 mM y H2O2 2 mM al 33% (p/v) preparado 
en tampón fosfato potásico 50 mM, pH 7. 

 

 Disolución C: NBT 2,45 mM y TEMED 28 mM preparado en tampón 
fosfato potásico 50 mM, pH 7. 

 

El gel de electroforesis se incubó, en primer lugar, con la disolución A durante 
30 minutos. Posteriormente, esta disolución se desechó, se le adicionó la disolución 
B y se incubó durante 20 minutos. Por último, la disolución B se desechó y se le 
adicionó la disolución C, la cual tiñó el gel de un color azul-púrpura y, tras un tiempo 
de 20 minutos aproximadamente, se observaron bandas de actividad APX. Todo este 
proceso tuvo lugar a temperatura ambiente. 

 

7.2.2. Tinción de la actividad catalasa 

El ensayo de actividad CAT en gel se realizó en las condiciones modificadas 
descritas por Woodbury et al. (1971). Se basa en la capacidad que tiene los electrones 
de la reacción de oxidación del peróxido de hidrógeno a oxígeno molecular, de 
reducir el ferricianuro de potasio (III) al ferrocianuro de potasio (II). A continuación, 
el cloruro férrico (FeCl3) reacciona con el ferrocianuro (II) para formar un pigmento 
azul prusiano estable e insoluble, observándose la actividad CAT como una banda de 
color amarilla sobre un fondo oscuro.  

Las disoluciones utilizadas para la medida de actividad CAT fueron las 
siguientes, todas ellas en un volumen total de 40 ml: 

 Disolución A: H2O2 al 0,01% (p/v) preparado en agua destilada. 
 

 Disolución B: K3[Fe(CN)6] y FeCl3 al 5% (p/v) preparado en agua destilada. 
 

El gel de electroforesis se lavó, en primer lugar, con agua destilada durante un 
tiempo de 5 minutos. Posteriormente, se desechó el agua destilada y se incubó el gel 
en tampón fosfato potásico 50 mM, pH 7, durante 5 minutos. A continuación, se 
desechó la disolución de tampón y se adicionó la disolución A, incubándose el gel 
durante 10 minutos. Este paso se realizó en oscuridad debido a la sensibilidad del 
H2O2 por la luz. Por último, la disolución A se desechó y se adicionó la disolución B, 
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la cual tiñó el gel de un color oscuro. Tras 10 minutos de incubación, se desechó la 
disolución B y se paró la reacción lavando el gel con agua destilada, observándose 
bandas de actividad CAT. Todo este proceso se realizó a temperatura ambiente. 

 

7.2.3. Tinción de la actividad glutamato deshidrogenasa  

La determinación de la actividad GDH en gel se realizó por el método descrito 
por Brun et al. (1992), en base al ensayo desaminante. El ensayo se realizó incubando 
el gel en 20 ml de una mezcla de reacción preparada en Tris-HCl 100 mM (pH 7,8), 
conteniendo: 0,101 g de L-glutamato; 0,005 g de NAD+; 0,409 g de nitroblue 
tetrazolium; y 0,077 g de metosulfato de fenazina. El gel se mantuvo sumergido en la 
mezcla de reacción, a temperatura ambiente, hasta la aparición de bandas oscuras 
producidas por la formación de formazán reducido por la acción del nitroblue 
tetrazolium.     

 

7.2.4. Tinción de la actividad glutatión reductasa  

Teniendo en cuenta que la actividad requiere NADPH como donador de 
electrones, se procedió a sustituirlo por metil viológeno reducido con ditionito, 
realizando un ensayo similar al descrito para la actividad en gel de la NiR (ver 
apartado 7.2.6 de este Capítulo). Hasta la fecha no se han reportado ensayos similares 
para la actividad GR. 

Las disoluciones utilizadas para la medida de actividad en gel de la GR fueron las 
siguientes, todas ellas en un volumen total de 40 ml: 

 Disolución A: MV 20 mM preparado en tampón Tris-HCl 50 mM, pH 7,5. 
 

 Disolución B: ditionito 80 mg·ml-1 preparado en NaHCO3 300 mM. 
 

 Disolución C: GSSG 2 mM preparado en tampón Tris-HCl 50 mM, pH 7,5. 
 

 Disolución D: trifeniltetrazolio al 2,5% (p/v).  
 

Todo el proceso que se detalla a continuación se realizó en una cámara inerte, en 
ausencia de oxigeno y presencia de N2 gaseoso. El ensayo comenzó con la 
incubación del gel de electroforesis con la disolución A durante 10 minutos. A 
continuación, se desechó esta disolución y se adicionó la disolución B, incubándose 
el gel durante 2-3 minutos hasta alcanzar un color azul oscuro intenso debido al   
metil viológeno reducido. Seguidamente, se desechó la disolución B y se adicionó la 
disolución C, mediante la cual la actividad GR fue revelada por la presencia de 
bandas acromáticas sobre el fondo azul debido a la re-oxidación del metil viológeno, 
provocada por la actividad GR. Rápidamente, se desechó la disolución C, que cubría 
el gel, y se adicionó la disolución D, que reaccionó con el metil viológeno reducido 
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formando un derivado de color rojo intenso, excepto en aquellas zonas en las que se 
produjo la oxidación enzimática del metil viológeno, donde aparecían bandas 
acromáticas indicadas. Todo este proceso tuvo lugar a temperatura ambiente. 

 

7.2.5. Tinción de la actividad glutamina sintetasa  

El ensayo de actividad GS en gel se realizó por el método descrito por Winter et 
al. (1982). El ensayo comenzó sumergiendo el gel en 20 ml de una mezcla de 
reacción, conteniendo: 0,117 g de L-glutamina; 0,016 g de MnCl2·4H2O; 0,005 g de 
ADP; 33 ml de MOPS 500 mM, pH 7; 1 ml de hidroxilamina 1,2 M; 1 ml de NaOH 
1,2 M; 1 ml de DTE 100 mM; 1 ml de HAsO4

2- 1 M. El gel se dejó en incubación 
durante 30 minutos a 40 ºC. Después de eliminar la mezcla de reacción, se adicionó 
20 ml del reactivo revelador de Fe(III) y se puso el gel a temperatura ambiente. La 
actividad GS fue revelada por la presencia de bandas de color marrón rojizas debido 
a la presencia del hierro.  

 

7.2.6. Tinción de la actividad nitrito reductasa 

El ensayo de actividad NiR en gel está basado en el uso del metil viológeno, un 
donador de electrones que pierde su color azul, tornándose incoloro al oxidarse 
(Vega y Kamin, 1977). 

Las disoluciones utilizadas para la medida de actividad NiR fueron las siguientes, 
todas ellas en un volumen total de 20 ml: 

 Disolución A: MV 20 mM y 2,0 g de ditionito sódico preparado en tampón 
Tris-HCl 500 mM, pH 7,5. 

 

 Disolución B: NaNO2 30 mM preparado en tampón Tris-HCl 500 mM, pH 
7,5. 

 

 Disolución C: trifeniltetrazolio al 2,5% (p/v).   
 

El ensayo comenzó con la incubación del gel de electroforesis con la disolución 
A. Después de 10 minutos de incubación, el gel quedó teñido de color azul debido a 
la reducción del metil viológeno. Posteriormente, esta disolución se desechó y se le 
adicionó la disolución B. La actividad NiR fue revelada por la presencia de bandas 
acromáticas sobre el fondo azul debido a la re-oxidación del metil viológeno, 
provocada por la actividad NiR. Rápidamente, se desechó la disolución B que cubría 
el gel y se adicionó la disolución C, que reaccionó con el metil viológeno reducido 
formando un derivado de color rojo intenso, excepto en aquellas zonas en las que se 
produjo la oxidación enzimática del metil viológeno, donde estaban las bandas 
acromáticas, correspondiente a la actividad NiR. Todo el proceso tuvo lugar a 
temperatura ambiente. 
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7.3. Determinación del peso molecular de las proteínas por NATIVE-PAGE 

Para realizar esta determinación se cargaban, en uno de los pocillos de los geles 
de electroforesis, 5 µg de una mezcla de proteínas patrones, tratada en las mismas 
condiciones que las muestras. 

 La mezcla para alto peso molecular (HitMarkTM ThermoFischer 
SCIENTIFIC) contiene proteínas con los siguientes peso moleculares: 40, 
55, 66, 97, 116, 160, 240, 290, 500 kDa. 
 

 La mezcla para bajo peso molecular (PageRulerTM Unstained Protein 
Ladder) contiene proteínas con los siguientes pesos moleculares: 15, 20, 25, 
40, 50, 60, 70, 85, 100, 120, 150, 200 kDa. 

 

El peso molecular de las proteínas sujetas a estudio se determinó a partir de la 
representación lineal directa del logaritmo decimal de los pesos moleculares de las 
proteínas patrón frente a sus movilidades electroforéticas (Rf), calculadas según la 
siguiente fórmula: 

 

 

R f =
distancia de migración de cada proteína cm( )

distancia de migración de azul de bromofenol cm( )  

 
8. Determinaciones analíticas 
 

8.1. Amonio 

La concentración de amonio se determinó mediante el método de fenol-
hipoclorito (Solorzano, 1969). A una parte alícuota de la muestra de hasta un 
volumen de 1,6 ml (conteniendo de 0 a 100 nmol de amonio) se le adicionaron, en el 
orden indicado, 0,2 ml de fenol al 10% (p/v) en etanol absoluto; 0,2 ml de una 
disolución de nitroprusiato sódico al 0,5% (p/v) en agua destilada; y 0,5 ml de una 
disolución oxidante, recientemente preparada. Tras agitación vigorosa en oscuridad 

durante un tiempo de 2 horas, se midió la absorbancia a 640 nm ( = 15 mM-1·cm-1). 

El reactivo oxidante se preparó mezclando 20 volúmenes de una disolución 
alcalina estable (20 g de citrato trisódico dihidrato y 1 g de hidróxido sódico por cada 
100 ml de agua destilada) y 5 volúmenes de una disolución de hipoclorito (1 ml de 
hipoclorito sódico comercial por cada 7 ml de agua destilada). 
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8.2. Clorofila 

La determinación del contenido de clorofila en la microalga C. onubensis se llevó a 
cabo mediante el método de Marker (1972). Para ello, se tomó 1 ml de cultivo y se 
centrifugó a 4400 rpm durante 10 minutos. Tras la centrifugación, se eliminó el 
sobrenadante y el botón celular obtenido se resuspendió en 5 ml de metanol, en 
tubos de centrífuga perfectamente cerrados (para evitar que el metanol se evapore). 
A continuación, la suspensión se calentó en un baño a 80 ºC durante 20 minutos. 
Posteriormente, se agitó vigorosamente durante 2 minutos para mejorar aún más la 
extracción, se volvió a centrifugar a 4400 rpm durante 5 minutos, y en el 
sobrenadante se determminó la absorbancia a 665 nm frente a un blanco de metanol 

( = 0,076 ml·g-1·cm-1). 

 

8.3. -glutamilhidroxamato 

El -glutamilhidroxamato formado durante el ensayo de la actividad GS se 
determinó mediante una valoración con FeCl3 en medio ácido según el método 
descrito por Betti (2005). Para ello, a 1 ml de mezcla de reacción se le adicionó 1 ml 
del reactivo revelador de Fe(III) (que contenía, en un volumen final de 1 L: 33,4 g de 
FeCl3·6H2O; 7,8 ml de HCl al 37% (v/v); 60,2 ml de ácido tricloroacético al 20% 
(p/v)). A continuación, para eliminar la turbidez, se centrifugó a 13400 rpm durante 
5 minutos a temperatura ambiente. Tras la centrifugación, se determinó la 

absorbancia del sobrenadante a 500 nm ( = 1,1 mM-1·cm-1). 

 

8.4. Metales pesados y metaloide 

La determinación del contenido de Cd, Cu, Zn y As en las muestras de la 
microalga C. onubensis se llevó a cabo mediante Espectrometría de Plasma con 
Detector de Masa (ICP-MS) (Figura 15) con celda de colisión. Para ello, se 
liofilizaron durante 48 horas las células obtenidas de cada cultivo. A continuación, se 
pesaron 0,05 g de cada muestra liofilizada en tubos de teflón y se sometieron a 
digestión ácida añadiendo 1 ml de HNO3, para posterior calentamiento en el 
microondas durante 2 minutos a 350 W. Después de enfriarse las muestras durante 5 
minutos a temperatura ambiente, se adicionó 1,5 ml de H2O2, se volvieron a calentar 
en el microondas durante 2 minutos y se enrasaron en un matraz aforado de 5 ml 
con agua ultrapura Mili-Q. Por último, las muestras se diluyeron 10 veces 
adicionando, por pesada, 0,5 ml de muestra y 4,5 ml de agua ultrapura Mili-Q, y se les 
adicionó 0,1 ml de patrón interno preparados a una concentración de 500 ppb.  

Para la medición de las muestras por ICP-MS con celda de colisión se utilizó un 
plasma de Ar, el cual se sustentó sobre una antorcha tipo Fassel, empleando los 
flujos de 0,5, 0,6 y 15 L·min-1 para los gases auxiliar, inyector y exterior, 
respectivamente, y una potencia de 1,9 kW. La muestra se introdujo mediante un 
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nebulizador de flujo cruzado a un flujo de 1 ml·min-1. Como gas de reacción, se 
utilizó He a un flujo de 4,3 ml·min-1. Los distintos parámetros operativos se 
ajustaron mediante una disolución de calibración constituida por Li, Y, Ce y Tl para 
obtener la máxima señal y la mejor precisión. Además, se empleó una disolución 
multielemental estandarizada para la preparación de las curvas de calibración. La 
cuantificación se llevó a cabo mediante la técnica del patrón interno, empleando para 
tal fin disoluciones de Sc, Rh, Tb y Ge. En la Tabla 5 se muestran las relaciones 
masa/carga utilizadas para la cuantificación, así como los límites de detección. 

 

 
 

Figura 15. Sistema de Espectrometría de Plasma con Detector de Masa 
(ICP-MS) 

 

Tabla 5. Masa seleccionada para la cuantificación de metales y metaloide, y 
límites de detección por ICP-MS. 

Elemento 
Masa/carga Límite de detección 

(m/z) (g/kg) 
As 75 84,0 
Cd 111 62,6 
Cu 63 51,7 
Zn 66 45,6 

 

Para realizar el estudio de especiación de arsénico y poder ver el estado de 
oxidación en que se encontraba el metaloide en el interior celular de la microalga, se 
realizó una Cromatografía Líquida de Alta Resolución (HPLC) acoplada a la 
Generación de Hidruros (HG) y a la Espectroscopía de Fluorescencia Atómica 
(AFS). Para ello, se pesó 0,1 g de muestra liofilizada y se disolvió en 10 ml de agua 
ultrapura Mili-Q. Seguidamente, se sonicó con una sonda de ultrasonidos durante un 
tiempo de 1 minuto a 50 W para, a continuación, tomar 0,1 ml de muestra y diluirla 
hasta un volumen de 10 ml con agua ultrapura Mili-Q. Por último, se filtró con un 

filtro de jeringa de 0,45 m y se analizó por HPLC-HG-AFS.  
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8.5. Nitrato 

El nitrato se determinó espectrofotométricamente por el método de Cawse 
(1967) tratando la muestra (conteniendo de 0 a 100 nmol de nitrato en un volumen 
máximo de 0,75 ml) con 0,05 ml de una disolución de ácido sulfámico al 10% (p/v). 
Tras agitar vigorosamente y esperar 2 minutos, se adicionaron 0,2 ml de una 
disolución de ácido perclórico al 20% (v/v) y se determinó la absorbancia a 210 nm 

( = 7 mM-1·cm-1).  

 

8.6. Nitrito 

El nitrito se determinó colorimétricamente según el método descrito por Snell y 
Snell (1949). Para ello, a una parte alícuota de muestra de hasta 1 ml (conteniendo de 
10 a 60 nmol de nitrito), se le adicionaron 1 ml del reactivo de sulfanilamida al 1,5% 
(p/v) disuelto en HCl 2,5 N y 1 ml de N-(1-naftil)-etilendiamida al 0,02% (p/v) 
disuelto en agua destilada. Después de 15 minutos de incubación a temperatura 

ambiente, se midió la absorbancia a 540 nm ( = 53 mM-1·cm-1). 

 

8.7. Proteínas 

El contenido de proteínas en los extractos crudos obtenidos a partir de las 
células se determinó según el método descrito por Bradford (1976). Este método 
consiste en la formación de un compuesto de coloración azul entre los residuos de 
aminoácidos básicos de las proteínas y el colorante Azul Coomassie G-250. 

A 0,1 ml de muestra se añadió 0,8 ml de agua destilada y 0,1 ml de reactivo de 
Bradford comercial (Bio-Rad Protein Assay). Tras la adición del reactivo de 
Bradford, las muestras se agitaron suavemente, se incubaron durante 15 minutos a 
temperatura ambiente y se midió la absorbancia a 595 nm frente a un blanco en el 
que se sustituyó la muestra por agua destilada. 

La concentración de proteínas en las muestras analizadas se obtuvo por 
interpolación de la absorbancia (595 nm) en una recta de calibrado obtenida 
previamente con seroalbúmina bovina (BSA) como patrón, abarcando un rango de 

concentración de 1-10  g·l-1. El calibrado se realizó con una disolución de BSA al 
0,02% (p/v), cuya concentración exacta se determinó espectrofotométricamente 

utilizando el coeficiente de extinción a 280 nm ( = 0,69 ml·mg-1·cm-1) en una cubeta 
de cuarzo (Rideal y Roberts, 1951). 
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9. Otras técnicas experimentales 
 

9.1. Diálisis 

La eliminación de sales y moléculas pequeñas de las preparaciones enzimáticas se 
llevó a cabo dializando las mismas mediante su inclusión en bolsas de celulosa 
SERVA de tamaño de poro 2,4 nm (Figura 16), frente al mismo tampón de muestra 
pero en ausencia de las moléculas a eliminar. El tratamiento se realizó a 4 ºC y se 
prolongó durante, al menos, 12 horas. 

Las membranas de diálisis fueron previamente hidratadas sometiéndolas a un 
tratamiento que consistía en hervirlas durante 20 minutos en una disolución de 
NaHCO3 al 0,1% (p/v) y EDTA al 0,01% (p/v), y lavarlas a continuación con 
abundante agua destilada. Posteriormente, se almacenaron en una disolución de 
etanol al 25% (v/v) a 4 ºC hasta su uso. Las membranas se lavaron exhaustivamente 
con agua destilada antes de introducir las preparaciones. 

 

 

Figura 16. Uso de la diálisis para la eliminación de sales y moléculas 
pequeñas. Solo las moléculas pequeñas pueden difundirse a través de los poros de la 
bolsa de diálisis, que se muestra como una bolsa atada en ambos extremos (A). En el 
equilibrio, las concentraciones de moléculas pequeñas son casi similares dentro y 
fuera de la bolsa, mientras que las macromoléculas permanecen dentro (B). 

 

9.2. Concentración de proteínas 

La concentración de proteínas se realizó mediante ultrafiltración en una unidad 
AMICON para concentración de volúmenes grandes. Para volúmenes inferiores a    
4 ml, se utilizó una unidad de concentración MICROCON YM-10 (Figura 17). 

Para la unidad de concentración AMICON se utilizó una membrana Diaflo PM-
10, que impide el paso de moléculas de peso superior a 10 kDa. El proceso se llevó a 
cabo a 4 ºC bajo una presión de nitrógeno constante de 2 kg·cm-2 y con agitación 
suave de la preparación, la cual se concentró hasta un volumen mínimo de 4 ml. 

A) Al comienzo 
de la diálisis 

B) En el equilibrio 
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Figura 17. Unidad de concentración AMICON (A) y MICROCON YM-10 (B). 

 

La unidad de concentración MICROCON YM-10 tiene un límite de exclusión 
de 10 kDa. El proceso se llevó a cabo por centrifugación a 4 ºC bajo una aceleración 
máxima de 13400 rpm, concentrándose las muestras hasta un volumen, 

aproximadamente, de 50 l. 

 
10. Reactivos y aparatos 
 

10.1. Reactivos 

Todos los reactivos utilizados, incluidos los líquidos, fueron suministrados por 
PANREAC, MERCK y SIGMA. 

 

10.2. Aparatos  

Las pesadas se efectuaron en balanzas COBOS (modelo CB Complet), 
METTLER TOLEDO (modelo AB104) y Precisa (modelo XT 120 A). 

Las medidas de pH se realizaron con un pH-metro CRISON (modelo BASIC 
20). 

Las medidas espectrofotométricas se realizaron en un espectrofotómetro 
ultravioleta-visible Ultrospac (modelo 3100 “pro”), utilizando cubetas de 1 cm de 
paso de luz de cuarzo, vidrio o plástico. 

Las centrifugaciones se llevaron a cabo en una centrífuga refrigerada Biofuge 

Stratos (modelo Heracus instruments) con rotores 3335 y 3332 para la preparación 
del extracto crudo; y una centrífuga Eppendorf (modelo Centrifuge 5702) para la 
recolección de células. Para volúmenes de muestra inferiores a 2 ml, se utilizó la 
centrífuga Eppendorf (modelo MiniSpin). 

A B 
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Los ensayos a temperatura constante fueron realizados en baños termostatizados 
Tectron (modelo 3473100), ACCUBLOCKTM (modelo Digital Dry Bath), TECHNE 

Dri-Black


 (modelo DB-2D) y ORTO ALRESA (modelo THERBA-D). 

La agitación de disoluciones se llevaron a cabo en los agitadores magnéticos 
Heidolph REAX (modelo 2000) y P-SELECTA (modelo MOVIL-ROD). 

Los geles de poliacrilamida se realizaron en un formador de geles Hoefer 
(modelo Mighty SmallTM SE245). 

Las electroforesis se realizaron en una unidad de electroforesis vertical Hoefer 
(Modelo Mighty Small II SE250/SE260).  

Las electroforesis utilizaron una fuente de alimentación Electrophoresis Power 
(modelo EPS 1001). 

La purificación parcial se realizó en un sistema de cromatografía rápida de 
proteínas o FPLC (fast protein liquid chromatografy) ÄKTA Purifier (modelo     
Box-900), utilizando columnas de vidrio. 

La medición de metales pesados y metaloide se realizó en un espectrómetro de 
masas con plasma acoplado inductivamente Agilent 7700 ICP-MS (Agilent 
Technologies, Santa Clara, CA, USA). 

La cromatografía líquida utilizada para la especiación del As se realizó utilizando 
una columna de intercambio iónico Hamilton PRPX100, con un tamaño de partícula 

de 10 m, una longitud de 15 cm y un diámetro de 4,1 cm; además de una bomba 
Jasco (modelo PU-2089). 

La espectroscopía de fluorescencia atómica utilizada para la especiación del As 
se realizó utilizando un espectrofotómetro Millenium Excalibur PS Analytical Ltd. 
con una superlámpara de As, primary source 27,5 mA, secundary source 35 mA. 
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1. Consumo de nitrógeno por células de Coccomyxa onubensis y 
estrés abiótico 

El nitrógeno es uno de los nutrientes esenciales para los organismos 
fotosintéticos en general y para las microalgas en particular, constituyendo una parte 
relativamente importante para su crecimiento, ya que es el componente básico de los 
aminoácidos, proteínas, nucleótidos y clorofila, entre otras biomoléculas y 
metabolitos (Raven, 1992). Este primer capítulo se ha centrado en el estudio del 
comportamiento de las células de Coccomyxa onubensis (a partir de ahora C. onubensis) 
frente al consumo de diferentes fuentes nitrogenadas tales como nitrato (NO3

-), 
amonio (NH4

+) o nitrato amónico (NH4NO3), a distintos valores de pH. Los estudios 
se realizarán a pH neutro, ya que se encuentra en el rango de pH óptimo de 
crecimiento de la mayoría de las microalgas, entre las que se encuentran 
Chlamydomonas reinhardtii (Messerli et al., 2005), Chlorella vulgaris (Rachlin y Grosso, 
1991) o Dunaliella salina (Ying et al., 2014); y a pH ácido, puesto que es el pH del 
medio natural del río Tinto, hábitat de la microalga C. onubensis (López-Archilla, 
2005). También se ha comprobado el efecto que producen diferentes fuentes 
nitrogenadas sobre el pH del medio de cultivo y, además, se ha estudiado como 
distintos metales y metaloides actúan sobre el consumo de nitrato y amonio en la 
microalga C. onubensis. 

 

1.1. Efecto del pH sobre el consumo de diferentes fuentes nitrogenadas por   
C. onubensis 

En el presente apartado se estudió cómo el pH puede afectar al consumo de 
KNO3, NH4Cl o NH4NO3, en cultivos de C. onubensis. En primer lugar, se presenta 
un estudio realizado a pH 7, en donde las fuentes nitrogenadas se utilizaron a una 
concentración de 0,25 mM. 

Como se puede apreciar en la Figura 18, la microalga C. onubensis mostró una 
mayor afinidad por el amonio que por el nitrato. Así, prácticamente el 50% del 
amonio se consumió en un tiempo de 1 hora, para haberlo consumido totalmente a 

las 2 horas de ensayo, con una velocidad de 4,41 mol·h-1·mg chl-1. En el cultivo 
inoculado con nitrato se aprecia como la microalga consume más despacio la fuente 

nitrogenada (2,49 mol·h-1·mg chl-1), consumiendo un 50% en un intervalo de 
tiempo de 2,5 horas, necesitándose 4 horas para consumir totalmente la fuente 
nitrogenada. 

Cuando el ensayo se realizó a pH 2,5 (Figura 19), pH del hábitat natural de la 
microalga C. onubensis, los resultados fueron bastante similares. De nuevo, la 

velocidad de consumo fue mayor para el amonio (4,07 mol·h-1·mg chl-1) que cuando 

se utilizó nitrato como fuente nitrogenada (2,60 mol·h-1·mg chl-1), con valores 
parecidos a los obtenidos a pH 7.  
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Figura 18. Consumo de distintas fuentes de nitrógeno inorgánico por células 
de C. onubensis, a pH 7. Los cultivos (de 250 ml) se inocularon a una 

concentración de clorofila de 30 g chl·ml-1 a partir de un cultivo madre en fase 
exponencial, crecido con nitrato. Las células se lavaron previamente con medio 
carente de fuente nitrogenada, y a tiempo 0 se les adicionó KNO3 o NH4Cl, a una 
concentración de 0,25 mM (100%). A los tiempos indicados, se determinó la 
concentración de la fuente nitrogenada, según se indica en Materiales y Métodos. 

 

 

Al realizar el ensayo utilizando una fuente combinada de nitrógeno, NH4NO3, se 
observaron pequeñas diferencias en función del pH de los cultivos celulares. La 
Figura 20 muestra la desaparición de las distintas formas combinadas de nitrógeno 
(amonio y nitrato) a pH 7. Como se puede apreciar, cuando las dos fuentes están 
presentes en el medio de cultivo, las células de C. onubensis comenzaron a consumir el 
amonio de forma rápida, aunque se apreció, a la vez, un ligero consumo de nitrato en 
las primeras horas del estudio. Así, puede observarse que existen dos pendientes para 

la desaparición de nitrato, una en el intervalo de 0-2,5 horas (1,24 mol·h-1·mg chl-1); 
y la otra en el intervalo de tiempo de 2,5-7 horas, donde el cultivo consume de forma 

más rápida (2,72 mol·h-1·mg chl-1) el resto del NO3
- presente en el medio, una vez 

consumido el amonio. 
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Figura 19. Consumo de distintas fuentes de nitrógeno inorgánico por células 
de C. onubensis, a pH 2,5. Los cultivos se inocularon a una concentración de 

clorofila de 30 g chl·ml-1 a partir de un cultivo madre en fase exponencial, crecido 
con nitrato. Las células se lavaron previamente con medio carente de nitrógeno, y a 
tiempo 0 se les adicionó KNO3 o NH4Cl a una concentración de 0,25 mM (100%). A 
los tiempos indicados, se determinó la concentración de la fuente nitrogenada, según 
se indica en Materiales y Métodos. 

 

 
 

Figura 20. Consumo de nitrato amónico por células de C. onubensis, a pH 7. 

Los cultivos se inocularon a una concentración de clorofila de 30 g chl·ml-1 a partir 
de un cultivo madre en fase exponencial, crecido con nitrato. Las células se lavaron 
previamente con medio carente de nitrógeno, y a tiempo 0 se les adicionó NH4NO3 
0,25 mM (100%). A los tiempos indicados, se determinó la concentración de la 
fuente nitrogenada, según se indica en Materiales y Métodos. 
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Sin embargo, este hecho no se observó cuando el estudio se realizó a pH 2,5 
(Figura 21), donde se apreció como las células de C. onubensis consumieron primero el 
NH4

+, comenzando a consumirse el NO3
- una vez desaparecido todo el amonio.  

 

  
 

Figura 21. Consumo de nitrato amónico por células de C. onubensis, a pH 
2,5. Las células se crecieron a pH 2,5 con NH4NO3. A los tiempos señalados, se 
determinó la concentración de la fuente nitrogenada en los cultivos 
correspondientes, correspondiendo el 100% a una concentración de 0,25 mM. Más 
detalles en Materiales y Métodos. 

 

Entre las distintas formas combinadas de nitrógeno inorgánico susceptibles de 
utilización por C. onubensis, la Tabla 6 recoge un resumen comparativo de los valores 
de velocidad de consumo obtenidos en cada ensayo. 

 

Tabla 6. Valores de las velocidades de consumo de las distintas fuentes de 
nitrógeno inorgánico en C. onubensis. 

 
Fuente nitrogenada NH4NO3 

NH4
+ NO3

- NH4
+ NO3

- 

pH 2,5 4,07 2,60 4,26 
0,05 
2,90 

     

pH 7 4,41 2,49 4,69 
1,24 
2,72 

 

La velocidad de consumo de cada fuente nitrogenada se obtuvo al dividir la 
pendiente obtenida por la concentración de clorofila media obtenida tras la 
medición inicial y final de cada cultivo. Los valores obtenidos están expresados en 

mol·h-1·mg chl-1. 
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Como se puede apreciar en la Tabla 6, el pH del medio de cultivo no afecta de 
manera significativa a las velocidades de consumo de las diferentes fuentes 
nitrogenadas (nitrato y amonio) en cultivos de C. onubensis, obteniéndose valores muy 
similares a cada pH. No obstante, las velocidades de consumo son muy inferiores a 
las obtenidas para otras microalgas, como es el caso de C. reinhardtii, donde rondan 

los 10,7 mol·h-1·mg chl-1 para NO3
- y 10,1 para NH4

+ (Garbayo et al., 2002); de 
hecho, la microalga C. onubensis es un alga de lento crecimiento, situándose su tasa de 
crecimiento en 0,19 días-1 (Ruiz-Domínguez, 2013). En el caso de C. reinhardtii, las 
dos fuentes de nitrógeno se consumen a una velocidad similar, mientras que en la 
microalga C. onubensis la velocidad de consumo de amonio es dos veces superior a la 
de nitrato (independientemente del pH). 

En general, el consumo de NO3
- en algas y plantas está regulado por distintos 

factores, así, se estimula por distintas fuentes de carbono, luz o carencia de nitrógeno, 
y se inhibe por la presencia de cloruro, amonio, glutamina o altas concentraciones de 
nitrato (Florencio y Vega, 1982; Guerrero et al., 1981; Tischner, 2000; Márquez y 
Cánovas, 2004). En este sentido, en los cultivos de C. onubensis se apreció el efecto 
inhibidor del amonio sobre el consumo de nitrato. Este hecho fue más patente a pH 
ácido (Figura 21), donde la inhibición fue completa; mientras que a pH 7 (Figura 20), 
se observó un consumo simultáneo de ambas fuentes nitrogenadas durante las 
primeras horas de ensayo, aunque siempre el consumo de nitrato a velocidad muy 
inferior a la del amonio, tal y como se muestra en la Tabla 6. 

 

1.2. Efecto que produce el consumo de diferentes fuentes nitrogenadas sobre 
el pH del medio de cultivo de C. onubensis 

El consumo de nitrógeno en plantas y microalgas se encuentra guiado por 
distintos transportadores específicos de diferente naturaleza y características, que 
hacen que su transporte al interior celular esté acompañado de la transferencia de 
protones, en uno u otro sentido, que pueden provocar cambios en el pH del medio 
del cultivo celular (Martínez, 2008; Park et al., 2011; Hernández-Pérez y Labbé, 2014). 
En este sentido, se ha estudiado en C. onubensis cómo afecta el consumo de diferentes 
fuentes nitrogenadas, tales como KNO3, NH4Cl, y NH4NO3, al pH del medio de 
cultivo. 

La Figura 22 muestra el efecto que provocó el consumo de nitrato, a una 
concentración de 22,75 mM, sobre el pH de dos cultivos de C. onubensis inoculados a 
diferente pH (2,5 y 7) en un intervalo de tiempo de 13 días. En la figura se aprecia 
cómo en el cultivo inoculado a pH 2,5, se produjo un aumento del pH hasta un valor 
de 6,2 en un intervalo de tiempo de 5 días, observándose posteriormente un ligero 
aumento (siempre inferior a pH 7) durante el resto de días que duró de ensayo. Por 
su parte, el cultivo ajustado en un principio a pH 7, mantuvo su valor de pH inicial 
durante los 13 días que duró el ensayo. 
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Figura 22. Efecto producido sobre el pH del medio de cultivo de C. onubensis, 
en células cultivadas en nitrato. Los cultivos (de 250 ml) se inocularon con una 

concentración de clorofila de 30 g chl·ml-1 a partir de un cultivo madre en fase 
exponencial, crecido con nitrato. Las células se lavaron previamente con medio 
carente de fuente nitrogenada y los cultivos se ajustaron a los pH indicados, y a 
tiempo 0 se les adicionó KNO3 a una concentración de 22,75 mM. Periódicamente se 
determinó el pH a lo largo de todo el tiempo que duró el experimento.   

 

La Figura 23 muestra el efecto que provocó el consumo de amonio (22,75 mM) 
sobre el pH de dos cultivos de C. onubensis inoculados inicialmente a diferente pH 
(2,5 y 7). A diferencia de lo ocurrido en los cultivos crecidos con nitrato, se aprecia 
en la figura como el cultivo inoculado a pH 2,5 mantuvo constante el valor de pH 
durante todo el tiempo que duró el ensayo, mientras que en el cultivo inoculado a pH 
7 se observó una caída drástica del pH del medio de cultivo hasta un valor de 3,5 en 
un intervalo de tiempo de 2 días, manteniéndose constante hasta finalizar el ensayo. 

A continuación, se realizó un estudio con fuente de nitrógeno combinada. Así, la 
Figura 24 muestra el efecto provocado sobre el pH cuando las células de C. onubensis 
se crecieron en presencia de nitrato amónico a una concentración de 22,75 mM. De 
nuevo, se prepararon dos cultivos inoculados a diferente pH (2,5 y 7), realizando el 
estudio en un intervalo de tiempo de 13 días. En la figura se puede apreciar un efecto 
bastante parecido al observado en células crecidas con amonio, así, el cultivo 
inoculado con nitrato amónico a pH 2,5 mantuvo constante el valor de pH durante 
todo el tiempo que duró el ensayo, mientras que el cultivo inoculado a pH 7 mostró 
una caída del valor de pH hasta 2,6. 
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Figura 23. Efecto producido sobre el pH del medio de cultivo de C. onubensis, 
en células cultivadas en amonio. Los cultivos (de 250 ml) se inocularon con una 

concentración de clorofila de 30 g chl·ml-1 a partir de un cultivo madre en fase 
exponencial, crecido con nitrato. Las células se lavaron previamente con medio 
carente de fuente nitrogenada y los cultivos se ajustaron a los pH indicados. A 
tiempo 0 se les adicionó NH4Cl a una concentración de 22,75 mM. Periódicamente 
se determinó el pH a lo largo de todo el tiempo que duró el experimento. 

 

No obstante, es importante destacar que en el cultivo crecido con nitrato 
amónico a pH 7 (Figura 24), la caída observada del pH fue menos drástica que la 
detectadas en amonio al mismo pH (Figura 23), ya que ocurrió en un intervalo de 
tiempo mayor (5 días), en lugar de los 2 días observado para el amonio. Estos 
resultados muestran la existencia de un ligero amortiguamiento del descenso del pH 
cuando ambas fuentes, nitrato y amonio, están presentes en el medio de cultivo. 

El efecto de acidificación observado en presencia de NH4
+ sobre el medio de 

cultivo de C. onubensis, inicialmente inoculado a pH 7, podría explicarse a partir del 
mantenimiento de la electroneutralidad de las células de la microalga. La carga total 
de cationes es nivelada o igualada a la carga de aniones, es decir, cuando un catión es 
absorbido, un anión también es absorbido o un catión es liberado; así, la absorción 
de NH4

+ puede ser acompañada de la liberación de un protón, afectando con ello al 
pH del medio de cultivo de la microalga, acidificándolo. Este tipo de 
comportamiento ha sido documentado con anterioridad por diversos autores (Cao y 
Tibbitts, 1994; Marschener, 1995), lo que justifica la acidificación observada en los 
cultivos de C. onubensis crecidos en presencia de NH4

+ como fuente nitrogenada. 
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Figura 24. Efecto producido sobre el pH del medio de cultivo de C. onubensis, 
en células cultivadas en nitrato amónico. Se procedió igual que en el caso anterior, 
pero adicionando, a tiempo 0, NH4NO3 a una concentración de 22,75 mM. 
Periódicamente se determinó el pH a lo largo de todo el tiempo que duró el 
experimento.  

 

En el caso del NO3
-, el efecto observado sobre el pH del medio de C. onubensis, 

inicialmente inoculado a pH 2,5, es contrario al producido por el NH4
+, es decir, se 

produjo una alcalinización del medio. En este caso, se ha indicado previamente que 
el NO3

- es cotransportado con H+ con una estequiometría de 2H+:1NO3
-, lo cual 

explica la alcalinización del medio externo, como ocurre en plantas cuando absorben 
NO3

-, la cual se acompaña de la absorción de H+ para mantener el balance de cargas 
(Maldonado, 1993). Este tipo de comportamiento también ha sido documentado con 
anterioridad por diversos autores (Hageman, 1992), lo que justifica que la absorción 
de nitrato por parte de C. onubensis incremente los valores de pH del medio de cultivo. 

Por su parte, el nitrato amónico aporta, a la vez, iones NO3
- e iones NH4

+. 
Como se ha indicado anteriormente en algas y plantas, el consumo de NO3

- se inhibe 
por la presencia de amonio, entre otros compuestos. De esta forma, en el estudio 
realizado con nitrato amónico (Figura 24), la presencia de amonio evitaría la 
absorción de nitrato y el experimento sería similar al mostrado en la Figura 23 (solo 
con amonio), de ahí que se obtengan resultados parecidos, aunque con una ligera 
amortiguación de la bajada de pH (del cultivo a pH 7), anteriormente citada. Esto 
podría justificarse con los resultados obtenidos en la Figura 20, donde se observó un 
consumo parcial simultáneo de amonio y nitrato a pH 7. Así, el cotransporte de 
protones provocado por el consumo parcial de nitrato al interior celular 
contrarrestaría el antiporte de protones derivados del consumo de amonio. 
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Debido a que el nitrato amónico aportado al cultivo estaba a una concentración 
relativamente alta (22,75 mM), en la Figura 24 (cultivo crecido con nitrato amónico) 
no pudo observarse una supuesta alcalinización del medio de cultivo a pH 7 debida al 
consumo de nitrato una vez agotado el amonio. Para comprobar si realmente ocurre 
esto, se realizó un ensayo similar al anterior, pero utilizando nitrato amónico a una 
concentración más baja (2,5 mM). Los resultados se muestran en la Figura 25, donde 
se puede apreciar cómo en el cultivo inoculado a pH 7 se produjo la acidificación 
inicial del pH hasta un valor de 3,9 provocada por el antiporte de protones debido al 
consumo inicial de amonio, seguido de un incremento del valor de pH a partir del 
segundo día hasta un valor de 6,3, resultante del cotransporte de protones debido al 
consumo de nitrato.  

 

  
 

Figura 25. Efecto producido sobre el pH del medio de cultivo de C. onubensis, 
en células cultivadas en nitrato amónico (2,5 mM). El cultivo (de 250 ml) se 

inoculó con una concentración de clorofila de 30 g chl·ml-1 a partir de un cultivo 
madre en fase exponencial, crecido con nitrato. Las células se lavaron previamente 
con medio carente de fuente nitrogenada y el cultivo se ajustó a pH 7. A a tiempo 0 
se le adicionó NH4NO3 a una concentración de 2,5 mM. Periódicamente se 
determinó el pH a lo largo del tiempo que duró el experimento.  

 

 

La Figura 25 muestra de manera conjunta la acidificación del medio de cultivo 
de C. onubensis debido a la asimilación del NH4

+ y la alcalinización posterior del medio 
de cultivo debida a la asimilación del NO3

-, tal y como se ha indicado en otros 
organismos fotosintéticos (Márquez y Cánovas, 2004).  
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 1.3. Efecto que produce diversos metales pesados sobre el consumo de 
diferentes fuentes nitrogenadas de C. onubensis 

El efecto tóxico de los metales pesados y algunos metaloides sobre los sistemas 
vivos es uno de los principales problemas derivados de la contaminación ambiental, 
llegando a afectar a procesos fisiológicos y bioquímicos, entre los que se incluyen la 
reducción en el crecimiento, fotosíntesis, contenido de clorofila, inhibición de 
actividades enzimáticas y degeneración de cloroplastos y mitocondrias (Reddy y 
Prasad, 1990; Devriese et al., 2001). Los organismos fotosintéticos responden al 
estrés metálico mediante distintos mecanismos, entre los que se encuentran la 
exclusión de los metales observado en plantas (Baker, 1978), la compartimentación 
de los metales en las vacuolas (Brookes et al., 1981) y paredes celulares (Turner, 
1970), la evolución de las enzimas tolerantes a los metales (Wainwright y Woolhouse, 
1975) y la producción de compuestos metal-quelantes (Grill et al., 1985; Reese y 
Wagner, 1987). Por otro lado, el potencial biotecnológico de las microalgas para 
eliminar la contaminación de metales en agua (Mallick, 2002) hace que sea 
especialmente interesante su estudio en organismos extremófilos, no solo con idea de 
estudiar su resistencia a la presencia de estos metales, así como de los posibles 
efectos derivados de su presencia en el medio de cultivo, sino también para 
comprobar su potencial biotecnológico como sistemas bioacumuladores de metales 
pesados.  

Diferentes metales y metaloides fueron estudiados a diferentes concentraciones 
para ver el efecto que provocaban sobre el consumo de dos fuentes nitrogenadas 
(NH4Cl y KNO3) en la microalga extremófila C. onubensis . Todos los estudios se han 
realizado a pH 2,5, característico del hábitat natural de la microalga. 

 

1.3.1. Efecto del cadmio sobre el consumo de nitrato y amonio 

Las siguientes figuras muestran el efecto que provocaron diferentes 
concentraciones de cadmio (Cd2+) sobre el consumo de nitrato (Figura 26) y de 
amonio (Figura 27) en cultivos de C. onubensis, crecidos a pH 2,5. Las 
concentraciones de Cd2+ utilizadas fueron las indicadas en las figuras, además de un 
control, crecido en ausencia del metal. Durante todo el tiempo que duró el ensayo, se 
realizó un seguimiento de la concentración de la fuente nitrogenada en el medio de 
cultivo, tomando puntos cada 15-30 minutos a efecto de calcular los valores de 
velocidad de consumo, reflejados en la Figura 28. 

Como puede apreciarse en la Figura 26, todos los cultivos, excepto los 
inoculados con Cd2+ 1 y 5 mM, consumieron el NO3

- presente en el medio durante 
las 4,5 horas que duró el ensayo, si bien en el cultivo control la desaparición de 
nitrato siempre fue más rápida que en el resto de cultivos. No se observó un efecto 
importante debido a la concentración de Cd2+, pues se aprecia que, tanto a 15 como a 

500 M de Cd2+, las curvas de desaparición de nitrato del medio de cultivo fueron 
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similares, siendo necesario alcanzar concentraciones de hasta 1 y 5 mM para ver un 
efecto más significativo sobre el consumo de nitrato.  

 
 

Figura 26. Efecto del cadmio sobre el consumo de nitrato por C. onubensis, a 
pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de KNO3 0,25 mM (100%), en 
ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones de Cd2+, añadido a 
tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración de NO3

- según las 
condiciones descritas en Materiales y Métodos. 

 
 

Figura 27. Efecto del cadmio sobre el consumo de amonio por C. onubensis, a 
pH 2,5. Se mantuvieron las mismas condiciones que en el ensayo anterior, pero 
utilizando como fuente nitrogenada NH4Cl a una concentración de 0,25 mM (100%), 
en ausencia (control) o presencia de Cd2+ a las concentraciones indicadas. A los 
tiempos señalados, se determinó la concentración de NH4

+ en los cultivos 
correspondientes según se describe en Materiales y Métodos. 
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A diferencia de lo ocurrido en presencia de NO3
-, se observó un mayor efecto 

provocado por el Cd2+ sobre el consumo de NH4
+ (Figura 27). Así, durante la 

primera hora de ensayo, todos los cultivos mantuvieron un comportamiento similar, 
con una leve diferencia a favor del cultivo control. No obstante, a partir de ese 
tiempo, los cultivos inoculados a diferentes concentraciones de Cd2+ comenzaron a 
diferenciarse, observándose una disminución en la velocidad de desaparición de la 
fuente nitrogenada del medio de cultivo. Tras 3 horas de ensayo, en el cultivo control 
se había consumido todo el amonio, mientras que en presencia del metal aún 
quedaba entre un 60-80% del NH4

+ sin consumir, a excepción del cultivo con 5 mM 
del metal, cuya inhibición del consumo de amonio fue prácticamente total. 

Estas diferencias encontradas entre ambas fuentes nitrogenadas pueden 
observarse con mayor claridad en la Figura 28, donde se muestra de manera 
comparada el efecto del Cd2+ sobre la velocidad de consumo de nitrato y amonio. 

 

 

 

Figura 28. Efecto del cadmio sobre la velocidad de consumo de nitrato y 
amonio por C. onubensis, a pH 2,5. La velocidad de consumo de cada fuente 
nitrogenada se obtuvo al dividir la pendiente obtenida por la concentración de 
clorofila media, tras la medición inicial y final de cada cultivo mostrado en las Figuras 

26 y 27. El 100% corresponde a 2,85 y 3,65 mol·h-1·mg chl-1 para nitrato y amonio, 
respectivamente. 

 

Como se puede apreciar en la Figura 28, mientras que la presencia de Cd2+ a una 
concentración de 0,5 mM inhibe en torno al 20% la velocidad de consumo de nitrato, 
en el caso del amonio la inhibición llega a ser del 50%, si bien los cultivos siguieron 
consumiendo la fuente nitrogenada, aunque a una menor velocidad; no obstante, al 
seguir aumentando la concentración del metal hasta 5 mM, la inhibición de consumo 
de ambas fuentes nitrogenadas aumentaron, llegando a ser de un 40% en el caso del 
nitrato y un 90% en el caso del amonio (Figuras 26 y 27). Estos datos contrastan con 
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los observados en otras microalgas, como es el caso del alga modelo C. reinhardtii, 
donde el consumo de nitrato y de amonio se inhibe fuertemente por la presencia de 

Cd2+ (a concentraciones en torno a 150 M), siendo también la inhibición mayor 
sobre el consumo de amonio que sobre el consumo de nitrato (Domínguez, 2008). 
Los resultados ponen de manifiesto la resistencia a cadmio que muestra el consumo 
de nitrógeno en la microalga extremófila C. onubensis. 

El Cd2+ es considerado como un elemento de toxicidad intermedia, ya que a 
concentraciones entre 0,04-0,32 mM, no es tóxico para las plantas (Wagner, 1993), 
pero a concentraciones entre 0,32-1 mM, se considera tóxico a un nivel moderado 
(Benavides et al., 2005). Otros autores también han discutido sobre el efecto que 
provoca la presencia de Cd2+ sobre el metabolismo del nitrógeno en varias plantas 
(Astolfi et al., 2004; Chaffei et al., 2004; Balestrasse et al., 2006; Hsu et al., 2006), así 
se ha indicado la inhibición tanto del consumo como del transporte de nitrato, 
además de otros procesos enzimáticos de la asimilación de nitrógeno (Hernández et 
al., 1997). Tras la exposición al Cd2+, a menudo las plantas sintetizan un conjunto de 
metabolitos que contienen nitrógeno, tales como la prolina, el glutatión y las 
fitoquelatinas, que desempeñan un papel importante en la tolerancia al Cd2+ y que, 
como consecuencia, hacen que las plantas puedan presentar una mayor tolerancia al 
metal (Wang et al., 2008). Un mecanismo similar de desintoxicación de Cd2+ se ha 
propuesto para otras microalgas tales como Euglena gracilis (Mendoza-Cózatl et al., 
2006), que almacena Cd2+ dentro del cloroplasto, ya que esta microalga carece de 
vacuolas (Mendoza-Cózatl y Moreno-Sánchez, 2005); Stigeoclonium sp. (Pawlik-
Skowronska, 2001); la diatomea marina Phaeodactylum tricornutum (Morelli y Scarano, 
2001); y C. reinhardtii (Hu et al., 2001), aunque en esta última microalga el 60% del 
Cd2+ se acumula en cloroplastos (Nagel et al., 1996) y los niveles de fitoquelatinas no 
se correlacionan con la cantidad de Cd2+ acumulado por la microalga (Nishikawa et 
al., 2006). 

 

 

1.3.2. Efecto del cobre sobre el consumo de nitrato y amonio 

A diferencia del Cd2+, el cobre (Cu2+) presenta una mayor toxicidad incluso a 
concentraciones más bajas, según se ha descrito para plantas y microlagas (Clarkson y 
Hanson, 1980; Fernandes y Henriques, 1991). En este sentido, se ha realizado un 
estudio del efecto que provoca este metal sobre los consumos de nitrato (Figura 29) 
y amonio (Figura 30) en la microalga extremófila C. onubensis. Las concentraciones de 
Cu2+ utilizadas fueron: 0,1, 0,2, 0,3, 0,5, 1 y 5 mM, además de un control, que se 
caracterizó por la ausencia del metal en el medio de cultivo. 
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Figura 29. Efecto del cobre sobre el consumo de nitrato por C. onubensis, a 
pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de KNO3 a una concentración inicial 
de 0,25 mM (100%), en ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones 
de Cu2+, añadido a tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración 
de NO3

- en los cultivos correspondientes, según las condiciones descritas en 
Materiales y Métodos. 

 

 
 

Figura 30. Efecto del cobre sobre el consumo de amonio por C. onubensis, a 
pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de NH4Cl 0,25 mM (100%), en 
ausencia (control) o presencia de las concentraciones indicadas de Cu2+, añadido a 
tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración de NH4

+ en los 
cultivos correspondientes, según las condiciones descritas en Materiales y Métodos. 
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En la Figura 29 puede apreciarse cómo durante las 4,5 horas que duró el ensayo, 

en los cultivos inoculados con 100 y 200 M de Cu2+, la desaparición de NO3
- fue 

similar al cultivo control. Esto no ocurrió para concentraciones de 300 y 500 M de 
Cu2+, donde se observó una ligera inhibición del consumo en los cultivos, 
especialmente en la primera media hora de ensayo. No obstante, el efecto fue menos 
significativo que el observado con el cadmio. Al seguir aumentando la concentración 
del metal, se observó una inhibición del consumo del nitrato de un 70% a una 
concentración de 1 mM, siendo total cuando se aumentó 5 veces la concentración de 
Cu2+. 

Por otro lado, para el consumo de amonio (Figura 30), durante la primera hora 
de ensayo, las curvas de desaparición de NH4

+ se mostraron similares en todos los 
casos, aunque durante el resto del ensayo se observó una ligera disminución en el 
consumo de la fuente nitrogenada, siendo más acentuado en el cultivo inoculado en 
presencia de Cu2+ 5 mM, de manera que a las 3 horas de ensayo, el cultivo control 
consumió todo el NH4

+ presente en el medio, mientras que el resto de cultivos tardó 
4 horas. 

Los resultados obtenidos pueden observarse de manera conjunta en la Figura 31, 
donde se aprecia cómo las velocidades de consumo para ambas fuentes nitrogenadas 
se mantuvieron siempre en torno al 80% de las obtenidas en los cultivos control 
hasta concentraciones de Cu2+ de 0,5 mM. Al aumentar la concentración del metal a 
1 mM, el efecto inhibidor aumento hasta el 60% en el caso del nitrato; mientras que 
el consumo de amonio se mantuvo solo un 20 % inhibido.  

Estos resultados contrastan con los observados en otras microalgas y plantas; así, 
en C. reinhardtii, la inhibición del consumo llegó a ser del 100% para una 

concentración de Cu2+ igual o superior a 150 M en el medio de cultivo (Domínguez, 
2008). De la misma manera, se ha descrito la inhibición del consumo de nitrógeno 
por Cu2+ en las microalgas Closterium monoliferum (Christenson, 1983) y Anacystis 
nidulans (Kashyap y Gupta, 1982), así como en el hongo Neurospora crassa (Rao et al., 
1984). Otros autores también han indicado en plantas la inhibición por Cu2+ sobre el 
consumo de NH4

+ y NO3
-, como es el caso de Elsholtzia haichowensis S. (Li et al., 

2007a) o Silene vulgaris (Weber et al., 1991). En la mayoría de los estudios publicados, 
la inhibición por Cu2+ se observa a concentraciones inferiores a las utilizadas en el 
caso de C. onubensis. Los resultados ponen de manifiesto la alta resistencia del 
consumo de nitrógeno en  C. onubesis a la presencia de Cu2+en el medio de cultivo. 

Por otro lado, el pH es un factor muy importante que influye en la toxicidad del 
Cu2+ sobre las plantas y algas, ya que ésta es máxima a pH neutro, tal y como se ha 
indicado en el alga Scenedesmus quadricauda, en la cual se aumentó 76 veces su toxicidad 
por Cu2+ al subir el valor de pH de 5 a 6,5 (Peterson et al., 1984), lo que justificaría la 
menor toxicidad por cobre observada en C. onubensis respecto a otros organismos y 
plantas, ya que la microalga se encuentra crecida a pH ácido. 
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Figura 31. Efecto del cobre sobre la velocidad de consumo de nitrato y amonio 
por C. onubensis, a pH 2,5. La velocidad de consumo de cada fuente nitrogenada 
se obtuvo al dividir la pendiente obtenida por la concentración de clorofila media, 
tras la medición inicial y final de cada cultivo mostrado en las Figuras 29 y 30. El 

100% corresponde a 2,88 y 3,74 mol·h-1·mg chl-1 para nitrato y amonio, 
respectivamente. 

 

Aunque algunas plantas y algas son extremadamente susceptibles a la toxicidad 
del Cu2+, otras son capaces de crecer expuestas a un alto contenido de Cu2+ 
presentando tolerancia hacia el metal (Fernandes y Henriques, 1991). Entre los 
mecanismos que utilizan para minimizar los efectos del Cu2+ se incluyen la exclusión, 
la unión extracelular, la precipitación en el exterior de la membrana celular y la 
utilización de sitios intracelulares no sensibles al Cu2+ (Stokes, 1979; Rauser y 
Curvetto, 1980). En plantas se ha indicado la presencia de proteínas 
(metalotioneínas) implicadas en el secuestro del Cu2+ y otros metales pesados, así 
como de fitoquelatinas, que poseen la capacidad de unirse a cationes metálicos a 
través de los grupos tiólicos de los residuos de cisteína, secuestrándolos y actuando a 
nivel de transporte, almacenamiento y excreción del metal (Kneer y Zenk, 1992; 
Joshi et al., 2015). 

 

1.3.3. Efecto del mercurio sobre el consumo de nitrato y amonio 

Continuando con el estudio del estrés metálico sobre el consumo de nitrógeno 
en C. onubensis, en las Figuras 32 y 33 se muestra el efecto que provocó diferentes 
concentraciones de mercurio (Hg2+) sobre el consumo de nitrato y amonio, 
respectivamente,  en cultivos celulares de la microalga crecidos a pH 2,5. 
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Figura 32. Efecto del mercurio sobre el consumo de nitrato por C. onubensis, 
a pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de KNO3 a una concentración inicial 
de 0,25 mM (100%), en ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones 
de Hg2+, añadido a tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración 
de NO3

- en los cultivos, según se describe en Materiales y Métodos. 

 
 

 
 

Figura 33. Efecto del mercurio sobre el consumo de amonio por C. onubensis, 
a pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de NH4Cl a una concentración inicial 
de 0,25 mM (100%), en ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones 
de Hg2+, añadido a tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración 
de NH4

+ en los cultivos, según se describe en Materiales y Métodos. 
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En la Figura 32 se observa un fuerte efecto inhibidor del mercurio sobre el 
consumo de NO3

-, inhibición que se mostró proporcional a la concentración del 
metal. Así, los únicos cultivos que consumieron todo el NO3

- presente en el medio, 
durante el tiempo que duró el ensayo, fueron el control y el cultivo crecido con Hg2+ 
50 nM. El efecto inhibidor se mostró más significativo a concentraciones del metal 
superiores a 100 nM, observándose una inhibición del consumo de nitrato 

prácticamente del 100% a 1 y 5 M de Hg2+. Por el contrario, el consumo de amonio 
por C. onubensis se mostró menos sensible a la presencia del metal (Figura 33), así, 
para concentraciones iguales o inferiores a 100 nM, las curvas de desaparición de 
amonio coincidieron con la del cultivo control, observándose un efecto mayor con 

Hg2+ 5 M, donde al final del ensayo se quedó sin consumir un 36% del NH4
+ total.  

La diferencia de la inhibición provocada por el Hg2+ sobre las velocidades de 
consumo de nitrato y amonio en C. onubensis se aprecia mejor en la Figura 34. Como 

se puede observar, a una concentración de 1 M de Hg2+ en el medio de cultivo, la 
inhibición del consumo de nitrato, en C. onubensis, es prácticamente del 100%, 
mientras que la velocidad de consumo de amonio solo se afecta en un 25%, 

manteniéndose siempre la inhibición por debajo del 50% a la concentración de 5 M 
(Figura 33). En cualquier caso, las concentraciones de Hg2+ utilizadas en el ensayo 
fueron inferiores a las utilizadas con Cd2+ o Cu2+, indicativo de la mayor toxicidad del 
mercurio. 
  

 
 

Figura 34. Efecto del mercurio sobre la velocidad de consumo de nitrato y 
amonio por C. onubensis, a pH 2,5. La velocidad de consumo de cada fuente 
nitrogenada se obtuvo al dividir la pendiente obtenida por la concentración de 
clorofila media, tras la medición inicial y final de cada cultivo mostrado en las Figuras 

32 y 33. El 100% corresponde a 2,99 y 3,94 mol·h-1·mg chl-1 para nitrato y amonio, 
respectivamente.  
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El Hg2+ se considera uno de los elementos más tóxicos, tanto para la salud 
humana como para el medio ambiente (Tuzen y Soylak, 2005; Meucci et al., 2009; 
Niazi et al., 2009), así, su exposición, tanto en formas orgánicas como inorgánicas, es 
la segunda causa más común de intoxicación por metales (Storelli et al., 2002). La 
acumulación de Hg2+ ha sido estudiada en varias especies de plantas superiores tales 
como el guisante (Pisum sativum L.), la menta (Mentha spicata L.) (Beauford et al., 1977), 
el centeno (Lolium perenne) (Al-Attar et al., 1988), la espinaca (Spinacia oleracea) 
(Chunilall et al., 2004) y el arroz (Oryza sativa L.) (Du et al., 2005). Los efectos 
adversos que causa la acumulación excesiva de Hg2+ son la integridad de la estructura 
de la membrana y orgánulos celulares; el desplazamiento en la absorción de cationes 
esenciales, como es el caso del Mg2+ requerido en la síntesis de clorofila; y la 
reducción de la absorción de nutrientes minerales (Cho y Park, 2000; Patra y Sharma, 
2000; Azevedo y Rodriguez, 2012). Aunque en algas los estudios con mercurio son 
más escasos, se ha indicado la generación de estrés oxidativo en C. reinhardtii  (Elbaz 
et al., 2010), o la inhibición del crecimiento celular y la síntesis de clorofila en varias 
microalgas de origen marino (Bakar et al., 2015). 

Al igual que el Cd2+ y Cu2+, el Hg2+ tiene una fuerte afinidad por el azufre, por 
eso cabe pensar que el modo primario de acción tóxica de dicho metal en los 
organismos vivos es la interferencia de la función enzimática y proteínas mediante la 
unión a grupos tiólicos (-SH) (García y Reyes, 2001; Patra et al., 2004). Debido a la 
afinidad del metal por el azufre, se ha indicado como principal vía de desintoxicación 
de Hg2+ la formación de complejos con las fitoquelatinas (Cobbett y Goldsbrough, 
2002; Vivares et al., 2005).  

 

1.3.4. Efecto del arsénico sobre el consumo de nitrato y amonio 

El arsénico (As) es un metaloide no esencial y generalmente tóxico para las 
plantas. En la naturaleza puede existir en forma orgánica e inorgánica. La exposición 
al As generalmente induce la producción de especies reactivas de oxígeno, que 
pueden conducir a la producción de metabolitos antioxidantes y activación de 
numerosas enzimas implicadas en el estrés oxidativo. El metabolismo oxidativo del 
carbono, las relaciones de aminoácidos y proteínas, y las vías de asimilación de 
nutrientes, también se ven afectadas por la exposición al metaloide (Finnegan y Chen, 
2012). 

En el presente apartado se estudia el efecto que producen dos formas 
inorgánicas de arsénico (arsenito y arseniato) sobre el consumo de nitrógeno en la 
microalga C. onubensis. Las siguientes figuras muestran el efecto que provocó el 
As(III) (arsenito) sobre el consumo de NO3

- (Figura 35) y NH4
+ (Figura 36) en 

cultivos de la microalga crecidos a pH 2,5. 
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Figura 35. Efecto del arsenito sobre el consumo de nitrato por C. onubensis, a 
pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de KNO3 0,25 mM (100%), en 
ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones de As(III), añadido a 
tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración de NO3

- en los 
cultivos correspondientes, según las condiciones descritas en Materiales y Métodos. 

 

 

 
 

Figura 36. Efecto del arsenito sobre el consumo de amonio por C. onubensis, 
a pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de NH4Cl 0,25 mM (100%), en 
ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones de As(III), añadido a 
tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración de NH4

+ en los 
cultivos correspondientes, según las condiciones descritas en Materiales y Métodos. 
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Como se puede apreciar en las figuras, en C. onubensis, el consumo de amonio 
presentó, de nuevo, más resistencia que el de nitrato a la presencia de As(III) en el 
medio de cultivo, mostrando todos los cultivos un comportamiento similar al control, 
a excepción del cultivo inoculado con As(III) 1 y 5 mM (Figura 36). Por el contrario, 
sí se observó un efecto inhibidor sobre el consumo de NO3

-. Así, en la Figura 35, 
puede apreciarse como durante todo el ensayo, en los cultivos inoculados con el 
metaloide, el NO3

- se consumió más lentamente que en caso del cultivo control, 
siendo el efecto de inhibición total para una concentración de As(III) 5 mM. Además, 
a diferencia del cultivo control (o en el caso del amonio), ninguno de los cultivos 
expuestos al metaloide llegaron a consumir todo el NO3

- presente en el medio 
durante el tiempo que duró el experimento.    

 
 

 
 

Figura 37. Efecto del arsenito sobre la velocidad de consumo de nitrato y 
amonio por C. onubensis, a pH 2,5. La velocidad de consumo de cada fuente 
nitrogenada se obtuvo al dividir la pendiente obtenida por la concentración de 
clorofila media, tras la medición inicial y final de cada cultivo mostrado en las Figuras 

35 y 36. El 100% corresponde a 3,02 y 4,07 mol·h-1·mg chl-1 para nitrato y amonio, 
respectivamente. 

 

 

La Figura 37 muestra, de forma comparativa, el efecto del As(III) sobre las 
velocidades de consumo de ambas fuentes nitrogenadas. Como se aprecia en la figura, 
la velocidad de consumo de amonio, en C. onubensis, permaneció prácticamente 
constante hasta una concentración de 0,5 mM, disminuyendo un 40% cuando se 
inoculó en presencia del As(III) 1 mM. Para nitrato, se aprecia una disminución 
inicial del 35% de la velocidad de consumo en presencia de As(III) 0,025 mM, 
llegando a ser del 70% para una concentración del metaloide de 0,5 mM y del 100% 



 
 
 
 
 

III. Resultados y Discusión   Capítulo 1. Consumo de Nitrógeno 

80 

 

cuando la concentración se aumentó 10 veces (Figura 35). Estos resultados de 
inhibición de consumo de NO3

- por arsenito son similares a los estudiados en la 
microalga C. reinhardtii, aunque a concentraciones mayores del metaloide (Domínguez, 
2008). 

 

 
 

 
 

Figura 38. Efecto del arseniato sobre el consumo de nitrato y amonio por la 
microalga C. onubensis, a pH 2,5. Las células se cultivaron en presencia de la 
correspondiente fuente nitrogenada a una concentración de 0,25 mM (100%), en 
ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones de As(V), añadido a 
tiempo 0. A los tiempos señalados, se determinó la concentración de NO3

- y NH4
+ 

según se indica en Materiales y Métodos. 
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A diferencia de lo observado con arsenito, los cultivos de C. onubensis se 
mostraron más resistentes a la presencia de As(V), (arseniato), en el medio de cultivo. 
De hecho, como muestra la Figura 38, fue necesario aumentar la concentración del 
metaloide casi un orden de magnitud para obtener algún efecto significativo. Aún así, 
el comportamiento con ambas fuentes nitrogenadas fue bastante similar, viéndose 
ligeramente más afectado el consumo de nitrato en presencia de As(V), aspecto que 
también se observó cuando se calcularon las velocidades de consumo (dato no 
mostrado). 

La diferencia observada en cuanto a la tolerancia respecto a la forma de arsénico 
presente en el medio de cultivo, podría estar relacionada con el tipo de transporte 
utilizado en cada caso. Así, se ha descrito en plantas que el transporte de arseniato se 
realiza a través de transportadores de fosfato, mientras que el transporte de arsenito 
es más eficiente y ocurre por medio de acuagliceroporinas (Abedin et al., 2002; Rosen, 
2002; Wang et al., 2002). El As(V) es un análogo del fosfato inorgánico y es 
fácilmente transportado a través de la membrana por las proteínas del transportador 
de fosfato (Ullrich-Eberius et al., 1989; Wu et al., 2011). La competencia entre ambos 
por el mismo sistema de transporte se ha indicado en plantas hiperacumuladoras de 
As (Wang et al., 2002; Tu y Ma, 2003), no hiperacumuladoras tolerantes al As 
(Meharg y Macnair, 1992; Bleeker et al., 2003) y no acumuladoras sensible al As 
(Abedin et al., 2002; Esteban et al., 2003). Bajo condiciones de baja concentración de 
fosfato, el As(V) puede competir con él para entrar en la planta, aumentando la 
capacidad para privarla del fosfato. Por el contrario, una alta concentración de 
fosfato puede proteger a las plantas de la toxicidad de As(V), tal y como le ocurre a 
Pteris vittata (Tu y Ma, 2003; Ellis et al., 2006) y otros miembros de las Pteridáceas que 
hiperacumulan As (Pickering   et al., 2006; Zhao et al., 2009). En este sentido, la 
presencia de fosfato en el medio de cultivo de la microalga (2,87 mM) implicaría una 
competencia con el arseniato por el transportador, lo que dificultaría su entrada y, 
por tanto, minimizaría su toxicidad, lo que justificaría la menor toxicidad observada 
con el arseniato. Así, por mutagénesis insercional de un gen homólogo del 
transportador de fosfato, se ha descrito que confiere a C. reinhardtii resistencia a 
arseniato (Kobayashi et al., 2003). En este contexto, se ha determinado el fosfato 
intracelular en mutantes de C. reinhardtii sensibles o resistentes a arseniato y se ha 
visto que los mutantes resistentes acumulaban un mayor contenido en fosfato 
(Kobayashi et al., 2005). 

Una vez dentro de la célula vegetal, el As(V) probablemente podrá moverse 
fácilmente de un compartimento celular a otro cruzando las membranas internas a 
través de los diversos transportadores de fosfato. El resultado de este movimiento 
sería el rápido equilibrio del arsénico en toda la célula, exponiendo todas las partes 
del metabolismo celular (Palmieri et al., 2008). Se ha indicado la implicación del 
As(V) en la formación de ADP-As(V), complejo inestable que conduce a la 
interrupción de los flujos de energía en las células, compitiendo con el fosfato en la 
síntesis de ATP (Gresser, 1981; Quaghebeur y Rengel, 2003). De hecho, los valores 
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de Km y Vmáx de esta reacción son similares tanto para el fosfato como para el 
arseniato (Moore et al., 1983). Los organismos fotosintéticos metabolizan el arseniato 
y lo transforman en arsenito por acción de la enzima arseniato reductasa, así, el 
arsenito formado reacciona con los grupos –SH de las proteínas inactivando 
numerosas enzimas (Zhao et al., 2009). La síntesis de fitoquelatinas y de glutatión, 
capaces de formar complejos con el arsénico a través de los grupos tiólicos, se 
considera la principal vía de desintoxicación tanto para el As(III) como para el As(V) 
(Raab et al., 2007; Zhao et al., 2012). 

Otro aspecto destacable de los resultados obtenidos es la diferencia observada 
por la presencia de arsenito en cuanto a la fuente de nitrógeno utilizada (Figura 37). 
Este resultado coincide, además, con el obtenido para el caso del Cu2+ (Figura 31) y 
el Hg2+ (Figura 34). En los que la inhibición, en C. onubensis, fue mayor sobre el 
consumo de nitrato que sobre el de amonio. Se ha descrito la capacidad que 
presentan estas especies para interaccionar con los grupos tiólicos de proteínas y 
enzimas (Zhao et al., 2009; Azevedo y Rodriguez, 2012). En este sentido, el estrés 
metálico provoca el bloqueo de transportadores específicos de nitrato en Arabidopsis, 
indicando los centros tiólicos como dianas celulares de la inhibición (Mao et al., 
2014). Menos datos existen en cuanto al efecto sobre los transportadores de amonio. 
Se ha indicado la inhibición del transporte de NH3 por mercurio en nódulos de raíz 
de soja (Niemietz y Tyerman, 2000), si bien en este caso no se utilizan los mismos 
transportadores que para amonio (Howitt y Udvardi, 2000), y en arroz, la exposición 
a arseniato provoca una disminución del nivel de transcrito tanto para los 
transportadores de nitrato, como para los de amonio (Norton et al., 2008; Finnegan y 
Chen, 2012). 
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2. Caracterización de enzimas del metabolismo del nitrógeno y 
estrés abiótico en Coccomyxa onubensis 

Como se ha indicado en el Capítulo anterior, la síntesis de fitoquelatinas 
constituye uno de los principales mecanismos que las plantas y microalgas utilizan 
para minimizar los efectos provocados por el estrés metálico. Las fitoquelatinas son 

pequeños péptidos que poseen una estructura del tipo (-Glu-Cys)n-Gly (n = 2-11) 
capaces de secuestrar metales y minimizar la toxicidad de los mismos (Rauser, 1995; 
Le Faucheur et al., 2005). En este sentido, teniendo en cuenta la demanda de 
glutamato necesaria para la síntesis de fitoquelatinas, se ha realizado un estudio de 
estrés metálico sobre algunas enzimas que, de manera directa o indirecta, participan 
en la  síntesis de este aminoácido. Entre ellas se han seleccionado la nitrito reductasa 
(NiR), que aporta el amonio requerido; la glutamina sintetasa (GS), que utiliza este 
amonio durante el ciclo GS/GOGAT para la síntesis de glutamato; y la glutamato 
deshidrogenasa (GDH), que sintetiza el glutamato directamente a partir de amonio y 
glutamina (para más información ver el apartado 3 de la Introducción). No obstante, 
teniendo en cuenta que es la primera vez que se ensayan estas enzimas en la 
microalga C. onubensis, se va a realizar un estudio previo de caracterización cinética de 
las mismas a efecto de garantizar la medida de actividad de las enzimas en los 
estudios de estrés metálico realizados en extractos crudos de la microalga. Debido a 
la rigidez de la pared celular de C. onubensis, fue preciso utilizar un método de rotura 
celular bastante agresivo. La rotura se realizó por vibración con perlas de vidrio en 
un homogeneizador Bühler, como se describe en Materiales y Métodos. 

 

2.1. Caracterización de la actividad nitrito reductasa de C. onubensis 
 

El nitrito es altamente reactivo y un ion potencialmente tóxico. Los organismos 
fotosintéticos transportan inmediatamente el nitrito generado por la reducción del 
nitrato desde el citosol a los cloroplastos, donde la enzima nitrito reductasa (NiR) lo 
reduce hasta amonio utilizando ferredoxina (Fd) reducida fotosintéticamente, de 
acuerdo con la siguiente reacción global (Fernández et al., 1998): 

 

NO2
- + 6 Fdred (6 e-)+ 8 H+  NH4

+ + 6 Fdox + 2 H2O 
 

La Tabla 7 muestra la caracterización del ensayo de actividad de la NiR en 
extractos crudos de C. onubensis. La actividad se mostró absolutamente dependiente 
de la presencia de metil viológeno (MV) reducido con ditionito, que sustituye a la 
ferredoxina reducida en la mezcla de reacción, no observándose actividad cuando se 
utilizó NADH o NADPH como donadores de electrones. En ausencia del tampón 
Tris-HCl (pH 7,5), la actividad disminuyó un 44% respecto al ensayo general, lo que 
implica la necesidad de tamponar el medio de reacción, aspecto que se discutirá más 
adelante. Por último, a efecto de desnaturalizar las enzimas, se realizó un ensayo en el 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0166445X10004339#bib0090
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que se sometió el extracto crudo a un calentamiento de 100 ºC durante 2 minutos, 
mediante el cual no se observó actividad, indicando la naturaleza biológica de la 
reacción ensayada.  

 

Tabla 7. Caracterización de las actividades NiR en extractos crudos de la 
microalga C. onubensis. 

Condiciones 
NiR 

(U·mg-1) 
NiR 
(%) 

MV-NiR (completo)  555,50 100 
menos tampón Tris-HCl,  pH 7,5 311,93 56,1 
menos metil viológeno  35,61 6,4 
menos ditionito  2,85 0,5 
menos EC; más EC calentado a 100 ºC 0 0 
   

Fd-NiR 90,16 16,2 
NADH-NiR 0 0 
NADPH-NiR 0 0 

 

El ensayo completo contenía en 1 ml de volumen final: 50 mol de tampón Tris-HCl, 

pH 7,5; 3 mol de NaNO2; 10 mol de MV; 10 mg de ditionito 100 mg·ml-1 y 100 l 
de extracto crudo (EC). Los demás ensayos se realizaron eliminando los diferentes 

reactivos; o bien sustituyendo el MV por 20 µmol de Fd o 0,5 mol de NAD(P)H. 
En uno de los ensayos, el EC se calentó a 100 ºC durante 2 minutos y se centrifugó a 
13400 rpm durante 5 minutos, y se utilizó como fuente de enzima. Tras 10 minutos 
de incubación a 45 ºC, se determinó la actividad NiR según se describe en Materiales 
y Métodos. 

 

La ferredoxina (Fd) es una proteína sulfoférrica que desempeña un papel 
fundamental como donador de electrones fisiológico en enzimas NiR de organismos 
fotosintéticos (Losada y Guerrero, 1979) tales como las microalgas Chlorella fusca 
(Zumft, 1972), Chlamydomonas reinhardtii (Hirasawa et al., 2010) o Monoraphidium 
braunii (Vigara et al., 2002), entre otros; no obstante, puede ser sustituido por otros 
donadores de electrones artificiales, siendo uno de los más eficaces el metil viológeno. 
Como puede observarse en la Tabla 7, al sustituir el MV por Fd, la velocidad de la 
reacción NiR disminuyó 6 veces, aunque hay que indicar que la Fd utilizada fue de 
espinacas, en lugar de la Fd de C. onubensis. Por este motivo, dada la diferencia de 
actividad, se utilizó el MV para realizar la mayoría de los estudios. Los organismos no 
fotosintéticos, en cambio, no utilizan la Fd como donador de electrones debido a que 
presentan una marcada especificidad por nucleótidos de piridina reducido, 
pudiéndose distinguir hasta tres tipos de enzimas: la NAD(P)H-NiR, que puede usar 
NADPH o NADH como donador de electrones, siendo característica del hongo 
Neurospora crassa (Greenbaum et al., 1978); la NADPH-NiR, característica de la 
levadura Torulopsis nitratophila (Rivas et al., 1973); y la NADH-NiR, encontradas en 
organismos procariotas tales como Escherichia coli K2 (Jackson et al., 1981), 
Rhodobacter capsulatus E1F1 (Olmo-Mira et al., 2006) o Azotobacter chroococcum (Vega et 
al., 1973), entre otros. 
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2.1.1. Propiedades cinéticas de la actividad nitrito reductasa 
 

Parámetros cinéticos 

Con la finalidad de estudiar la afinidad de la NiR por sus diferentes sustratos, se 
realizó un estudio enzimático para determinar los parámetros cinéticos clásicos en 
base a la teoría enzimática de Michaelis-Menten. 

 

 
 

 
 

Figura 39. Representación de Michaelis-Menten de la actividad NiR de C. 
onubensis en función de la concentración de metil viológeno (A), o 
ferredoxina (B). La actividad se midió tal y como se describe en Materiales y 
Métodos, excepto en lo referente a las concentraciones de MV y Fd en la mezcla de 
reacción, que variaron según se muestra en la figura. 
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La Figura 39 muestra los resultados obtenidos para la variación de la actividad 
enzimática de la NiR cuando se utilizaron concentraciones crecientes de MV y Fd en 
la mezcla de reacción. En ella puede observarse como la NiR presentó una cinética 
clásica de Michaelis-Menten frente a MV y Fd sin que se aprecie inhibición por 
sustrato. A partir de la representación de Lineweaver-Burk (Figura 40) se obtuvo un 

valor de Km para MV y Fd de la NiR de C. onubensis de 16,9 mM y 7,2 M, 
respectivamente. 

 

 
 

 
 

Figura 40. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación de los 
valores de Km para metil viológeno (A), o ferredoxina (B), de la actividad NiR 
de C. onubensis. Se representa la inversa de la velocidad de reacción frente a la 
inversa de la concentración de MV y Fd, de los valores representados en la Figura 39. 
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Cuando se realizó un estudio similar para el nitrito (NO2
-), se obtuvieron los 

resultados mostrados en la Figura 41 donde, de nuevo, el comportamiento se 
correlacionó con una cinética de Michaelis-Menten, calculándose un valor de Km 

para nitrito (Figura 41B) de la NiR de C. onubensis de 1,9 mM. 
 

 
 

 
 

Figura 41. Representación de Michaelis-Menten (A) y Lineweaver-Burk (B) 
para la determinación del valor de Km para nitrito, de la actividad NiR de C. 
onubensis. La actividad se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, 
excepto en lo referente a las concentraciones de NO2

- en la mezcla de reacción, que 
variaron según se muestra en la figura. Se representa también la inversa de la 
velocidad de reacción frente a la inversa de la concentración de NO2

-, de los valores 
representados en la Figura 41A.  
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Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad NiR, en el intervalo comprendido entre 5 y 9, 
se muestra en la Figura 42. En ella se aprecia como la actividad se hace máxima en 
tampón Tris-HCl 50 mM, pH 7,5. Cuando se sustituyó, para el mismo valor de pH, 
el tampón fosfato potásico en lugar del Tris-HCl, la actividad mantuvo un 85% de su 
actividad. Para valores de pH 6,5 e inferiores, y pH 8 y superiores, la actividad 
enzimática cayó drásticamente por debajo de un 40%, obteniéndose los valores 
mínimos a pH 5 y 6. La importante disminución de actividad observada a pH inferior 
al óptimo (7,5) justifica los resultados obtenidos en la caracterización del ensayo 
(Tabla 7), donde se apreciaba la necesidad de amortiguar la mezcla de reacción a pH 
7,5.  

 

 
 

Figura 42. Determinación del pH óptimo de la actividad NiR de C. onubensis. 
Los tampones, utilizados a una concentración de 50 mM en la mezcla de reacción, 
fueron: MES, pH 5, 6 y 6,5; fosfato potásico, pH 6,5, 7 y 7,5; Tris-HCl, pH 7,5, 8 y 9. 
El 100% corresponde a 613,72 U·mg-1 de actividad NiR. Más detalles en Materiales y 
Métodos. 

 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 43A muestra la dependencia de la actividad NiR con la temperatura en 
el intervalo comprendido entre 0 y 70 ºC. La actividad máxima se alcanzó a una 
temperatura de 45 ºC, manteniéndose por encima del 90% cuando se midió a 50 ºC.  
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Figura 43. Determinación de la temperatura óptima (A) y energía de 
activación (B) de la actividad NiR de C. onubensis. La actividad NiR se 
determinó tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque incubando la 
mezcla de reacción a las temperaturas indicadas; 628,10 U·mg-1 corresponde al 100% 
de actividad NiR. Se representa también la ecuación de Arrhenius linealizada a partir 
del logaritmo neperiano de la actividad NiR frente a 1/Temperatura. 

 

A valores de temperaturas entre 25 y 60 ºC, la actividad NiR se mantuvo por 
encima del 30%, produciéndose una caída de la actividad a tiempos superiores e 
inferiores al intervalo, disminuyendo un 100% cuando la temperatura fue de 70 ºC, 
posiblemente debido a un proceso de termoinactivación de la enzima. Por otra parte, 
la Figura 43B muestra la representación de Arrhenius de las velocidades del proceso 
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catalizado para cada temperatura. Los valores comprendidos entre 0 y 45 ºC se 
disponen linealmente distinguiéndose una única pendiente, a partir de la cual se 
calculó la energía de activación para la reacción catalizada por la NiR, obteniéndose 
un valor de 39,3 kJ·mol-1. 

 

Estabilidad térmica 

Para determinar cómo afecta la temperatura a la estabilidad de la NiR de C. 
onubensis, se procedió a incubar un extracto crudo de la microalga a distintos tiempos 
y temperaturas. La Figura 44 muestra la dependencia de la actividad NiR a diferentes 
temperaturas en un intervalo de tiempo comprendido entre 0 y 480 minutos (8 h). 
En general, la enzima se mostró térmicamente muy sensible. Así, se aprecia como a 
las temperaturas de 45 y 55 ºC, se produjo una caída drástica de la actividad en el 
intervalo de tiempo de 1 hora, concretamente un 45 y 80%. A 35 ºC, se aprecia que la 
actividad se mantuvo en un 60% en el intervalo de tiempo de 2 horas, produciéndose 
una caída drástica de actividad a tiempos superiores. A la temperatura de 4 ºC, la 
actividad se mantuvo al 100% en el intervalo de tiempo de 1 hora, decayendo poco a 
poco a tiempos mayores, quedando un 52% de actividad a las 8 horas de ensayo. Por 
último, a la temperatura de -20 ºC, la actividad mantuvo el 100% en todo el intervalo 
de tiempo que duró el ensayo. 

 

  
 

Figura 44. Estabilidad térmica de la actividad NiR de C. onubensis. La 
actividad NiR se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque 
incubando los extractos crudos a las temperaturas indicadas. El 100% corresponde a 
475,57 U·mg-1 de actividad NiR. 

 

Según la caracterización físico-química de la NiR de la microalga C. onubensis, se 
han obtenido valores de Km para metil viológeno, ferredoxina y nitrito de 16,9 mM, 
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7,2 M y 1,9 mM, respectivamente. El proceso catalítico requiere un pH óptimo de 
7,5 en tampón Tris-HCl 50 mM, una temperatura óptima de 45 ºC y una energía de 
activación de 39,3 kJ·mol-1.  

 

Tabla 8. Parámetros cinéticos de las NiR de algunos organismos 
fotosintéticos. 

Organismo 
Km Tª pH 

MV NO2
- Fd Óptimo 

 mM M º C  

Coccomyxa onubensis 16,9 1,9 7,2 45 7,5 
Monoraphidium braunii 0,26 0,70 10,0 40 7,5 
Chlamydomonas 
reinhardtii 

0,91 
0,38 24,0 40 8,0 

Spirulina platensis  0,40 0,20 20,0 nd 7,8 
Phormidium laminosum 0,22 0,04 22,0 50 7,3-7,6 
Porphyra yezoensis 0,37 0,28 25,0 nd 7,7 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; M. braunii, Vigara et al. (2002); C. reinhardtii, Romero et al. (1987); S. 
platensis, Yabuki et al. (1985); P. laminosum, Arizmendi y Serra (1990); P. yezoensis, Ide y 
Tamura (1987). nd indica no determinado. 

 

La Tabla 8 muestra una comparación de estos datos con los de otras NiR de 
origen fotosintético. Aunque los valores óptimos de pH y temperatura obtenidos 
para la NiR de C. onubensis fueron similares a los de otras NiR, la afinidad de la 
enzima por sus diferentes sustratos varía notablemente, siendo los valores de Km 
para MV y NO2

- los más altos de entre los organismos comparados, y el de Fd el más 
pequeño. 

 

Efecto de diferentes sustancias sobre la actividad NiR 

La Tabla 9 recoge un estudio del efecto que produce distintas sustancias, tales 
como cationes monovalentes y divalentes, reactivos de grupos sulfhidrilos, o agentes 
quelantes de metales a diferentes concentraciones, sobre la actividad NiR en 
extractos crudos de C. onubensis. Como se puede apreciar, los cationes monovalentes, 
tales como el Na+ y K+, y el DTT (reactivo de grupos sulfhidrilos), apenas 
produjeron efecto significativo sobre los niveles de actividad NiR a las 
concentraciones estudiadas, 1 y 5 mM. 

En cuanto a los cationes divalentes, el Mg2+ no provocó ningún efecto sobre la 
actividad NiR, mientras que el Cd2+ produjo una inhibición del 15% a la 
concentración de 1 mM, aumentando la inhibición hasta un 55%, respecto al ensayo 
control, al aumentar 5 veces la concentración del inhibidor. En guisante (Chugh et al., 
1992) se ha observado la inhibición in vitro por cadmio de la nitrato reductasa, 
mientras que la nitrito reductasa permanece inalterada, si bien a concentraciones del 
metal (0,25 mM) inferiores a las utilizadas en el ensayo de la enzima de C. onubensis. 
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Tabla 9. Efecto de diferentes agentes sobre la actividad NiR de C. onubensis. 

Agente  
NiR (%) 

1 mM 5 mM 

Ninguno (control) 100 100 
Na+ 97,5 95,1 
K+ 97,3 95,8 
Mg2+ 97,8 94,2 
Cd2+ 85,6 43,9 
DTT 96,8 96,4 
KCN 0 0 
NaN3 92,4 80,1 

 

Se determinó la actividad NiR según se describe en Materiales y Métodos en 
presencia de los compuestos reseñados, a la concentración indicada. El 100% 
corresponde a 549,11 U·mg-1 de actividad NiR. 

 

De los agente quelantes de metales estudiados, inhibidores clásicos de enzimas 
que poseen grupo hemo, el cianuro inhibió un 100% la actividad NiR a una 
concentración de 1 mM, lo cual es consecuente con la posible existencia de un grupo 
hemo en la enzima de C. onubensis, como ocurre con la NiR de otros 
microorganismos. Así, a esa misma concentración de cianuro, la NiR de C. fusca 
(Zumft, 1972) se inhibió un 90%; no obstante, la enzima de P. laminosum (Arizmendi 
y Serra, 1990) llegó a inhibirse un 92% a una concentración 10 veces menor. En el 
caso de la azida, apenas mostró un efecto destacable en la actividad NiR de C. 
onubensis, siendo la inhibición de un 7,6% a una concentración de 1 mM y de un 
19,9% a la concentración de 5 mM, manteniéndose al mismo nivel cuando la 
concentración se aumentó a 10 mM (dato no mostrado). Dicho comportamiento 
también se ha observado en el alga roja P. yezoensis (Ho et al., 1976), la cual no se vio 
afectada por azida 0,33 mM, pero mostró un 19% de inhibición a una concentración 
10 veces superior. 

 

Ensayo de actividad en gel 

La Figura 45 muestra el resultado de un ensayo de actividad NiR en gel de 
poliacrilamida, en condiciones nativas, de la enzima NiR de C. onubensis y C. reinhardtii. 
Como puede apreciarse en la figura, se ha obtenido en los extractos crudos de la 
microalga C. onubensis una única banda de actividad NiR de menor movilidad 
electroforética que la NiR de C. reinhardtii. Este resultado es consecuente con el 
hecho de que en C. onubensis existe también una única isoforma para la NiR, tal y 
como ocurre con la NiR en otros organismos como C. reinhardtii (Romero et al., 
1987), M. braunii (Vigara et al., 2002), Anabaena sp. 7119 (Méndez y Vega, 1981), 
espinacas (Vega y Kamin, 1977; Ida y Mikami, 1986); o la bacteria Rhodopseudomonas 
sphaeroides (Sawada et al., 1978). En cambio, en el hongo Candida utilis (Sengupta et al., 
1996), se han identificado dos isoformas de NiR. 
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Aunque la electroforesis nativa no es una técnica que permita calcular de forma 
fiable el peso molecular de una proteína, se ha realizado un cálculo aproximado de 
este parámetro. Así, se ha estimado, a partir de los patrones utilizados, un peso 
molecular aparente para la NiR de la microalga C. onubensis en torno a 75 kDa, algo 
superior a los estimados para la NiR de otros organismos fotosintéticos, que varía 
entre 50 y 63 kDa (Vigara et al., 2002), siendo el peso molecular de la NiR de la 
microalga C. reinhardtii de 63 kDa (Romero et al., 1987). 

 

 
 

Figura 45. Ensayo de actividad NiR en gel de poliacrilamida. Se realizó una 
electroforesis nativa de extractos crudos de C. onubensis y C. reinhardtii. Calles 1 y 2, 

actividad NiR en extractos crudos de C. onubensis (27,7 g); calles 3 y 4, actividad NiR 

en extractos crudos de C. reinhardtii (15,6 g). La actividad NiR en gel se determinó 
según se describe en Materiales y Métodos. 

 

2.2. Caracterización de la actividad glutamina sintetasa de C. onubensis 

La glutamina sintetasa (GS) es una enzima que cataliza la síntesis de L-glutamina 
a partir de L-glutamato y amonio en presencia de ATP (actividad sintética); no 
obstante, la enzima se ensayó mediante su actividad transferasa, que cataliza la 

síntesis de -glutamilhidroxamato (-GHA) a partir de glutamina (Gln) e 
hidroxilamina (NH2OH), en base al ensayo descrito por Shapiro y Stadtman (1970). 

La caracterización del ensayo de actividad transferasa de la GS en extractos 
crudos de C. onubensis se muestra en la Tabla 10. La actividad se mostró 
absolutamente dependiente de la presencia de sus sustratos hidroxilamina, glutamina, 
ADP y Mn2+, así como de HAsO4

2-. Por otro lado, cuando no se adicionó tampón 
MOPS (pH 7), la actividad disminuyó un 53%, mostrando la necesidad de tamponar 
el medio de reacción. La eliminación del DTE provocó una disminución del 20% de 
la actividad GS, lo que justifica la necesidad de la presencia de un reactivo de grupos 
sulfhidrilos como activador del proceso catalizado; en cambio, al eliminar el NaOH, 
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se produjo un aumento del 30% de la actividad respecto al ensayo general, por lo que 
se evitó su utilización a pesar de que está descrito su uso en el ensayo de actividad 
transferasa de la GS (Shapiro y Stadman, 1970). Por último, a efecto de 
desnaturalizar las enzimas, se realizó un ensayo en el que se sometió el extracto crudo 
a un calentamiento de 100 ºC durante 2 minutos, mediante el cual no se observó 
actividad, indicando la naturaleza biológica de la reacción realizada.  

 

Tabla 10. Caracterización de las actividades GS en extractos crudos de la 
microalga C. onubensis. 

Condiciones 
GS 

(U·mg-1) 
GS 
(%) 

Completo 1,09 100 
menos glutamina  0,13 11,4 
menos MnCl2 0,14 1,5 
menos ADP  0,19 16,9 
menos tampón MOPS, pH 6 0,51 46,9 
menos hidroxilamina 0,02 1,83 
menos NaOH 1,40 127,9 
menos DTE 0,89 81,46 
menos HAsO4

2-  0,07 6,1 
menos EC; más EC a 100 ºC 0 0 

 

El ensayo completo contenía en 1 ml de volumen final: 0,6 ml de mezcla de ensayo 
(40 mM de Gln; 4 mM de MnCl2; 0,5 mM de ADP; 66 mM de tampón MOPS, pH 

6); 60 mol de NH2OH; 60 mol de NaOH; 50 l de extracto crudo (EC); 5 mol de 
DTE; y 50 mol de HAsO4

2-. Después de 10 minutos de incubación a 40 ºC, se 

determinó el -GHA formado, según se describe en Materiales y Métodos. Los demás 
ensayos se realizaron eliminando los diferentes reactivos y sustituyéndolos por agua 
destilada hasta un volumen final de 1 ml. En uno de los ensayos, el EC se calentó a 
100 ºC durante 2 minutos y se centrifugó a 13400 rpm durante 3 minutos, tras lo cual 
se determinó la actividad GS.  

 

2.2.1. Propiedades cinéticas de la actividad glutamina sintetasa 
 

Parámetros cinéticos 

La Figura 46 muestra los resultados obtenidos sobre la velocidad de reacción de 
la actividad GS cuando se utilizaron concentraciones variables de glutamina (Figura 
46A), hidroxilamina (Figura 46B), ADP (Figura 46C) y el catión divalente manganeso 
(Figura 46D), respectivamente, en la mezcla de reacción. En la figura puede 
observarse como en todos los casos ensayados, la GS presentó un comportamiento 
clásico de Michaelis-Menten. No obstante, en el caso de la glutamina (Gln), se 
observó un aumento progresivo de la velocidad de reacción sin llegar a obtener la 
línea constante característica de una cinética michaeliana. En el caso de la 
hidroxilamina (NH2OH), se muestra como a partir de concentraciones superiores a 
45 mM se produce una disminución de la velocidad de reacción de la GS, indicativo 
de una inhibición por sustrato del proceso catalizado. 
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Figura 46. Representación de Michaelis-Menten de la actividad GS de C. 
onubensis en función de la concentración de glutamina (A), hidroxilamina (B), 
ADP (C), o el catión divalente manganeso (D). La actividad se midió tal y como 
se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las concentraciones de 
Gln, NH2OH, ADP y Mn2+, en la mezcla de reacción, que variaron según se muestra 
en la figura.  

 

 

La determinación de los valores de Km se realizó a partir de la representación de 
dobles inversos de los resultados mostrados en la Figura 46 para cada uno de los 
sustratos, tal y como se muestra en la Figura 47. Así, se obtuvo un valor de Km de 

19,3 mM para Gln; de 2 mM para NH2OH; de 0,6 M para ADP; y de 59,7 M para 
Mn2+. 
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Figura 47. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación de los 
valores de Km para glutamina (A), hidroxilamina (B), ADP (C), o el catión 
divalente manganeso (D), de la actividad GS de C. onubensis. Se representa la 
inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de la concentración de Gln, 
NH2OH, ADP y Mn2+, de los valores representados en la Figura 46. 

 

 

 

Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad GS, en el intervalo de 4 a 8,5, queda reflejado 
en la Figura 48. Como se puede apreciar, la actividad alcanzó un valor máximo en 
tampón MOPS 40 mM, pH 6; no obstante, cuando se realizó el ensayo a pH 6,5, la 
enzima mantuvo su actividad por encima del 90%. En el rango de pH entre 7 y 7,5, 
la actividad disminuyó en torno al 50% y, para valores superiores e inferiores del 
intervalo de pH entre 6 y 7,5, la actividad decayó drásticamente por debajo del 40%, 
obteniéndose valores mínimos a pH 4 y 8,5.  
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Figura 48. Determinación del pH óptimo de la actividad GS de C. onubensis. 
Los tampones, utilizados a una concentración de 40 mM en la mezcla de reacción, 
fueron: MES, pH 4, 4,5, 5 y 5,5; MOPS, pH 6, 6,5, 7 y 7,5; Tris-HCl, pH 7,5, 8 y 8,5. 
El 100% corresponde a 1,25 U·mg-1 de actividad GS. Más detalles en Materiales y 
Métodos. 

 

 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 49A muestra la dependencia de la actividad GS con la temperatura en 
el intervalo comprendido entre 4 y 65 ºC. La actividad máximase alcanzó a una 
temperatura de 40 ºC, manteniéndose por encima del 75% cuando se midió entre 30 
y 45 ºC. Valores inferiores o superiores a este intervalo provocaron una drástica 
pérdida de actividad, así, fuera del rango entre 25 y 55 ºC, la actividad disminuyó 
sobre un 70%. 

A partir de los valores de actividad obtenidos en la zona ascendente de la curva 
de la Figura 49A, se obtuvo la representación de Arrhenius (Figura 49B) para el 
proceso catalizado por la GS de C. onubensis, obteniéndose un valor de energía de 
activación de 28,2 kJ·mol-1. 
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Figura 49. Determinación de la temperatura óptima (A) y energía de 
activación (B) de la actividad GS de C. onubensis. La actividad GS se determinó 
tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque incubando la mezcla de 
reacción a las temperaturas indicadas; el 100% corresponde a 1,06 U·mg-1 de 
actividad GS. Se representa también la ecuación de Arrhenius linealizada a partir del 
logaritmo neperiano de la actividad GS frente a 1/Temperatura. 

 

Estabilidad térmica 

Para determinar cómo afecta la temperatura a la estabilidad de la GS de la 
microalga C. onubensis, se procedió a incubar un extracto crudo de la microalga a 
distintos tiempos y temperaturas. Como se aprecia en la Figura 50, a 60 ºC se 
produjo una caída drástica de la actividad en el intervalo de tiempo de 15 minutos, 
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perdiendo toda la actividad a tiempos mayores. A la temperatura de 40 ºC, aunque la 
actividad prácticamente no se afectó durante los primeros minutos, a partir del 
minuto 15 de incubación se apreció una pérdida de actividad, que llegó a ser del 50% 
tras una hora de incubación, y del 86% tras 3 horas de ensayo. Por último, a la 
temperatura de -20 y 4 ºC, la actividad mantuvo el 100% en todo el intervalo de 
tiempo que duró el ensayo.  

 

 
 

Figura 50. Estabilidad térmica de la actividad GS de C. onubensis. La actividad 
GS se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque incubando los 
extractos crudos a las temperaturas indicadas. El 100% corresponde a 1,50 U·mg-1 de 
actividad GS. 

 

Según la caracterización físico-química realizada para la actividad GS de la 
microalga C. onubensis, se han obtenido valores de Km para glutamina, hidroxilamina, 

ADP y el catión divalente manganeso de 19,3 mM, 2,0 mM, 0,6 M y 59,7 M, 
respectivamente. El proceso catalítico requiere un pH óptimo de 6 en tampón MOPS 
a una concentración de 40 mM, una temperatura óptima de 40 ºC y una energía de 
activación de 28,2 kJ·mol-1. 

La Tabla 11 muestra una comparación de estos datos con los de otras GS de 
organismos fotosintéticos. Los datos de valores óptimos de pH y temperatura, así 
como los de Km para sus diferentes sustratos, varían notablemente de un organismo 
a otro. El organismo que presenta el valor más alto de Km para la glutamina de la GS 
es el altramuz amarillo, seguido de las microalgas C. onubensis y M. braunii, así como 
de la cianobacteria Synechocystis sp. Strain PCC 6803. Por otro lado, la GS de la 
microalga C. onubensis, junto con la de C. reinhardtii, son las que presentaron un menor 
valor de Km para la hidroxilamina, siendo la cianobacteria Synechocystis sp. Strain PCC 
6803 la que presenta el mayor valor. En cuanto a los valores de Km para los sustratos 
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ADP y Mn2+, aunque existen pocos datos para la actividad GS transferasa, la enzima 
de C. onubensis mostró mayor afinidad para Mn2+ que las isoenzimas de C. reinhardtii, 
con una Km 3 veces inferior; mientras que para ADP, la GS de C.onubensis mostró 
una Km 3 veces superior a la de la cianobacteria Synechocystis y 100 superior a la de la 
microalga filamentosa Calothrix, o en el caso de la planta del altramuz. 

 

Tabla 11. Parámetros cinéticos de la actividad transferasa de las GS de algunos 
organismos fotosintéticos. 

Organismo  
Km Tª pH 

Gln NH2OH ADP Mn2+ Óptimo 

 mM M ºC  

Coccomyxa onubensis 19,3 2,0 0,6 59,7 40 6,0 
Chlamydomonas 
reinhardtii 

      

          GS1 2,5 2,1 nd 210 nd 6,0 
          GS2 10,0 2,0 nd 200 nd 5,5 
Monoraphidium braunii 19,2 6,6 nd nd nd 7,0 
Prochlorococcus spp. 2,8 3,3 nd nd 55 7,5 
Synechocystis sp.  PCC 
6803 

14,3 14,5 0,2 nd 34 6,5 

Synechococcus RF-1 8,7 7,0 nd nd nd 8,4 
Calothrix sp. PCC 7601 10,0 12,5 0,06 nd 40 6,5 
Altramuz amarillo 48,6 3,4 0,06 nd nd 6,5 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; C. reinhardtii, Florencio y Vega (1983); M. braunii, García-Fernández et 
al. (1997); Prochlorococcus spp., El Alaoui et al. (2003); Synechocystis sp. Strain PCC 6803, 
Mérida et al. (1990); Synechococcus RF-1, Yuan et al. (2001); Calothrix sp. Strain PCC 
7601, Mérida et al. (1990); Altramuz amarillo, Chen y Kennedy (1985). nd indica no 
determinado.  

 

Efecto de diferentes sustancias sobre la actividad GS 

La Tabla 12 recoge un estudio del efecto que producen distintas sustancias, a 
diferentes concentraciones, sobre la actividad GS en extractos crudos de C. onubensis. 
Como se puede apreciar, los cationes monovalentes produjeron un ligero aumento de 
la actividad GS respecto al control. Cuando se adicionó ditiotreitol (DTT) a la mezcla 
de reacción, la actividad GS no se vio afectada a una concentración de 1 mM, si bien 
la enzima se activó un 20%, respecto al control, al aumentar 5 veces la concentración 
del agente, por lo que en el ensayo de actividad GS de C. onubensis puede utilizarse 
DTT como agente activador del proceso. La  metionina sulfoximina (MSO) produjo 
una inhibición en torno al 50% de la actividad a una concentración de 1 mM, 
llegando a ser del 74% con MSO 5 mM. El MSO es un inhibidor que compite con el 
glutamato o glutamina por el centro activo, siendo el isómero S el que provoca una 
mayor inhibición en la GS (Liaw y Eisenberg, 1994; Eisenberg et al., 2000). En este 
sentido, los resultados obtenidos para la GS de C. onubensis fueron muy similares a los 
observados en otros organismos como en la microalga M. braunii (García-Fernández 
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et al., 1997) o la arquea Haloferax mediterranei (Martínez-Espinosa et al., 2006), en la 
cual el MSO llegó a inhibir la actividad GS un 80%, a una concentración de 5 mM. 

 

Tabla 12. Efecto de diferentes agentes sobre la actividad GS de C. onubensis. 

Agente  
GS (%) 

1 mM 5 mM 

Ninguno (control) 100 100 
Na+ 103,0 105,9 
K+ 103,0 106,8 
DTT 109,2 119,8 
MSO 51,2 26,0 

 

Se determinó la actividad GS según se describe en Materiales y Métodos en presencia 
de los compuestos reseñados, a la concentración indicada. El 100% corresponde a 
1,17 U·mg-1 de actividad GS. 

 

Tabla 13. Efecto de diferentes cationes divalentes sobre la actividad GS de C. 
onubensis 

Cationes divalentes GS 
(%) (5 mM) 

Control (con Mn) 100 
menos Mn 1,5 
Ba 13,9 
Ca 3,4 
Cd 12,4 
Co 20,4 
Cu 3,6 
Fe 18,1 
Hg 1,1 
Zn 1,8 
Mg 96,8 
menos Mn; más Mg 4,3 

 

Se determinó la actividad GS según se describe en Materiales y Métodos en presencia 
de los compuestos reseñados, a la concentración indicada. El 100% corresponde a 
1,17 U·mg-1 de actividad GS. 

 

Dada la importancia que tiene el Mn2+ en el ensayo de actividad GS, tal y como 
se indicó en la caracterización del ensayo de actividad (Tabla 10), se realizó un 
estudio de inhibición adicionando diferentes cationes divalentes (a una concentración 
de 5 mM) a la mezcla de reacción del ensayo de actividad GS, que contenía Mn2+. El 
estudio se recoge en la Tabla 13. Como se puede apreciar, la mayoría de los cationes 
divalentes utilizados mostraron un efecto inhibidor (superior al 80%) sobre la 
actividad GS, siendo máximo el efecto para el Hg2+, inhibición que posiblemente se 
deba al bloqueo del dominio de interacción de la enzima con el Mn2+. A diferencia 
del resto de metales, el Mg2+ no provocó efecto alguno sobre la actividad de la 
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enzima, aunque no fue capaz de sustituir al Mn2+ en el ensayo de actividad, indicando 
la fuerte especificidad de la actividad GS transferasa de C. onubensis por el manganeso. 

El Mn2+ está considerado como el principal cofactor metálico para la actividad 
transferasa de la GS, tal y como ocurre en algunos organismos como Sclerotinia 
sclerotiorum (Rachim y Nicholas, 1985) o H. mediterranei (Martínez-Espinosa et al., 
2006); si bien, a diferencia de lo observado en C. onubensis, en Lupinus luteus (Chen y 
Kennedy, 1985) o S. sclerotiorum (Rachim y Nicholas, 1985), el Mg2+ puede sustituirlo 
en el medio de reacción, mientras que en la microalga M. braunii, el Mg2+ solo puede 
hacerlo eficazmente a altas concentraciones (García-Fernández et al., 1997). 

Resultados similares se han obtenido para la arquea H. mediterranei, donde se ha 
estudiado el efecto que provocaron el Ni2+, Mg2+, Ca2+, Fe2+, Co2+, Zn2+ y el Cu2+, al 
ser adicionados a la mezcla de reacción del ensayo de actividad transferasa. Al igual 
que ocurrió en C. onubensis, todos los cationes tuvieron efecto negativo sobre la 
actividad GS, si bien el Co2+ y Zn2+ fueron los que mostraron los mayores efectos 
inhibidores a concentraciones superiores a 3 mM (Martínez-Espinosa et al., 2006). 
De la misma manera, en la cianobacteria Synechococcus RF-1, el Fe2+, el Cu2+ y el Zn2+ 
(1mM), también inhibieron notablemente la actividad GS (Yuan et al., 2001). 
 

Ensayo de actividad en gel 

La Figura 51 muestra el resultado de un ensayo de actividad de la GS de las 
microalgas C. onubensis (calle 1) y C. reinhardtii (calle 2), en gel de poliacrilamida y en 
condiciones nativas. Como puede apreciarse, el extracto de C. onubensis presentó una 
única banda con actividad GS, indicativo de la existencia de una única isoforma con 
actividad GS, a diferencia de lo observado para el extracto de C. reinhardtii, en el que 
aparecen las dos bandas de actividad características de las dos isoformas de GS que 
posee la microalga. Aunque la presencia de varias isoformas con actividad GS ha sido 
documentado en algas, como en el caso de Chlamydomonas (Florencio y Vega, 1983), o 
Chlorella (Sumar et al., 1984), y en plantas superiores (Monza y Márquez, 2004); en la 
microalga M. braunii se ha detectado solo una única isoforma (García-Fernández et al., 
1995), al igual que lo observado en C. onubensis.  

De las distintas isoformas de GS, la denominada GSII es la típica de los 
eucariotas. Su estructura cuaternaria está compuesta por ocho subunidades con una 
masa molecular de, aproximadamente, 350 kDa (Forde y Cullimore, 1989). Tanto en 
plantas como en Chlamydomonas existen dos isoformas que difieren en su localización 
intracelular, la GS1 citosólica de 373 kDa y la GS2 cloroplástica de 380 kDa 
(Florencio y Vega, 1983; Monza y Márquez, 2004). Las subunidades de la GS 
cloroplástica tienen una masa molecular alrededor de 43-45 kDa, ligeramente 
superior que las citosólicas (37-40 kDa). Aunque la movilidad electroforética en 
condiciones nativas no permite obtener un valor real del peso molecular de la enzima, 
en la Figura 51 se puede apreciar como la GS de C. onubensis presentó menor 
movilidad electroforética que en el caso de las isoenzimas de C. reinhardtii, 
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presentando un peso molecular estimado de 440 kDa, lo que indicaría que, 
suponiendo que está formada por  8 subunidades como ocurre en las GS eucarióticas, 
cada subunidad tendría un peso molecular aproximado de 55 kDa. 

 

 
 

Figura 51. Ensayo de actividad GS en gel de poliacrilamida. Se realizó una 
electroforesis nativa de extractos crudos de C. onubensis y C. reinhardtii. Calle 1, 

actividad GS en extracto crudo de C. onubensis (27 g); calle 2, actividad GS en 

extracto crudo de C. reinhardtii (25 g). La actividad GS en gel se determinó según se 
describe en Materiales y Métodos. 

 

 

2.3. Caracterización de la actividad glutamato deshidrogenasa de C. 
onubensis 

La glutamato deshidrogenasa (GDH) es una enzima que cataliza la reacción 
entre el 2-oxoglutarato y el amonio para formar glutamato, utilizando piridín 
nucleótido como cofactor enzimático. La enzima es reversible, así, en el proceso 
anabólico (sentido aminante), actuaría como ruta alternativa al ciclo GS/GOGAT 
para la asimilación de amonio; mientras que en el proceso catabólico (sentido 
desaminante), actuaría desaminando el glutamato (Oaks, 1994; Robinson et al., 1992). 

Las Tablas 14 y 15 recogen la caracterización del ensayo de actividad GDH 
aminante y desaminante, respectivamente, en extractos crudos de C. onubensis. 
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Tabla 14. Caracterización de las actividades GDH aminantes en extractos 
crudos de la microalga C. onubensis 

Condiciones 
GDH 

(U·mg-1) 
GDH 
(%) 

NADH-GDH (completo) 12,67 100 
menos tampón Tris-HCl, pH 9 0 0 
menos 2-oxoglutarato 1,05 8,3 
menos NH4Cl  2,52 19,9 
menos NADH 0,03 0,2 
menos EC; más EC a 100 ºC 0 0 
   

NADPH-GDH 0 0 
 

El ensayo completo contenía en 1 ml de volumen final: 50 mol de tampón Tris-HCl, 

pH 9; 100 l de extracto crudo (EC); 10 mol de 2-oxo; 100 mol de NH4Cl; y 0,3 
mol de NADH. Los demás ensayos se realizaron eliminando los diferentes reactivos 

y sustituyéndolos por agua destilada; o bien sustituyendo el NADH por 0,3 mol de 
NADPH. En uno de los ensayos, el EC se calentó a 100 ºC durante 2 minutos y se 
centrifugó a 13400 rpm durante 3 minutos, tras lo cual se determinó la actividad 
GDH aminante. Más detalles sobre el ensayo de actividad en Materiales y Métodos. 

 

Tabla 15. Caracterización de las actividades GDH desaminantes en extractos 
crudos de la microalga C. onubensis 

Condiciones 
GDH 

(U·mg-1) 
GDH 
(%) 

NAD+-GDH (completo) 5,47 100 
menos tampón Tris-HCl, pH 9,5 0 0 
menos glutamato  0,05 0,9 
menos NAD+  0 0 
menos EC; más EC a 100 ºC 0 0 
   

NADP+-GDH 0 0 
 

El ensayo completo contenía en 1 ml de volumen final: 50 mol de tampón Tris-HCl, 

pH 9,5; 100 l de extracto crudo (EC); 50 mol de Glu; y 2 mol de NAD+. Los 
demás ensayos se realizaron eliminando los diferentes reactivos y sustituyéndolos por 
agua destilada; o bien sustituyendo el NAD+ por 2 mol de NADP+. En uno de los 
ensayos, el EC se calentó a 100 ºC durante 2 minutos y se centrifugó a 13400 rpm 
durante 3 minutos, tras lo cual se determinó la actividad GDH desaminante. Más 
detalles sobre el ensayo de actividad en Materiales y Métodos.    

 

La actividad aminante (Tabla 14) se mostró absolutamente dependiente de la 
presencia de sus sustratos 2-oxoglutarato (2-oxo) y NADH en la mezcla de reacción, 
con respecto al ensayo general; no obstante, en ausencia de amonio, se observó una 
actividad residual, posiblemente debida a la presencia de amonio en el extracto crudo. 
En ausencia del tampón Tris-HCl 50 mM (pH 9) en el medio de reacción, la 
actividad disminuyó notablemente, indicando la absoluta necesidad de tamponar el 
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medio de reacción. Por último, el ensayo realizado con la enzima desnaturalizada 
confirmó la naturaleza biológica de la reacción catalizada.  

En cuanto a la caracterización de la actividad GDH desaminante (Tabla 15), la 
enzima se mostró también dependiente de la presencia de sus sustratos glutamato 
(Glu) y NAD+ en la mezcla de reacción, respecto al ensayo completo. Al igual que 
ocurrió con la actividad aminante, la desaminate también requiere que el medio esté 
tamponando para desarrollar el proceso catalítico. 

 

2.3.1. Propiedades cinéticas de la actividad glutamato deshidrogenasa 
aminante 
 

Parámetros cinéticos 

La Figura 52 muestra los resultados obtenidos para la actividad GDH aminante 
cuando se utilizaron concentraciones variables de 2-oxoglutarato (Figura 52A), 
NADH (Figura 52B) y amonio (Figura 52C), en la mezcla de reacción. 

 
 

Figura 52. Representación de Michaelis-Menten de la actividad GDH 
aminante de C. onubensis en función de la concentración de  2-oxoglutarato 
(A), NADH (B), o amonio (C). La actividad se midió tal y como se describe en 
Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las concentraciones de 2-oxo, 
NADH y NH4Cl, en la mezcla de reacción, que variaron según se indica.  
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Como puede observarse, en todos los casos ensayados, la GDH presentó una 
cinética clásica de Michaelis-Menten. Además, es importante señalar que, a excepción 
del NADH, en el caso del 2-oxoglutarato y amonio se aprecia una curvatura 
descendente, indicativa de una posible inhibición por sustrato a partir de 
concentraciones superiores de 12 mM para 2-oxoglutarato y de 300 mM para NH4Cl, 
siendo más significativo en este último caso.  

Para determinar el valor de Km se realizó la representación de dobles inversos 
para cada sustrato tal y como se muestra en la Figura 53, obteniéndose los valores de 

Km de 1,1 mM para 2-oxoglutarato; 54,2 M para NADH; y 29,0 mM para amonio. 

 
 

 

 

Figura 53. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación de los 
valores de Km para 2-oxoglutarato (A), NADH (B), o amonio (C), de la 
actividad GDH aminante de C. onubensis. Se representa la inversa de la 
velocidad de reacción frente a la inversa de la concentración de 2-oxo, NADH y 
NH4Cl, de los valores representados en la Figura 52. 
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Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad GDH aminante, en el intervalo de 3 a 12,5, 
queda reflejado en la Figura 54. Como se puede apreciar, la actividad GDH se 
mantiene máxima en el rango de pH entre 9 y 11, en tampón Tris-HCl 50 mM. Entre 
pH 8 y 12, la actividad enzimática se mantuvo superior al 85% respecto al valor 
máximo, para caer drásticamente a valores superiores e inferiores de este intervalo, 
así, por debajo de pH 7,5 o por encima de pH 12, la actividad decayó más del 65%, 
obteniéndose los valores mínimos en el rango de pH entre 3 y 6. 

Es importante destacar como, para los mismos valores de pH, cuando se utilizó 
tampón fosfato potásico en lugar del Tris-HCl, se produjo un efecto inhibidor de la 
actividad GDH del 20% a pH 7,5 y del 50% a pH 8. 

 

 
 

Figura 54. Determinación del pH óptimo de la actividad GDH aminante de C. 
onubensis. Los tampones, utilizados a una concentración de 50 mM en la mezcla de 
reacción, fueron: AcH/AcNa, pH 3, 3,5, 4 y 4,5; MES, pH 5, 5,5 y 6; fosfato potásico, 
pH 6,5, 7, 7,5 y 8; Tris- HCl, pH 7,5, 8, 8,5, 9, 9,5, 10, 10,5, 11, 11,5, 12 y 12,5. El 
100% corresponde a 11,30 U·mg-1 de actividad GDH. Más detalles en Materiales y 
Métodos. 

 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 55 muestra la dependencia de la actividad GDH aminante con la 
temperatura en el intervalo comprendido entre 10 y 75 ºC. La actividad máxima se 
alcanzó a una temperatura de 60 ºC, manteniéndose por encima del 75% cuando se 
midió entre 40 y 75 ºC. Valores inferiores a este intervalo provocaron una 
disminución de la actividad hasta un 70%. 
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Figura 55. Determinación de la temperatura óptima de la actividad GDH 
aminante de C. onubensis. La actividad GDH se midió tal y como se describe en 
Materiales y Métodos, aunque incubando la mezcla de reacción a las temperaturas 
indicadas. El 100% corresponde a 12,94 U·mg-1 de actividad GDH. 

 

 
 

Figura 56. Determinación de la energía de activación de la actividad GDH 
aminante de C. onubensis. Representación de Arrhenius del logaritmo neperiano 
de la actividad GDH frente a 1/Temperatura, de los valores obtenidos en la Figura 
55. 

 

A partir de los valores de actividad obtenidos en la zona ascendente de la curva, 
se obtuvo la representación de Arrhenius, mostrada en la Figura 56. Los valores 
comprendidos entre 15 y 55 ºC se disponen linealmente distinguiéndose dos 
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pendientes distintas. A partir de estos resultados obtenidos en esta representación, se 
calcularon las energías de activación para la reacción catalizada por la GDH aminante, 
obteniéndose un valor de 28,1 kJ·mol-1 entre 15 y 35 ºC, y de 16,2 kJ·mol-1 entre 35 y 
55 ºC, lo que parece indicar que el proceso catalizado se realiza en dos etapas. 
 

Estabilidad térmica 

Para determinar cómo afecta la temperatura a la estabilidad de la actividad GDH 
aminante de C. onubensis, se procedió a incubar un extracto crudo de la microalga a 
distintos tiempos y temperaturas. La Figura 57 muestra el estudio realizado, donde se 
aprecia cómo a las temperaturas de 50 y 60 ºC se produjo una caída drástica de la 
actividad en el intervalo de tiempo de 30 minutos, concretamente un 53,5 y 70%, 
respectivamente, disminuyendo la actividad poco a poco, manteniendo un 19 y 8% 
de actividad, respectivamente, cuando finalizó el ensayo. A las temperaturas de -20, 4, 
24 y 40 ºC, se aprecia que la actividad se mantuvo por encima de un 60% durante 
todo el intervalo de tiempo que duró el ensayo (5,5 horas), indicando con ello la alta 
estabilidad de la GDH en comparación con lo observado para la NiR y la GS de la 
microalga C. onubensis. 

 

 
 

Figura 57. Estabilidad térmica de la actividad GDH de C. onubensis. La 
actividad GDH se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque 
incubando los extractos crudos a las temperaturas indicadas. El 100% corresponde a 
13,68 U·mg-1 de actividad aminante de GDH. 

 

Según la caracterización físico-química realizada para la actividad GDH 
aminante de C. onubensis, se han obtenido valores de Km para 2-oxoglutarato, NADH 

y amonio de 1,1 mM, 54,2 M y 29,0 mM, respectivamente. El proceso catalítico 
requiere un rango de pH óptimo entre 9 y 11 en tampón Tris-HCl 50 mM, una 
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temperatura óptima de 60 ºC y dos energías de activación de 28,1 y 16,2 kJ·mol-1, 
respectivamente. La Tabla 16 muestra una comparación de los datos obtenidos para 
la actividad GDH aminante de C. onubensis con los reportados para otras GDH de 
origen fotosintético. En relación al pH, se puede comprobar que la gran mayoría de 
las enzimas poseen un valor de pH óptimo entre 8 y 9, valores muy similares a los 
obtenidos en el caso de C. onubensis. Por otro lado, la temperatura óptima obtenida 
para la actividad GDH aminante de C. onubensis coincide también con los valores 
reportados para las isoformas de C. reinhardtii. 

 

Tabla 16. Parámetros cinéticos de la actividad aminante de las GDH de 
algunos organismos fotosintéticos. 

Organismo 
Km Tª pH 

2-oxo NH4
+ NADH Óptimo 

 mM M ºC  

Coccomyxa onubensis 1,1 29,0 54,2 60 9,0-11,0 
Chlamydomonas reinhardtii      
          GDH1 0,36 30,0 70,0 60 8,5 
          GDH2 1,23 13,0 140,0 62 8,5 
          GDH3 0,59 44,0 90,0 61 8,5 
Chlorella sorokiniana 2,0 40,0 150,0 nd 8,0 
Stichococcus bacillaris Naeg. 0,38 33,0 19,0 nd 8,1 
Symbiodinium 
microadriaticum 

1,0 35,0 30,0 nd 7,25-7,75 

Vitis vinifera 2,1 45,0 195,0 nd 8,0 
Brassica napus      
          GDH1 0,87 nd 24,0 nd 9,0 
          GDH2 0,64 nd 21,0 nd 9,0 
Brassica rapa 2,0 nd 90,0 nd 8,0 
Hojas de maíz 1,5 101,0 36,5 nd 8,1 
Plántulas de soja 3,6 35,5 70,0 nd 8,0 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; C. reinhardtii, Moyano et al. (1992); C. sorokiniana, Meredith et al. 
(1978); S. bacillaris Naeg., Ahmad y Hellebust (1986); S. microadriaticum, Dudler y 
Miller (1988); V. vinifera, Loulakakis y Roubelakis-Angelakis (1990); B. napus, 
Watanabe et al. (1999); B. rapa, Itagaki et al. (1988); Hojas de maíz, Bulen (1956); 
Plántulas de soja, Turano et al. (1996). nd indica no determinado.  

 

 

En la mayoría de los organismos fotosintéticos reseñados, los valores de Km 
para el amonio de la actividad GDH aminante se encuentran comprendidos entre 30 
y 45 mM, como es el caso de la microalga C. onubensis. Mayor diferencia existe para 
NADH y 2-oxoglurato, donde la actividad GDH aminante de C. onubensis mostró 
valores intermedios. 
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2.3.2. Propiedades cinéticas de la actividad glutamato deshidrogenasa 
desaminante 
 

Parámetros cinéticos 

La Figura 58 muestra los resultados obtenidos para la actividad GDH 
desaminante cuando se utilizaron concentraciones variables de glutamato (Figura 
58A) y NAD+ (Figura 58B) en la mezcla de reacción. 

  

 

 
 

Figura 58. Representación de Michaelis-Menten de la actividad GDH 
desaminante de C. onubensis en función de la concentración de glutamato (A), 
o NAD+ (B). La actividad se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, 
excepto en lo referente a las concentraciones de Glu y NAD+ en la mezcla de 
reacción, que variaron según se muestra en la figura. 
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Como ocurrió en la actividad aminante, la desaminante también presentó un 
comportamiento cinético clásico de Michaelis-Menten. La actividad presentó 
inhibición por glutamato a partir de concentraciones superiores a 50 mM. La 
determinación de los valores de Km se realizó a partir de la representación de 
Lineweaver-Burk, tal y como se muestra en la Figura 59, obteniéndose un valor de 
1,1 mM para glutamato y de 0,8 mM para NAD+. 

 

 
 

 
 

Figura 59. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación de los 
valores de Km para glutamato (A), o NAD+ (B), de la actividad GDH 
desaminante de C. onubensis. Se representa la inversa de la velocidad de reacción 
frente a la inversa de la concentración de Glu y NAD+, de los valores representados 
en la Figura 58. 
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Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad GDH desaminante, en el intervalo de 3 a 
12,5, queda reflejado en la Figura 60, donde se aprecia como la actividad alcanza un 
valor máximo en el rango de pH entre 9,5 y 11,5, en tampón Tris-HCl 50 mM. A 
valores de pH entre 9 y 12,5, la actividad  enzimática se mantuvo al 90% respecto al 
valor máximo, para ir cayendo drásticamente a valores inferiores de este intervalo, así, 
por debajo de pH 7,5, la actividad decayó hasta un 60%, obteniéndose los valores 
mínimos en el rango de pH entre 3 y 7. 

 

 
 

Figura 60. Determinación del pH óptimo de la actividad GDH desaminante 
de C. onubensis. Los tampones, utilizados a una concentración de 50 mM en la 
mezcla de reacción, fueron: AcH/AcNa, pH 3, 3,5, 4 y 4,5; MES, pH 5, 5,5 y 6; 
fosfato potásico, pH 6,5, 7, 7,5 y 8; Tris-HCl, pH 7,5, 8, 8,5, 9, 9,5, 10, 10,5, 11, 11,5, 
12 y 12,5. El 100% corresponde a 5,28 U·mg-1 de actividad GDH. Más detalles en 
Materiales y Métodos. 

 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 61 muestra la dependencia de la actividad GDH desaminante con la 
temperatura en el intervalo comprendido entre 10 y 75 ºC. La actividad máxima se 
alcanzó a una temperatura de 50 ºC, manteniéndose por encima del 85% cuando se 
midió entre 40 y 65 ºC. A diferencia de la actividad GDH aminante, la desaminante 
cayó drásticamente a temperaturas superiores a 65 ºC. Por otro lado, al igual que 
ocurrió con la actividad aminante,  también se obtuvieron dos pendientes a partir de 
la representación de Arrhenius (Figura 62) correspondiente, con valores de energía 
de activación de 19,6 kJ·mol-1 y de 13,3 kJ·mol-1.  
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Figura 61. Determinación de la temperatura óptima de la actividad GDH 
desaminante de C. onubensis. La actividad GDH se midió tal y como se describe 
en Materiales y Métodos, aunque incubando la mezcla de reacción a las temperaturas 
indicadas. El 100% corresponde a 6,71 U·mg-1 de actividad GDH. 

 

 
 

Figura 62. Determinación de la energía de activación de la actividad GDH 
desaminante de C. onubensis. Representación de Arrhenius del logaritmo 
neperiano de la actividad GDH frente a 1/Temperatura, de los valores obtenidos en 
la Figura 61. 
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En base a estos resultados, la actividad GDH desaminante de C. onubensis posee 
valores de Km para glutamato y NAD+ de 1,1 mM y 0,8 mM, respectivamente. El 
proceso catalítico requiere un rango de pH óptimo entre 9,5 y 11,5 en tampón Tris-
HCl 50 mM, una temperatura óptima de 50 ºC y dos energías de activación de 19,6 y 
13,3 kJ·mol-1, respectivamente. 

A modo de resumen comparativo, la Tabla 17 muestra los datos de 
caracterización cinética para distintas GDH desaminantes de origen fotosintético. En 
relación al valor de pH óptimo, la gran mayoría de GDH posee un valor 
comprendido entre 9 y 9,5, muy similares al valor obtenido para la actividad de la 
microalga C. onubensis, y algo superior a los observados para la actividad aminante. 
Por otro lado, la temperatura de las tres isoformas de C. reinhardtii presentan valores 
superiores a la de C. onubensis, cuya temperatura óptima fue de 50 ºC. 

En cuanto a los valores de Km para glutamato, los organismos fotosintéticos 
señalados presentan valores muy diferentes entre sí, siendo la microalga C. sorokiniana 
la que presenta un mayor valor de Km. Hay que destacar que la actividad GDH de la 
microalga C. onubensis presentó mayor afinidad por el glutamato que el resto de 
enzimas, siendo comparable con el valor reportado para la isoforma GDH1 de la 
microalga C. reinhardtii. Por otro lado, en cuanto al sustrato NAD+, C. onubensis fue la 
que presentó un mayor valor de Km con respecto a los organismos señalados. 

 

Tabla 17. Parámetros cinéticos de la actividad desaminante de las GDH de 
algunos organismos fotosintéticos. 

Organismo 
Km Tª pH 

Glu NAD+ Óptimo 

 mM ºC  

Coccomyxa onubensis 1,1 0,80 50 9,5-11,5 
Chlamydomonas reinhardtii     
          GDH1 0,64 0,20 60 9,0 
          GDH2 3,52 0,26 62 9,0 
          GDH3 3,00 0,32 61 9,0 
Chlorella sorokiniana 60,0 0,15 nd 9,0 
Symbiodinium 
microadriaticum 

39,0 0,21 nd 9,0-9,5 

Vitis vinifera 18,0 0,07 nd 9,3 
Brassica napus     
          GDH1 3,23 0,12 nd 9,5 
          GDH2 3,32 0,15 nd 9,5 
Brassica rapa 28,2 0,25 nd 9,5 
Plántulas de soja 15,8 0,10 nd 9,3 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; C. reinhardtii, Moyano et al. (1992); C. sorokiniana, Meredith et al. 
(1978); S. microadriaticum, Dudler y Miller (1988); V. vinifera, Loulakakis y Roubelakis-
Angelakis (1990); B. napus, Watanabe et al. (1999); B. rapa, Itagaki et al. (1988); 
Plántulas de soja, Turano et al. (1996). nd indica no determinado.  
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Ensayo de actividad en gel  

La Figura 63 muestra el resultado de un ensayo de actividad GDH desaminante 
en gel de poliacrilamida, en condiciones nativas, de la enzima GDH de C. onubensis. 
Como puede apreciarse, la existencia de una única banda de actividad es consecuente 
con el hecho de que en C. onubensis existe una única isoforma de la GDH, tal y como 
se ha descrito en otros organismos como C. sorokiniana (Meredith et al., 1978) o la 
planta V. vinifera (Loulalakis y Roubelakis-Angelakis, 1990). En cambio, en la 
microalga C. reinhardtii (Moyano et al., 1992), B. napus (Watanabe et al., 1999), o 
plántulas de soja (Turano et al., 1996), se han identificado varias isoformas de la 
enzima. Además, se ha descrito que la configuración de la enzima de diversos 
organismos puede ser hexamérica, tal y como ocurre con la GDH de C. reinhardtii 
(Moyano et al., 1992) o Chlorella pyrenoidosa (Shatilov y Kretovich, 1977); o tetramérica, 
como ocurre en C. sorokiniana (Meredith et al., 1978) o Neurospora (Smith et al., 1975). 

A partir de los patrones utilizados se pudo estimar un peso molecular aparente 
para la GDH de C. onubensis de 285 kDa, algo superior al descrito para la GDH de 
otros organismos fotosintéticos con una configuración hexamérica, que varía entre 
240-270 kDa (Moyano et al., 1992).   

 

 
 

Figura 63. Ensayo de actividad GDH desaminante en gel de poliacrilamida. Se 

realizó una electroforesis nativa de extractos crudos de C. onubensis (27,7 g). La 
actividad GDH desaminante se determinó según se describe en Materiales y Métodos. 
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2.4. Efecto del estrés abiótico sobre los niveles de actividad NiR, GS y GDH 
de C. onubensis 

Una vez caracterizados los ensayos de actividad de la nitrito reductasa, glutamina 
sintetasa y glutamato deshidrogenasa, en los correspondientes extractos crudos de C. 
onubensis, a continuación se muestra un estudio sobre el efecto que provocó la 
presencia, en el medio de cultivo, de Cd2+, Cu2+, Hg2+, As(III) (arsenito) o As(V) 
(arseniato), sobre las actividades de las tres enzimas. En todos los casos ensayados, 
las células se mantuvieron creciendo a pH ácido durante 8 días, en ausencia (control) 
o presencia del metal o metaloide. Transcurrido ese tiempo, las células se recogieron, 
se prepararon los extractos crudos correspondientes y se determinaron los niveles de 
actividad de las enzimas indicadas, respecto al control. Todos los ensayos se 
realizaron por triplicado. 

El estudio sobre la actividad NiR se muestra en la Figura 64. Como puede 
apreciarse, en todos los casos ensayados se observó un descenso en la actividad NiR 
a medida que fue aumentando la concentración del metal o metaloide en el medio de 
cultivo. El mayor efecto inhibidor lo produjo el mercurio, provocando un descenso 

de la actividad NiR del 30% a una concentración de 0,5 M, siendo necesario 

concentraciones de 200 M de Cu2+ y 500 M de Cd2+ para apreciar un efecto similar 
al observado con mercurio. También se observaron diferencias en cuanto a las dos 
formas de arsénico utilizadas (arsenito y arseniato), como se muestra en la Figura 64. 

El As(III) 500 M provocó un descenso de la actividad NiR del 60%, mayor al 
observado con cobre o cadmio, mientras que a una concentración 10 veces superior 
(5 mM) de As(V), la enzima mantuvo casi el 80 % de su actividad. 

La Figura 65 muestra el estudio realizado sobre la actividad GS. Como se aprecia 
en la figura, al igual que ocurrió en el caso de la NiR, la presencia de Hg2+ en el 
medio de cultivo provocó el mayor efecto sobre los niveles de actividad de la GS de 

C. onubensis,  reduciéndola un 30% a una concentración de 0,5 M. Por el contrario, 
el Cu2+ no provocó efecto significativo sobre los niveles de actividad de la GS, 
observándose un ligero descenso a concentraciones superiores a 1 mM. El Cd2+ y el 
As(III) provocaron un descenso de la actividad GS, si bien en este caso, el efecto fue 

mayor en el caso del Cd2+, ya que a una concentración de 500 M se redujo la 
actividad GS un 45%, mientras que el As(III) solo provocó un descenso del 35%. 
Por su parte, el As(V), al igual que el cobre, no produjo efecto alguno sobre los 
niveles de actividad GS de C. onubensis.  
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Figura 64. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre la 
actividad NiR en el medio de cultivo de C. onubensis. Las células se cultivaron 
en condiciones estándar con KNO3, en ausencia (control) o presencia de Cd2+, Cu2+, 
Hg2+, As(III) o As(V), a las concentraciones indicadas. Tras 8 días de crecimiento, se 
determinó la actividad NiR en los correspondientes extractos crudos, según las 

condiciones descritas en Materiales y Métodos. 568,69  5,37 U·mg-1 corresponde al 
100% de actividad NiR. 
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Figura 65. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre la 
actividad GS en el medio de cultivo de C. onubensis. Las células se cultivaron en 
condiciones estándar con KNO3, en ausencia (control) o presencia de Cd2+, Cu2+, 
Hg2+, As(III) o As(V), a las concentraciones indicadas. Tras 8 días de crecimiento, se 
determinó la actividad GS en los correspondientes extractos crudos, según las 

condiciones descritas en Materiales y Métodos. 1,52  0,15 U·mg-1 corresponde al 
100% de actividad GS. 
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El efecto del estrés metálico sobre la nitrato reductasa (NR) y nitrito reductasa 
se ha estudiado en varias especies de plantas. Así, la presencia de Cd2+ disminuye los 
niveles de actividad de la NR y de la NiR en tomate, judía y maíz (Chugh et al., 1992; 
Boussama et al., 1999; Chaffei  et al., 2004; Mohammad, 2013), mientras que en 
guisante, la presencia del metal produce un mayor efecto inhibidor sobre la NR que 
sobre la NiR (Gouia et al., 2000). En C. reinhardtii (Devriese et al., 2001) se ha 

observado como a una concentración de Cd2+ de 100 M no causa un efecto 
significativo sobre la actividad NiR, si bien en el caso del tomate, se necesita 
concentraciones de 50 mM para ver un efecto inhibidor de la actividad NiR del 67% 
en los brotes, y del 32% en las raíces (Chaffei et al., 2004). En el caso del Cu2+, la 
esponja vegetal Luffa cylindrica tuvo una inhibición de la actividad NiR de un 15,6% 

cuando estuvo en presencia del metal a una concentración de 25 M, aumentando 

hasta un 49,2% a concentraciones de Cu2+ de 100 M. 

 Por su parte, el ciclo GS-GOGAT también se ve afectado por el estrés metálico. 
Así, en hojas de maíz se ha indicado que la exposición a cantidades crecientes de 
Cd2+, provoca una disminución de los niveles de actividad de ambas enzimas 
(Boussama et al., 1999). La disminución de la actividad GS por exposición a Cd2+ 
también se ha indicado en otras plantas superiores tales como el guisante (Chugh et 
al., 1992), arroz (Kumar y Dubey, 1999; Chien et al., 2002) y tomate (Chaffei et al., 
2004); y en la microalga C. reinhardtii (Devriese et al., 2001). Esta inhibición 
producida en la GS puede ser debida a que un exceso del metal o metaloide puede 
provocar una inhibición general de la asimilación primaria del nitrógeno (Li et al., 
2007a), o bien, en el caso del Cd2+, sobre la base de una inhibición competitiva de la 
actividad GS por dicho metal (Devriese et al., 2001). Por el contrario, en la esponja 
vegetal L. cylidrica (Zhang et al., 2014), la exposición a Cu2+ incrementó la actividad 
GS en un 52,7% con respecto al control.  

El As(V) fue la única especie que no produjo efecto significativo sobre la 
actividad NiR y GS de C. onubensis a las concentraciones estudiadas, siendo éstas 
superiores a la de las demás especies estudiadas. La diferencia de toxicidad observada 
entre el As(V) y el As(III) puede deberse a que estas especies se suministran a la 
microalga en sus correspondientes oxisales como arseniato y arsenito. Estas especies 
son absorbidas de distinta forma, así,  como se ha indicado previamente, el arseniato 
lo toman las plantas a través de los transportadores específicos de fosfato, mientras 
que el arsenito lo hacen a través de acuagliceroporinas (Abedin et al., 2002; Rosen, 
2002; Wang et al., 2002). De tal forma que la presencia de fosfato en el medio de 
cultivo de C. onubesis podría competir con el arseniato, dificultando su entrada, 
reduciendo su transporte y minimizando de esta forma su toxicidad. 
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Figura 66. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre la 
actividad GDH aminante en el medio de cultivo de C. onubensis. Las células se 
cultivaron en condiciones estándar con KNO3, en ausencia (control) o presencia de 
Cd2+, Cu2+, Hg2+, As(III) o As(V), a las concentraciones indicadas. Tras 8 días de 
crecimiento, se determinó la actividad GDH aminante en los correspondientes 
extractos crudos, según las condiciones descritas en Materiales y Métodos. El 100% 

corresponde a 13,59  1,44 U·mg-1 de actividad GDH. 

 

La Figura 66 muestra el efecto provocado sobre la actividad GDH aminante de 
C. onubensis cuando las células se sometieron a la presencia de Cd2+, Cu2+, Hg2+, 
As(III) o As(V). A diferencia de lo observado en el caso de la NiR y la GS, se apreció 
un aumento significativo de los niveles de actividad GDH de C. onubensis a medida 
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que fue aumentando la concentración de Hg2+, Cu2+o Cd2+, en el medio de cultivo. 
Así, se obtuvo un incremento de la actividad de hasta el 90% en presencia de 1 mM 

de Cu2+, y hasta el 60% con Cd2+ 300 M o Hg2+ 250 nM, si bien se observó en los 
tres casos un descenso de la actividad a partir de estas concentraciones. Por su parte, 

el As(III) 200 M provocó un aumento de la actividad GDH del 25%, mientras que 
el As(V) no afectó a la enzima. 

El incremento de la actividad GDH aminante, por exposición a Cd2+, también se 
ha indicado en otros organismos fotosintéticos. En tomate (Chaffei et al., 2004), 
frijol negro (Mobin, 2013) y en la hierba mora (Wang et al., 2008), la actividad GDH 
aumentó considerablemente cuando estuvieron en presencia de Cd2+, llegando a 

alcanzar un 150%, con respecto al control, a una concentración del metal de 20 M. 
Esto también ocurrió con la actividad GDH del maíz (Mocquot et al., 1996) cuando 
se puso en presencia de Cu2+, la cual aumentó al aumentar la concentración del metal. 
Por otro lado, el As(III) también provocó un aumento en la actividad GDH de arroz 

a una concentración de 25 M, si bien a concentraciones superiores de 50 M, este 
efecto comenzó a ser inhibitorio (Jha y Dubey, 2004).  

Como se ha indicado anteriormente, la NiR y la GS de C. onubensis se afectan 
negativamente por la presencia de metales pesados en el medio de cultivo celular, al 
igual que ocurre con otras enzimas de la asimilación fotosintética de nitrógeno 
(Devriese et al., 2001; Mohammad, 2013), por lo que el aporte de glutamato por esta 
vía se ve afectado en estas condiciones de estrés. El glutamato (junto con la cisteína) 
es esencial para la síntesis de fitoquelatinas, pequeños péptidos encargados de 
secuestrar los metales tóxicos y almacenarlos en las vacuolas (Mishra et al., 2006; 
Perales-Vela et al., 2006). La producción de fitoquelatinas se estimula por la presencia 
de metales pesados o de arsénico (Cobbet y Goldsbrough, 2002; Mobin, 2013), por 
lo que el requerimiento de glutamato (y cisteína) se incrementa en condiciones de 
estrés metálico. El hecho de que la actividad GDH de C. onubensis se active por la 
presencia de metales pesados garantizaría el aporte del glutamato que requieren las 
microalgas para la síntesis de las fitoquelatinas en estas condiciones de estrés. No 
obstante, su papel en la tolerancia puede variar entre las especies de organismos 
vegetales y el tipo de metal o metaloide (Ebbs et al., 2002; Schat et al., 2002), tal y 
como le ocurre a C. onubensis con el As(III). Una vez dentro de la vacuola, los ácidos 
orgánicos presentes (malato, citrato, oxalato) retienen a los iones metálicos y disocian 
el complejo (Salt y Rauser, 1995), donde posiblemente las fitoquelatinas pueden ser 
degradadas en la vacuola, o bien retornadas al citoplasma para formar nuevos 
complejos con los iones de los metales (Gadapati y Macfie, 2006). En maíz se ha 
observado que el incremento de la actividad aminante de la GDH, por exposición a 

Cd2+, está acompañado por un incremento en la síntesis de -glutamilcisteína y 
glutatión (Boussama et al., 1999), precursores de las fitoquelatinas; mientras que en C. 
reinhardtii, la GDH incrementa su nivel de actividad en células expuestas a metales 
junto con las enzimas del complejo cisteína sintasa, implicadas en la síntesis de 
cisteína (Domínguez et al., 2003). 
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3. Caracterización de enzimas del sistema antioxidante y estrés 
abiótico en Coccomyxa onubensis 

La presencia de metales pesados provoca un incremento en los niveles de 
especies reactivas de oxígeno (ROS) (Dietz et al., 1999). Este proceso está bien 
estudiado en plantas y parece ser una de las respuestas más rápidas derivadas del 
estrés metálico (Opdenakker et al., 2012). Las ROS producen reacciones de 
oxidación indeseadas provocando daños en lípidos (Moran et al., 1994; Munné-
Bosch y Alegre, 2002), proteínas (Berlett y Stadtman, 1997), ácidos nucleicos (Sies, 
1993), carbohidratos, ADN y otras macromoléculas (Hariyadi y Parkin, 1993; 
O’Kane et al., 1996). Los organismos han desarrollado eficientes sistemas 
antioxidantes contra las ROS, que les permite minimizar el daño oxidativo que 
provocan dichas especies (Slater, 1984; Halliwell, 1999). De todas las especies 
reactivas de oxígeno, el H2O2 desempeña el papel más importante en la señalización 
de los cambios estresantes debido a su elevada estabilidad y largo tiempo de vida 
media (Hung et al., 2005). 

En este sentido, se ha decidido estudiar tres enzimas que, de forma directa o 
indirecta, están implicadas en la eliminación de H2O2: la catalasa (CAT), enzima que 
participa en la eliminación directa del peróxido de hidrógeno (Arora et al., 2002); y la 
ascorbato peroxidasa (APX) y la glutatión reductasa (GR), debido a la importancia 
que ambas enzimas poseen en el ciclo ascorbato-glutatión (Figura 5, del apartado 2.2 
de la Introducción), el cual es considerado como el principal sistema de defensa para 
la efectiva desactivación de las ROS en general y del H2O2 en particular (Gill y Tuteja, 
2010). 

En el presente capítulo se presenta, en primer lugar, la caracterización cinética de 
las actividades desarrolladas por la CAT, GR y APX, de la microalga C. onubensis y, 
posteriormente, se muestra un estudio del efecto que producen sobre los niveles de 
actividad de dichas enzimas, distintas especies metálicas cuando están presentes en el 
medio de cultivo celular de la microalga. 

 

3.1. Caracterización de la actividad catalasa de C. onubensis 

La catalasa (CAT) cataliza la descomposición del peróxido de hidrógeno 
actuando sin necesitad de aporte de cofactores que ayuden al proceso, en base a la 
siguiente reacción: 
 

2 H2O2  2 H2O + 1/2 O2 
 

La caracterización del ensayo de actividad de la CAT de C. onubensis se muestra 
en la Tabla 18. Obviamente, la ausencia del único sustrato que posee la enzima se 
utilizó para realizar los correspondientes controles de actividad, observándose como 
la eliminación del tampón Tris-HCl (pH 12) provocó una disminución de la actividad 
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del 70%, lo que implica que la reacción catalizada necesita de un tampón a pH básico 
para que pueda realizarse, como se demostrará posteriormente. La desnaturalización 
de la enzima, realizada cuando el extracto crudo se sometió a un calentamiento de 
100 ºC durante 2 minutos, demostró la naturaleza biológica del proceso estudiado. 

 
 

Tabla 18. Caracterización de las actividades CAT en extractos crudos de la 
microalga C. onubensis.  

Condiciones 
CAT 

(U·mg-1) 
CAT 
(%) 

Completo 8350,54 100 
menos H2O2  0 0 
menos tampón Tris-HCl, pH 12 130,23 1,6 
menos EC; más EC a 100 ºC 0 0 

 

El ensayo completo contenía en 525 l de volumen final: 10,5 mol de H2O2 
preparado en tampón Tris-HCl 52,5 mM, pH 12; y 25 l de extracto crudo (EC). Los 
demás ensayos se realizaron eliminando los diferentes reactivos y sustituyéndolos por 
agua destilada. En uno de los ensayos, el EC se calentó a 100 ºC durante 2 minutos y 
se centrifugó a 13400 rpm durante 3 minutos, tras lo cual se determinó la actividad 
CAT. Más detalles sobre el ensayo de actividad en Materiales y Métodos. 

 

 

3.1.1. Propiedades cinéticas de la actividad catalasa 
 

Parámetros cinéticos 

La Figura 67 muestra los resultados obtenidos sobre la actividad CAT de C. 
onubensis cuando se utilizaron concentraciones variables de H2O2 en la mezcla de 
reacción. En ella puede observarse como la CAT presentó una cinética clásica de 
Michaelis-Menten. Además, es importante señalar que a partir de concentraciones de 
H2O2 superiores a 50 mM, se aprecia una curvatura descendente indicativa de una 
inhibición por sustrato.   

Para determinar el valor de Km se realizó la representación de dobles inversos 
para el H2O2 tal y como se muestra en la Figura 68, obteniéndose un valor de Km de 
17,1 mM. 
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Figura 67. Representación de Michaelis-Menten de la actividad CAT de C. 
onubensis en función de la concentración de H2O2. La actividad se midió tal y 
como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las 
concentraciones de H2O2 en la mezcla de reacción, que variaron según se muestra en 
la figura.  

 

 
 

Figura 68. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación del 
valor de Km para H2O2 de la actividad CAT de C. onubensis. Se representa la 
inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de la concentración de H2O2, 
de los valores representados en la Figura 67. 
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Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad CAT, en el intervalo de 3 a 12,5, queda 
reflejado en la Figura 69. En ella se aprecia como la actividad alcanza un valor 
máximo en tampón Tris-HCl 50 mM, pH 12,5. Entre los valores de pH 10,5 y 12,5, 
la actividad enzimática se mantuvo superior al 80% del valor máximo, para decaer a 
valores inferiores de pH 10,5, obteniéndose los valores mínimos en el rango de pH 
entre 3 y 6. 

Es importante destacar como, para los mismos valores de pH, cuando se utilizó 
Tris-HCl en lugar del fosfato potásico en el rango de pH de 7,5 y 8, se produjo un 
efecto inhibidor de la actividad CAT en Tris-HCl aproximadamente del 25%. 

 

 
 

Figura 69. Determinación del pH óptimo de la actividad CAT de C. onubensis. 
Los tampones, utilizados a una concentración de 50 mM en la mezcla de reacción, 
fueron: AcH/AcNa, pH 3 y 4; MES, pH 5, 5,5 y 6; fosfato potásico, pH 6,5, 7, 7,5 y 
8; Tris-HCl, pH 7,5, 8, 8,5, 9, 9,5, 10, 10,5, 11, 11,5, 12 y 12,5. El 100% corresponde 
a 9354,10 U·mg-1 de actividad CAT. Más detalles en Materiales y Métodos. 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 70 muestra la dependencia de la actividad CAT con la temperatura en 
el intervalo comprendido entre 10 y 90 ºC. La actividad máxima se alcanzó a una 
temperatura de 60 ºC, manteniéndose por encima del 85% cuando se midió entre 50 
y 70 ºC. Valores inferiores o superiores a este intervalo provocaron una pérdida de 
actividad, así, fuera del rango entre 40 y 80 ºC, la actividad disminuyó sobre un 50%. 
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Figura 70. Determinación de la temperatura óptima de la actividad CAT de 
C. onubensis. La actividad CAT se midió tal y como se describe en Materiales y 
Métodos, aunque incubando la mezcla de reacción a las temperaturas indicadas. El 
100% corresponde a 9984,59 U·mg-1 de actividad CAT. 
 

 
 

Figura 71. Determinación de la energía de activación de la actividad CAT de 
C. onubensis. Representación de Arrhenius a partir del logaritmo neperiano de la 
actividad CAT frente a 1/Temperatura, de los valores obtenidos en la Figura 70. 

 

A partir de los valores de actividad obtenidos en la zona ascendente de la curva, 
se obtuvo la representación de Arrhenius mostrada en la Figura 71. Así, en el 
intervalo comprendido entre 10 y 60 ºC, se calcularon dos valores de energía de 
activación, uno de 26,8 kJ·mol-1 entre 10 y 40 ºC, y otro de 16,1 kJ·mol-1 entre 40 y 
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60 ºC, para la reacción catalizada por la CAT de la microalga C. onubensis. Los 
resultados son acordes con la existencia de dos etapas enzimáticas, como 
previamente se ha descrito para la actividad CAT (Mallick y Mohn, 2000), así, en 
primer lugar, el hierro hemínico interactúa con H2O2 para formar un intermediario 
peróxido del tipo CAT-Fe-OOH que, a su vez, en una segunda etapa, interacciona 
con otra molécula de H2O2 produciendo agua y oxígeno. 
 

Estabilidad térmica 

Para determinar cómo afecta la temperatura a la estabilidad de la CAT de la 
microalga C. onubensis, se procedió a incubar un extracto crudo de la microalga a 
distintos tiempos y temperaturas. La Figura 72 muestra la dependencia de la actividad 
CAT a diferentes temperaturas en un intervalo de tiempo entre 0 y 300 minutos. En 
ella se aprecia como a las temperaturas de 50 y 60 ºC, se produjo una caída drástica 
de la actividad en el intervalo de tiempo de 75 minutos, perdiendo toda la actividad a 
tiempos mayores a la temperatura de 60 ºC, y manteniendo un 20% de actividad 
CAT a 50 ºC. A la temperatura de 40 ºC se aprecia como la actividad permaneció por 
encima del 75% durante todo el tiempo que duró el ensayo. Por último, a las 
temperaturas de -20, 4 y 24 ºC (Tª ambiente), la actividad se mantuvo al 100% 
durante todo el intervalo de tiempo que duró el ensayo. 

 

 
 

Figura 72. Estabilidad térmica de la actividad CAT de C. onubensis. La 
actividad CAT se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque 
incubando los extractos crudos a las temperaturas indicadas. El 100% corresponde a 
8750,37 U·mg-1 de actividad CAT. 

 

Según la caracterización físico-química realizada para la actividad CAT de la 
microalga C. onubensis, se ha obtenido un valor de Km para H2O2 de 17,1 mM. El 
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proceso catalítico requiere un pH óptimo de 12,5 en tampón Tris-HCl 50 mM, una 
temperatura óptima de 60 ºC y dos energías de activación de 26,8 y 16,1 kJ·mol-1, 
respectivamente. 

La Tabla 19 muestra una comparación de estos datos con los de otras CAT de 
origen fotosintético. Aunque existen pocos datos a nivel de microalgas en 
comparación con los de plantas, se aprecia que los valores mostrados difieren de uno 
a otros organismos. La actividad CAT de C. onubensis  presentó el valor más alto de 
temperatura y pH óptimo. En cuanto a los valores de Km para H2O2, también se 
aprecian diferencias. La enzima de C. onubensis obtuvo un valor de Km bastante 
similar al frijol negro y al de la tercera isoforma de la col, mostrando más afinidad 
por el H2O2 que, por ejemplo, la CAT de la acelga y la espinaca; de hecho, está 
indicada la baja afinidad por el sustrato que presentan, en general, las catalasas (Arora 
et al., 2002). 

 

Tabla 19. Parámetros cinéticos de las CAT de algunos organismos 
fotosintéticos. 

Organismo  
Km Tª pH 

H2O2 Óptimo 

 mM ºC  
Coccomyxa  onubensis 17,1 60 12,5 
Frijol negro 16,2 40 7,0 
Acelga 50,0 30 6,0-8,0 
Col    
          CAT1 1,0 nd 4,5 
          CAT2 0,6 nd 6,5 
          CAT3 13,4 nd 10,0 
Espinaca 47,0 nd 8,2 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; frijol negro, Kandukuri et al. (2012); acelga, Dinçer y Aydemir (2001); 
col, Tayefi-Nasrabadi (2008); espinaca, Sheptovitsky y Brudvig (1996). nd indica no 
determinado.  

 

 

Efecto de diferentes sustancias sobre la actividad CAT 

La Tabla 20 recoge un estudio del efecto que producen distintas especies 
químicas, tales como cationes monovalentes y divalentes, reactivos de grupos 
sulfhidrilos, o agentes quelantes de metales, a diferentes concentraciones, sobre la 
actividad CAT de C. onubensis. Como se puede apreciar, tanto la azida (NaN3) como 
el cianuro (KCN), inhibidores de enzimas que poseen hierro-hemínico, inhibieron 
claramente la actividad, sobre un 98%, a una concentración de 1 mM en la mezcla de 
reacción. Esta inhibición se mantuvo cuando la concentración se aumentó 5 veces. 
Los resultados son consecuentes con la naturaleza hemínica de la CAT de C. onubensis 
en particular y de las catalasas en general (Mallick y Mohn, 2000). De hecho, estos 
datos son coincidentes con los publicados para otros organismos, como es el caso del 
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frijol negro (Kanduruki et al., 2012), la acelga (Dinçer y Aydemir, 2001) y la patata 
(Beaumont et al., 1990), donde estos dos compuestos inhiben casi por completo la 
actividad CAT a concentraciones muy pequeñas. 

El DTT (ditiotreitol), reactivo de grupos sulfhidrilos, produjo una inhibición del 
15% de la actividad a una concentración de 1 mM, inhibiéndose la actividad un 25 y 
28% cuando se aumentó la concentración a 5 y 10 mM, respectivamente. Estos datos 
son contrarios a los observados en la acelga (Dinçer y Aydemir, 2001) o en la 
microalga Chlamydomonas reinhardtii (Shao et al., 2008), donde el DTT provoca una 
fuerte inhibición a esa concentración, indicando que los grupos sulfhidrilos, por 
algún motivo, se encuentran más protegidos en C. onubensis. 

Los cationes Na+ y K+ 1 mM apenas produjeron efecto alguno sobre los niveles 
de actividad CAT. En cualquier caso, cabe destacar una ligera inhibición de la 
actividad de un 20%, en ambos casos, a una concentración de 10 mM. Un efecto 
similar se observó en el caso del  Mg2+. Por su parte, el Mn2+ produjo una inhibición 
del 20% de la actividad a una concentración de 1 mM, siendo destacable la pérdida 
total de la actividad cuando la concentración se aumentó a 5 mM. 

 

Tabla 20. Efecto de diferentes agentes sobre la actividad CAT de C. onubensis. 

Agente  
CAT (%) 

1 mM 5 mM 10 mM 

Ninguno (control) 100 100 100 
Na+ 94,5 85,6 78,8 
K+ 94,6 80,4 79,2 
Mg2+ 91,9 78,1 70,1 
Mn2+ 80,7 0  
DTT 86,5 75,1 72,0 
KCN 2,3 2,0  
NaN3 1,9 1,1  

 

Se determinó la actividad CAT según se describe en Materiales y Métodos en 
presencia de los compuestos reseñados, a la concentración indicada. El 100% 
corresponde a 8633,94 U·mg-1 de actividad CAT. 

 

Debido a la fuerte inhibición que presenta la enzima en presencia de Mn2+, se 
procedió a realizar un estudio más detallado sobre la variación de la curva de 
Michaelis-Menten para H2O2, utilizando concentraciones variables del sustrato en 
ausencia y presencia del Mn2+, a una concentración de 1 y 2,5 mM. La Figura 73 y 
Figura 74 muestran el estudio correspondiente.  
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Figura 73. Efecto del Mn2+ sobre la curva de Michaelis-Menten de la actividad 
CAT de C. onubensis respecto a H2O2. La actividad se midió tal y como se 
describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las concentraciones de 
H2O2 en la mezcla de reacción, que variaron según se muestra en la figura, y en las 
concentraciones fijas del Mn2+ (1 y 2,5 mM).  

 
 

 
 

Figura 74. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación del tipo 
de inhibición del Mn2+ sobre la actividad CAT de C. onubensis. Se representa la 
inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de la concentración de H2O2, 
de los valores representados en la Figura 73.   
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Como muestra la Figura 73 la disminución de la velocidad máxima es clara a 
medida que aumenta la concentración del inhibidor (Mn2+). La correspondiente 
representación de Lineweaver-Burk (Figura 74) permite corroborar este hecho y, 
además, muestra cómo el valor de la Km permanece constante, siendo de 17,7 mM 
en ausencia de Mn2+, y 19,5 y 17,1 mM en presencia del Mn2+ 1 y 2,5 mM, 
respectivamente, ya que las líneas observadas en ausencia y presencia del inhibidor 
cortan en el mismo punto al eje de abscisas, confirmando que la inhibición producida 
por el Mn2+ sobre la CAT de C. onubensis es de tipo no-competitiva, donde el 
inhibidor se une a la enzima en un sitio diferente al dominio de interacción con su 
sustrato, el H2O2. 

La CAT tienen un ion metálico hemínico en el sitio activo (Patel et al., 2016), 
por lo que la adición de otros iones metálicos a la enzima podría afectar a la 
estabilidad de la estructura o afectar al estado redox del metal en el sitio activo, lo 
que conduciría a un cambio en la actividad (Medyantseva et al., 1998). Aunque la 
mayoría de los cationes estudiados (Tabla 20) no provocaron un efecto significativo 
sobre la actividad CAT de C. onubensis, el Mn2+ mostró el mayor efecto inhibidor, 
como también se ha indicado en acelgas (Dinçer y Aydemir, 2001), presentando una 
inhibición de tipo no-competitiva, sin afectar al dominio de interacción del H2O2, 
aunque podría desplazar al Fe2+ necesario para que la enzima desarrolle su función 
catalítica.  
 

Ensayo de actividad en gel 

Como muestra la Tabla 19, se ha descrito la presencia de varias isoenzimas con 
actividad CAT. Así, aunque la enzima es especialmente abundante en los 
peroxisomas para eliminar el H2O2 producido durante la fotorrespiración (Feierabend, 
2005; Engel et al., 2006; Vuleta et al., 2010), también se han localizado isoformas en 
el citosol y en las mitocondrias, aunque su presencia no ha podido ser constatada en 
los cloroplastos (Perl-Treves y Perl, 2002). En microalgas, los datos son mucho más 
escasos, habiéndose detectado en C. reinhardtii dos isoformas de localización 
mitocondrial (Kato et al., 1997). En este sentido, la Figura 75 muestra un ensayo de 
actividad CAT, en geles de poliacrilamida y en condiciones nativas, de extractos 
crudos de C. onubensis y C. reinhardtii. 

Como se aprecia en la figura, para el caso de C. reinhardtii (calles 3 y 4) solo se 
obtuvo una banda con actividad CAT a la altura de la de C. onubensis  (calles 1 y 2). 
Esta única banda de actividad para C. reinhardtii ha sido reportada por Kato et al. 
(1997), afirmando la existencia de dos isoformas idénticas con un peso molecular de 
120 kDa cada una. Curiosamente, en los extractos crudos de la microalga C. onubensis 
aparecen dos bandas con actividad CAT, aunque una de ellas, la de mayor peso 
molecular (122 kDa), se mostró mucho más activa; y otra de menor peso molecular 
(94 kDa), indicando la posible existencia de dos isoformas de la CAT, o bien que 
exista algún proceso proteolítico que afecte a la de mayor peso molecular, aunque no 
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puede descartarse tampoco la presencia de dos isoenzimas con igual peso molecular, 
como ocurre en el caso de C. reinhardtii. 

 

 
 

Figura 75. Ensayo de actividad CAT en gel de poliacrilamida. Se realizó una 
electroforesis nativa de extractos crudos de C. onubensis y C. reinhardtii. Calles 1 y 2, 

actividad CAT en extractos crudos de C. onubensis (27,7 g); calles 3 y 4, actividad 

CAT en extractos crudos de C. reinhardtii (15,6 g). La actividad CAT en gel se 
determinó según se describe en Materiales y Métodos. 

 

3.2. Caracterización de la actividad glutatión reductasa de C. onubensis 

Como se ha indicado anteriormente, la glutatión reductasa (GR) participa en el 
ciclo ascorbato-glutatión aportando el glutatión reducido que requiere el ciclo para la 
eliminación de H2O2, vía ascorbato peroxidasa (Gill y Tuteja, 2010). La enzima 
contribuye de manera activa al mantenimiento de una elevada relación intracelular de 
glutatión reducido/oxidado, [GSH]/[GSSG], esencial para el perfecto control de las 
ROS en condiciones de estrés oxidativo (Couto et al., 2016). La GR requiere de 
NADPH para catalizar la conversión entre las dos especies, según la reacción:  

 

GSSG + NADPH + H+  2 GSH + NADP+ 
 

La caracterización del ensayo de actividad GR de C. onubensis se muestra en la 
Tabla 21. La actividad se mostró absolutamente dependiente de la presencia de 
GSSG en la mezcla de reacción con respecto al ensayo completo. No se realizó 
ensayo en ausencia de NADPH, pues la actividad de la enzima se mide precisamente 
en función de la desaparición de este sustrato; no obstante, tampoco se obtuvo 
actividad cuando se reemplazando el NADPH por NADH, por lo que se concluye 
que la GR es absolutamente dependiente de NADPH como donador de electrones, 
como también ocurre en otras microalgas tales como Anabaena sp. Strain 7119 
(Serrano et al., 1984), Spirulina maxima (Rendón et al., 1986) y C. reinhardtii (Takeda et 
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al., 1993). En ciertos organismos, como Euglena gracilis z (Shigeoka et al., 1987), 
Anabaena PCC 7120 (Jiang y Mannervik, 1999), o el guisante (Bielawski y Joy, 1986), 
el NADH puede actuar también como donador de electrones. 

Por otro lado, también se observó que, al no añadir el tampón Tris-HCl (pH 7,5), 
la actividad disminuyó un 15%. Esto es debido a que el pH del tampón Tris-HCl 
estaba próximo al del agua, por lo que su pérdida de actividad se ve muy poco 
afectada. La eliminación del EDTA provocó una disminución del 17% de la actividad. 
Este reactivo se utiliza normalmente para proteger cofactores metálicos de las 
enzimas, por lo que esta leve disminución de actividad puede deberse a la protección 
parcial que ejercería el EDTA. Por último, a efecto de desnaturalizar las enzimas, se 
mostró la naturaleza biológica de la reacción estudiada. 

 
 

Tabla 21. Caracterización de las actividades GR en extractos crudos de la 
microalga C. onubensis. 

Condiciones 
GR 

(U·mg-1) 
GR 
(%) 

NADPH-GR (completo) 17,37 100 
menos tampón Tris-HCl, pH 7,5 14,82 85,3 
menos EDTA  14,50 83,5 
menos GSSG 0 0 
menos EC; más EC a 100 ºC 0 0 
   

NADH-GR 0 0 
 

El ensayo completo contenía en 1 ml de volumen final: 25 mol de tampón Tris-HCl, 

pH 7,5; 0,5 mol de EDTA; 0,25 mol de NADPH; 1 mol de GSSG; y 100 l de 
extracto crudo (EC). Los demás ensayos se realizaron eliminando los diferentes 
reactivos y sustituyéndolos por agua destilada; o bien sustituyendo el NADPH por 
NADH a igual concentración. En uno de los ensayos, el EC se calentó a 100 ºC 
durante 2 minutos y se centrifugó a 13400 rpm durante 3 minutos, tras lo cual se 
determinó la actividad GR. Más detalles sobre el ensayo de actividad en Materiales y 
Métodos.  

 

3.2.1. Propiedades cinéticas de la actividad glutatión reductasa 
 

Parámetros cinéticos 

La Figura 76 muestra la variación de la actividad GR cuando se utilizaron 
concentraciones crecientes de GSSG (Figura 76A) y de NADPH (Figura 76B) en la 
mezcla de reacción. En ella puede observarse como para los dos sustratos, la 
actividad GR presentó una cinética clásica de Michaelis-Menten.  



 
 
 
 
 

Capítulo 3. Sistema Antioxidante   III. Resultados y Discusión 

139 

 

 
 

 
 

Figura 76. Representación de Michaelis-Menten de la actividad GR de C. 
onubensis en función de la concentración de GSSG (A), o NADPH (B). La 
actividad se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo 
referente a las concentraciones de GSSG y NADPH en la mezcla de reacción, que 
variaron según se muestra en la figura. 

 

Para determinar los valores de Km, se realizó la representación de dobles 
inversos en ambos casos. La Figura 77A muestra los resultados obtenidos para el 
GSSG, obteniéndose un valor de Km aparente para la actividad GR de C. onubensis de 

59,7 M. Cuando se realizó el estudio para el caso del NADPH (Figura 77B), se 

obtuvo un valor aparente de Km de 22,2 M. 
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Figura 77. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación de los 
valores de Km para GSSG (A), o NADPH (B), de la actividad GR de C. 
onubensis. Se representa la inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de 
la concentración de GSSG y NADPH, de los valores representados en la Figura 76. 

 

Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad GR, en el intervalo comprendido entre 3 y 9, 
se muestra en la Figura 78. En ella se aprecia como la actividad se hace máxima en 
tampón Tris-HCl 25 mM, pH 7,5. Entre los valores de pH 7 y 8, la actividad 
enzimática se mantuvo superior al 65% respecto al valor máximo, para decaer 
drásticamente a valores inferiores y superiores de ambos pH, obteniéndose los 
valores mínimos a pH entre 3 y 4,5. Es importante destacar como, para los mismos 
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valores de pH (entre 7 y 9), cuando se utilizó fosfato potásico en lugar del Tris-HCl, 
se produjo una notable disminución de la actividad GR. 

 

 
 

Figura 78. Determinación del pH óptimo de la actividad GR de C. onubensis. 
Los tampones, utilizados a una concentración de 25 mM en la mezcla de reacción, 
fueron: AcH/AcNa, pH 3, 4 y 4,5; MES, pH 5, 5,5, 6 y 6,5; fosfato potásico, pH 7, 
7,5, 8, 8,5 y 9; Tris-HCl, pH 7, 7,5, 8, 8,5 y 9. El 100% corresponde a 17,79 U·mg-1 
de actividad GR. Más detalles en Materiales y Métodos. 

 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 79 muestra la dependencia de la actividad GR con la temperatura en el 
intervalo comprendido entre 20 y 66 ºC. La actividad máxima se alcanzó a una 
temperatura de 60 ºC, manteniéndose por encima del 75% cuando se midió entre 50 
y 66 ºC. Por otra parte, la Figura 80 muestra la representación de Arrhenius de las 
velocidades a cada temperatura. Los valores comprendidos entre 20 y 60 ºC se 
disponen linealmente distinguiéndose dos pendientes con una energía de activación 
de 35,2 kJ·mol-1 entre 20 y 40 ºC, y de 13,8 kJ·mol-1 entre 40 y 60 ºC, característico 
de un proceso catalizado en dos etapas. Estos datos concuerdan con los estudios 
realizados por Gill y colaboradores (Gill et al., 2013) para la reacción catalizada por la 
GR, donde, en primer lugar, el cofactor FAD se reduce mediante NADPH, tras lo 
cual se vuelve a oxidar reduciendo un puente disulfuro, produciendo un anión tiolato 
(RS-) en una cisteína para, a continuación, producirse la reducción del GSSG.    
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Figura 79. Determinación de la temperatura óptima de la actividad GR de C. 
onubensis. La actividad GR se midió tal y como se describe en Materiales y 
Métodos, aunque incubando la mezcla de reacción a las temperaturas indicadas. El 
100% corresponde a 17,80 U·mg-1 de actividad GR. 
 

 
 

Figura 80. Determinación de la energía de activación de la actividad GR de 
C. onubensis. Representación de Arrhenius del logaritmo neperiano de la actividad 
GR frente a 1/Temperatura, de los valores obtenidos en la Figura 79. 
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Estabilidad térmica 

Para determinar cómo afecta la temperatura a la estabilidad de la GR de la 
microalga C. onubensis, se procedió a incubar un extracto crudo de la microalga a 
distintos tiempos y temperaturas. La Figura 81 muestra la dependencia de la actividad 
GR a diferentes temperaturas en un intervalo de tiempo entre 0 y 240 horas (10 días). 
En la figura se aprecia como a la temperatura de -20 ºC la estabilidad es máxima, 
perdiendo solo un 10% de actividad durante todo el tiempo que duró el ensayo. Por 
otro lado, a 4 ºC, la actividad disminuyó un 50% después de 120 horas (5 días) de 
incubación. A las temperaturas de 18 y 30 ºC, la actividad se mantuvo por encima de 
un 60% en un intervalo de tiempo de 24 horas, produciéndose una caída drástica de 
actividad del 75% a tiempos de incubación superiores. Por último, a la temperatura 
de 60 ºC, la actividad se mantuvo por encima del 40% en un intervalo de tiempo de 8 
horas, indicando con ello una gran estabilidad de la enzima GR. 

 

 
 

Figura 81. Estabilidad térmica de la actividad GR de C. onubensis. La actividad 
GR se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque incubando los 
extractos crudos a las temperaturas indicadas. El 100% corresponde a 17,85 U·mg-1 
de actividad GR. 

 

Según la caracterización físico-química realizada para la actividad GR de la 
microalga C. onubensis, se han obtenido valores de Km para GSSG y NADPH de 59,7 

y 22,2 M, respectivamente. El proceso catalítico requiere un pH óptimo de 7,5 en 
tampón Tris-HCl 25 mM, una temperatura óptima de 60 ºC y dos energías de 
activación de 35,2 y 13,8 kJ·mol-1, respectivamente. 

La Tabla 22 muestra una comparación de estos datos con los de otras GR de 
origen fotosintético. Como se puede apreciar, el rango de pH óptimo para los 
organismos señalados está entre 7 y 9, siendo el rango más usual para la mayoría, 
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incluida C. onubensis, entre 7,5 y 8,2. Por otro lado, a pesar de que no hay muchos 
datos respecto a la temperatura óptima del proceso, la obtenida para la actividad GR 
de C. onubensis fue superior a la repostada para C. reinhardtii. 

En cuanto a los valores de Km para el sustrato GSSG, hay que destacar que 
prácticamente todos los valores de GR de las microalgas señaladas, además de la de 
C. onubensis, son similares entre sí; no obstante, las cianobacterias Anabaena sp. Strain 
7119 y S. maxima, además de la espinaca, son los organismos que tienen unos valores 
de Km mayores. Por otro lado, en cuanto al NADPH, se aprecian mayores 
diferencias en cuanto a la afinidad de la GR por este sustrato, siendo el valor de Km 
para la GR de C. onubensis similar al publicado para la GR2 de C. reinhardtii y al de la 
GR de Chlamydomonas sp. Strain ICE-L. 

 

Tabla 22. Parámetros cinéticos de las GR de algunos organismos 
fotosintéticos. 

Organismo  
Km Tª pH 

GSSG NADPH Óptimo 

 M ºC  

Coccomyxa onubensis 59,7 22,2 60 7,5 
Chlamydomonas reinhardtii 54,1 10,6 49 8,2 
          GR1 53,0 7,0 nd 7,5 
          GR2 58,0 28,0 nd 8,5 
Chlamydomonas sp. Strain ICE-L 66,0 22,3 nd 7,5 
Phaeodactylum tricornutum 60,0 14,0 nd 8,0 
Euglena gracilis z 55,0 14,0 nd 8,2 
Anabaena sp. Strain 7119 210,0 9,4 nd 9,0 
Spirulina maxima 121,0 3,3 nd 7,0 
Espinaca 110,0 11,0 nd 8,1 
Guisante 28,0 2,7 nd 8,0 
Trigo 10,5 3,9 nd 7,5 
Arroz 34,0 13,0 nd 7,9 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; C. reinhardtii, Takeda et al. (1993), Serrano y Llobell (1993); 
Chlamydomonas sp. Strain ICE-L, Ding et al. (2007); P. tricornutum, Arias et al. (2010); E. 
gracilis z, Shigeoka et al. (1987); Anabaena sp. Strain 7119, Serrano et al. (1984); S. 
maxima, Rendón et al. (1986); espinaca, Wirth y Latzko (1978); guisante, Bielawski y 
Joy (1986); trigo, Lamotte et al. (2000); arroz, Ida y Morita (1971). nd indica no 
determinado.  

 

Efecto de diferentes sustancias sobre la actividad GR 

La Tabla 23 recoge un estudio del efecto que producen distintos compuestos, 
tales como cationes monovalentes y divalentes, reactivos de grupos sulfhidrilos, o 
agentes quelantes de metales, a diferentes concentraciones, sobre la actividad GR de 
C. onubensis. Como se puede apreciar en la tabla, la mayoría de las especies utilizadas 
no provocaron un efecto significativo sobre la actividad de la enzima a excepción del 
Mg2+ (5 mM), que activó la enzima un 35% respecto al control; y el Mn2+, que 
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provocó una total inhibición a la misma concentración en el medio de reacción. 
Debido a la fuerte inhibición provocada por el Mn2+, se procedió a realizar un 
estudio de inhibición (Figura 82) más detallado empleando concentraciones 
crecientes del catión. En la figura puede apreciarse cómo a concentraciones 
superiores a 2,5 mM, la inhibición de la actividad GR fue del 100%. 

 

Tabla 23. Efecto de diferentes agentes sobre la actividad GR de C. onubensis. 

Agente  
GR (%) 

1 mM 5 mM 

Ninguno (control) 100 100 
Na+ 97,3 101,8 
K+ 95,2 103,2 
Mg2+ 99,7 135,5 
Mn2+ 96,8 0 
DTT 91,4 98,9 
KCN 94,6 106,2 
NaN3 90,8 105,4 

 

Se determinó la actividad GR según se describe en Materiales y Métodos en presencia 
de los compuestos reseñados, a la concentración indicada. El 100% corresponde a 
19,80 U·mg-1 de actividad GR. 

 

 
 

Figura 82. Efecto del Mn2+ sobre la actividad GR de C. onubensis. Se 
determinó la actividad GR, según se describe en Materiales y Métodos, en presencia 
de cantidades crecientes de Mn2+. El 100% corresponde a 16,92 U·mg-1 de actividad 
GR. 
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Figura 83. Efecto del Mn2+ sobre la curva de Michaelis-Menten de la actividad 
GR de C. onubensis respecto a GSSG. La actividad se midió tal y como se 
describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las concentraciones de 
GSSG en la mezcla de reacción, que variaron según se muestra en la figura, y en la 
concentración fija del Mn2+ (1,5 mM).  

 
 

 
 

Figura 84. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación del tipo 
de inhibición del Mn2+ sobre la actividad GR de C. onubensis. Se representa la 
inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de la velocidad de reacción, de 
los valores representados en la Figura 83. 
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La Figura 83 muestra los resultados obtenidos cuando se utilizaron 
concentraciones variables de GSSG y concentraciones fijas de Mn2+ (1,5 mM) en la 
mezcla de reacción. En la figura puede observarse como la GR mantiene la Vmáx 
constante, pero se aprecia un aumento aparente de la Km de la enzima para GSSG 
para el inhibidor. Así, al realizar la correspondiente representación de dobles inversos 

(Figura 84), se pudo obtener un valor de Km para GSSG de 60,2 M para el proceso 
sin inhibir y de 0,34 mM para el proceso inhibido, indicativo de que el Mn2+ está 
afectando de forma directa al dominio de interacción de la GR con el GSSG, 
disminuyendo apreciablemente la afinidad de la enzima por el sustrato. 

 

Ensayo de actividad en gel 

A efectos de poder obtener un valor aproximado del peso molecular de la GR 
de C. onubensis, se diseñó un ensayo de actividad en geles de poliacrilamida y en 
condiciones nativas, utilizando un ensayo similar al realizado para la determinación 
de la actividad NiR en gel, es decir, se sustituyó el donador electrónico, en este caso 
el NADPH, por metil viológeno reducido con ditionito. Este ensayo no puede 
utilizarse en el método clásico descrito para el ensayo de la GR, ya que la sustitución 
del NADPH imposibilita el seguimiento de su desaparición cinética. En cambio, en 
el gel, el resultado de la actividad sería la aparición de una banda acromática en la 
zona de consumo de metil viológeno reducido, de la misma manera que ocurre para 
el caso de la actividad NiR. Como control se realizó un ensayo en gel sin glutatión 
oxidado. Hasta la fecha no se ha reportado la utilización de metil viológeno para 
ensayar la actividad GR, por lo que el ensayo de actividad en gel para la enzima, 
mostrado en la Figura 85, es la primera vez que se describe.  

Como se aprecia en la figura, aparece una banda acromática en cada calle, si bien 
la de las calles 3 y 4, pertenecientes a la GR de C. reinhardtii, no se observan con total 
claridad. Las bandas de actividad de las dos microalgas presentan distinta movilidad 
electroforética, mostrando la GR de C. onubensis un menor peso molecular, indicando, 
además, la existencia de una única isoforma de GR, como en el caso de 
Chlamydomonas sp. Strain ICE-L (Ding et al., 2007) o P. tricornutum (Arias et al., 2010). 
La GR de C. reinhardtii es una flavoproteína homodimérica de 127 kDa, con 
monómeros de 66 kDa (Serrano y Llobell, 1993), lo cual podría justificar la diferencia 
observada entre las bandas de actividad. Se ha determinado un valor de peso 
molecular aparente para la GR de C. onubensis  de 65 kDa, apareciendo, en 
comparación con la enzima de C. reinhardtii, en forma monomérica.  
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Figura 85. Ensayo de actividad GR en gel de poliacrilamida. Se realizó una 
electroforesis nativa de extractos crudos de C. onubensis y C. reinhardtii. Calles 1 y 2, 

actividad GR en extractos crudos de C. onubensis (27,7 g); calles 3 y 4, actividad GR 

en extractos crudos de C. reinhardtii (15,6 g). La actividad GR se determinó según se 
describe en Materiales y Métodos.  

 

 

3.3. Caracterización de la actividad ascorbato peroxidasa de C. onubensis 

La ascorbato peroxidasa (APX) es una hemoproteína que participa en el ciclo 
ascorbato-glutatión catalizando la descomposición de H2O2, utilizando ascorbato 
como donador electrónico, y produciendo monodehidroascorbato (MDHA) y agua 
(Gill y Tuteja, 2010), según la reacción: 

 

ascorbato + H2O2  MDHA + H2O 
 

La caracterización de la actividad APX en extractos crudos de la microalga 
acidófila C. onubensis se muestra en la Tabla 24. El ensayo de actividad se realiza en 
base a la cinética de desaparición del ascorbato (Amako et al., 1994), mostrándose 
dependiente de la presencia de H2O2 en la mezcla de reacción. La falta de tampón 
fosfato potásico (pH 7) provocó una disminución del 20% de la actividad, indicativo 
de la proximidad al pH del agua; mientras que en ausencia de EDTA, la actividad 
descendió un 45%, posiblemente debido a la protección que ejerce sobre el hierro 
hemínico de la enzima. La desnaturalización térmica de la enzima indicó la naturaleza 
biológica de la reacción catalizada. 
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Tabla 24. Caracterización de las actividades APX en extractos crudos de la 
microalga C. onubensis.   

Condiciones 
APX 

(U·mg-1) 
APX 
(%) 

Completo 562,24 100 
menos tampón fosfato potásico, pH 7 452,66 80,5 
menos EDTA 307,53 54,7 
menos H2O2 0 0 
menos EC; más EC a 100 ºC 0 0 

 

El ensayo completo contenía en 1 ml de volumen final: 50 mol de tampón fosfato 

potásico, pH 7; 1 mol de EDTA; 10 mol de H2O2; 0,24 mol de ascorbato; y 10 l 
de extracto crudo (EC). Los demás ensayos se realizaron eliminando los diferentes 
reactivos y sustituyéndolos por agua destilada. En uno de los ensayos, el EC se 
calentó a 100 ºC durante 2 minutos y se centrifugó a 13400 rpm durante 3 minutos, 
tras lo cual se determinó la actividad APX. Más detalles sobre el ensayo de actividad 
en Materiales y Métodos. 

 

 
 

Figura 86. Representación de Michaelis-Menten de la actividad APX de C. 
onubensis en función de la concentración de ascorbato. La actividad se midió tal 
y como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las 
concentraciones de ascorbato en la mezcla de reacción, que variaron según se 
muestra en la figura.  

 

3.3.1. Propiedades cinéticas de la actividad ascorbato peroxidasa 
 

Parámetros cinéticos 

La Figura 86 muestra el efecto que, sobre la actividad APX, provoca la variación 
de la concentración de ascorbato en el medio de reacción. La actividad APX mostró 
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una cinética clásica de Michaelis-Menten permitiendo obtener, a partir de la 
correspondiente representación de dobles inversos (Figura 87), un valor de Km para 

ascorbato de 37,0 M. 
 

 
 

Figura 87. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación del 
valor de Km para ascorbato de la actividad APX de C. onubensis. Se representa 
la inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de la concentración de 
ascorbato, de los valores representados en la Figura 86. 

 

Cuando se realizó el estudio variando la concentración de H2O2 (Figura 88), la 
curva de saturación de la actividad APX mostró una cinética sigmoidal característica 
de un comportamiento alostérico, indicativo de la posible existencia de varios 
dominios de interacción entre la APX y el H2O2, así como de la existencia de 
cooperatividad por parte del sustrato. Para estudiar este tipo de cinética, se utilizó el 
modelo descrito por Archibal Hill propuesto en 1913 para la curva de saturación de 
la hemoglobina. Así, la ecuación de velocidad de la reacción catalizada incorpora el 
término “n”, denominado índice de Hill (que hace referencia al número de posibles 
sitios activos), siendo K, o también S0,5, la concentración de sustrato para la cual la 
velocidad de la reacción es la mitad de la velocidad máxima.  

 

 

v =
Vmáx × Séë ùû

n

K n  + Séë ùû
n

 

 

Cuando “n” es igual a 1, la ecuación se iguala a la de Michaelis-Menten; mientras 
que si “n” es mayor que 1, la cooperatividad es de tipo positiva; y si “n” es menor 
que 1, la cooperatividad es de tipo negativa. El valor de “n” puede determinarse 
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directamente a partir del valor de la pendiente que se obtiene de la representación 
lineal que resulta de modificar la ecuación de Hill de la siguiente forma: 

 

 

log
u

0

Vmáx - u
0

= n log Séë ùû  - n log Séë ùû0,5
 

 

 
 

Figura 88. Representación de Michaelis-Menten de la actividad APX de C. 
onubensis en función de la concentración de H2O2. La actividad se midió tal y 
como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las 
concentraciones de H2O2 en la mezcla de reacción, que variaron según se muestra en 
la figura.  

 

El tipo de cooperatividad también se pone de manifiesto al realizar la 
representación de dobles inversos ya que, en sistemas alostéricos, se observa una 
desviación de la linealidad de la representación hacia arriba (cooperatividad positiva) 
o hacia abajo (cooperatividad negativa). 

A partir de los datos de la Figura 88 se obtuvieron las graficas mostradas en la 
Figura 89. Por un lado, se realizó la representación de Lineweaver-Burk (Figura 89A), 
y por otro, la representación lineal de la ecuación de Hill (Figura 89B), obteniéndose 
un valor del índice de Hill “n” de 2,3 y un valor de S0,5 de 1,2 mM para H2O2. 
Además, los resultados indican una cooperatividad de tipo positiva respecto al 
peróxido de hidrógeno, ya que por un lado, el valor de “n” fue mayor que 1 y 
también la desviación observada en la linealidad de la representación de dobles 
inversos (Figura 89A,  línea roja) quedó por encima. Este hecho parece indicar que la 
enzima debe poseer varios dominios de interacción con el H2O2, de tal forma que la 
unión de la primera molécula de H2O2 facilita la entrada de la siguiente, y así 
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sucesivamente, provocando un efecto positivo de cooperación en la actividad APX, 
acelerando la eliminación de H2O2.  

 

 
 

 
 

Figura 89. Representación de Lineweaver-Burk (A) y lineal de Hill (B) para la 
determinación del valor de S0,5 y “n” para H2O2 de la actividad APX de C. 
onubensis. Los valores se obtuvieron a partir de los datos de la Figura 88.  
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Efecto del pH 

El efecto del pH sobre la actividad APX, en el intervalo de 3 a 9, queda reflejado 
en la Figura 90. En ella se aprecia como la actividad se hace máxima en tampón 
fosfato potásico 50 mM, pH 7. Para valores de pH entre 6,5 y 8, la actividad se 
mantuvo superior al 70% respecto al valor máximo, para caer drásticamente a valores 
superiores e inferiores de este intervalo, así, por debajo de valores de pH de 5,5 y 9, 
la actividad disminuyó un 50%, obteniéndose los valores mínimos de actividad a 
valores de pH 3 y 4.  

 

 
 

Figura 90. Determinación del pH óptimo de la actividad APX de C. onubensis. 
Los tampones, utilizados a una concentración de 50 mM en la mezcla de reacción, 
fueron: AcH/AcNa, pH 3, 4 y 4,5; MES, pH 5, 5,5 y 6; fosfato potásico, pH 6,5, 7, 
7,5 y 8; Tris-HCl, pH 8,5 y 9. El 100% corresponde a 601, 85 U·mg-1 de actividad 
APX. Más detalles en Materiales y Métodos. 

 

Efecto de la temperatura 

La Figura 91 muestra la dependencia de la actividad APX con la temperatura en 
el intervalo comprendido entre 1,5 y 65 ºC. El máximo valor de actividad  se alcanzó 
a una temperatura de 50 ºC, si bien, en el rango de temperatura entre 1,5 y 45 ºC, la 
actividad se mantuvo en todo momento con un valor superior al 45%. 

A partir de los valores de actividad obtenidos en la zona ascendente de la curva, 
se obtuvo la representación de Arrhenius mostrada en la Figura 92. Los valores 
comprendidos entre 23 y 50 ºC se disponen linealmente distinguiéndose dos 
pendientes distintas, calculándose un valor de energía de activación de 6,6 kJ·mol-1 
entre 23 y 40 ºC, y de 52,6 kJ·mol-1 entre 40 y 50 ºC, lo que indicaría que el proceso 
catalizado por la APX se llevaría a cabo en dos etapas, una de las cuales limitaría el 
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proceso notablemente, ya que requiere de un aporte de energía 8 veces superior al de 
la otra etapa. 

 

 
 

Figura 91. Determinación de la temperatura óptima de la actividad APX de C. 
onubensis. La actividad APX se midió tal y como se describe en Materiales y 
Métodos, aunque incubando la mezcla de reacción a las temperaturas indicadas. El 
100% corresponde a 536,02 U·mg-1 de actividad APX. 

 

 
 

Figura 92. Determinación de la energía de activación de la actividad APX de C. 
onubensis. Representación de Arrhenius del logaritmo neperiano de la actividad 
APX frente a 1/Temperatura, de los valores obtenidos en la Figura 91. 
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Estabilidad térmica 

Para determinar cómo afecta la temperatura a la estabilidad de la actividad APX 
de C. onubensis, se procedió a incubar un extracto crudo de la microalga a distintos 
tiempos y temperaturas. La Figura 93 muestra como a las temperaturas de 40 y 60 ºC, 
se produjo una caída drástica de la actividad APX en el intervalo de tiempo de 1 hora, 
perdiendo toda la actividad a tiempos mayores. A las temperaturas de 18 y 30 ºC, se 
aprecia que la actividad permaneció constante en el intervalo de tiempo de 7 horas 
(420 minutos), perdiendo su actividad a tiempos mayores. Por último, a las 
temperaturas de -20, 0 y 4 ºC, la actividad se mantuvo más o menos constante en 
todo el intervalo de tiempo que duró el ensayo. 

 

  
 

Figura 93. Estabilidad térmica de la actividad APX de C. onubensis. La 
actividad APX se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, aunque 
incubando los extractos crudos a las temperaturas indicadas. El 100% corresponde a 
491,35 U·mg-1 de actividad APX. 

 

Como se indicó en el apartado 2.2.2 de la Introducción, uno de los aspectos más 
destacados de las APX es su baja estabilidad en ausencia de ascorbato en el tampón 
de extracción (Shigeoka et al., 1980a). Así, en plantas, donde se han identificado 
varias isoenzimas, los tiempos de inactivación rondan los 30 segundos para las 
isoformas cloroplástica y mitocondrial, y en torno a 1 hora para la citosólica y la 
membranal (Chen y Asada, 1989; De Leonardis et al., 2000). Por este motivo, todos 
los extractos realizados se hicieron con tampón de extracción conteniendo ascorbato 
a una concentración de 1 mM. 

Según la caracterización físico-química realizada para la actividad APX de la 

microalga C. onubensis, se han obtenido valores de Km de 37,0 M para ascorbato y 
de 1,2 mM para H2O2. Además, la APX presentó una cinética sigmoidal característica 
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de un comportamiento enzimático alostérico respecto al H2O2. El proceso catalítico 
requiere un pH óptimo de 7 en tampón fosfato potásico 50 mM, una temperatura 
óptima de 50 ºC y dos energías de activación de 6,6 y 52,6 kJ·mol-1, respectivamente. 

La Tabla 25 muestra una comparación de estos datos con los de otras APX de 
origen fotosintético. Para la microalga C. onubensis se obtuvo el valor más alto de pH 
óptimo (pH 7,0 en tampón fosfato), coincidente con la APX de patata y soja, siendo 
ligeramente más ácido el valor que muestran las APX de otras microalgas y plantas. 
La temperatura óptima obtenida (50 ºC) para la enzima de C. onubensis  fue también 
superior al resto de valores que muestran las APX de organismos fotosintéticos 
indicados, cuyo valor osciló entre 32 y 42 ºC.  

En cuanto a los valores de Km para la actividad APX, en el caso del ascorbato, 
en C. onubensis se obtuvo el valor más bajo respecto a los mostrados en la tabla, 
situándose en torno a un orden de magnitud inferior al valor de Km para ascorbato 
de la APX de Chlamydomonas o de soja. Por el contrario, en el caso del H2O2, el valor 
de Km más alto se obtuvo para la enzima de C. onubensis, aunque como se indicó en 
la Figura 88, este dato no se corresponde realmente con un valor de Km, sino que 
hace referencia al de S0,5, en base al comportamiento alostérico observado, que se 
sitúa incluso un orden de magnitud por encima del valor de la Km de algodón y 
sobre 20 veces el valor del indicado para Chlamydomonas o E. gracilis. Hasta la fecha no 
existen datos previos que muestren este comportamiento alostérico de la actividad 
APX frente a H2O2.  

 

Tabla 25. Parámetros cinéticos de las APX de algunos organismos 
fotosintéticos. 

Organismo 
Km Tª pH 

ascorbato H2O2 Óptimo 

 mM ºC  

Coccomyxa onubensis 0,037 1,2* 50 7,0 
Chlamydomonas sp. W80 Strain 0,342 0,052 42 6,8 
Chlorella vulgaris  0,111 0,020 36 6,1 
Euglena gracilis z 0,410 0,056 32 6,2 
Brassica rapa 0,402 0,024 38 6,5 
Algodón 0,430 0,120 nd 6,5 
Patata 0,076 0,083 nd 7,0 
Soja  0,350 0,020 nd 5,9-7,0 

 

Los datos corresponden a las siguientes referencias: C. onubensis, objeto estudio de la 
presente Tesis; Chlamydomonas sp. W80 Strain, Takeda et al. (2000); C. vulgaris, Takeda 
et al. (1998); Euglena gracilis z, Shigeoka et al. (1980b); Brassica rapa, Ishikawa et al. 
(1996); algodón, Li et al. (2007b); Patata, De Leonardis et al. (2000); Soja, Dalton et al. 
(1996). nd indica no determinado; * indica valor de S0,5. 
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Efecto de diferentes sustancias sobre la actividad APX 

La Tabla 26 recoge un estudio del efecto que producen distintas especies 
químicas, tales como cationes monovalentes y divalentes, reactivos de grupos 
sulfhidrilos, o agentes quelantes de metales, a diferentes concentraciones, sobre la 
actividad APX en extractos crudos de C. onubensis. Como se puede apreciar, tanto la 
azida (NaN3) como el cianuro (KCN), inhibidores de enzimas que poseen hierro-
hemínico, inhibieron claramente la actividad, concretamente un 100% el cianuro y 
alrededor de un 70% la azida, ambos a una concentración de 1 mM en la mezcla de 
reacción, lo que pone de manifiesto el carácter hemínico de la enzima de C. onubensis, 
al igual que se ha descrito previamente para otras APX (De Leonardis et al., 2000; 
Takeda et al., 2000). 

Los cationes monovalentes, tales como el Na+ y K+ 1 mM, apenas produjeron 
efecto alguno sobre los niveles de actividad APX. En cualquier caso, cabe destacar 
una ligera inhibición de la actividad, en ambos casos, a una concentración de 5 mM. 
Para el caso de los cationes divalentes, el Mn2+ provocó una inhibición del 81% a una 
concentración de 5 mM. La inhibición provocada por el Mn2+ sobre la actividad APX 
de C. onubensis ha sido también descrita para la enzima de E. gracilis z (Shigeoka et al., 
1980b), aunque a una concentración menor (1 mM). Por su parte, el Mg2+ 1 mM 
produjo un aumento del 21% de la actividad APX, si bien la actividad disminuyó un 
15%, respecto al control, a una concentración de 5 mM. 

Por último, en el caso del DTT, reactivo de grupos sulfhidrilos, produjo una 
fuerte inhibición de la actividad (88%) a una concentración de 1 mM, inhibiéndose 
totalmente la actividad cuando se aumentó 5 veces su concentración. Esto concuerda 
con la relevancia de los grupos tiólicos de la enzima en la reacción catalizada, de 
hecho, se ha indicado la importancia de la Cys-32 en la enzima de guisante 
(Mandelman et al., 1998).  

 

Tabla 26. Efecto de diferentes agentes sobre la actividad APX de C. onubensis. 

Agente  
APX (%) 

1 mM 5 mM 

Ninguno (control) 100 100 
Na+ 91,6 84,7 
K+ 80,2 80,2 
Mg2+ 121,8 84,7 
Mn2+ 101,0 19,8 
DTT 11,9 0 
KCN 0 0 
NaN3 31,7 13,9 

 

Se determinó la actividad APX según se describe en Materiales y Métodos en 
presencia de los compuestos reseñados, a la concentración indicada. El 100% 
corresponde a 559,71 U·mg-1 de actividad APX. 
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A efecto de ver el tipo de inhibición de algunos de los inhibidores probados en 
el presente estudio, se procedió a realizar un estudio cinético más detallado utilizando 
concentraciones variables de ascorbato en ausencia y presencia de los inhibidores. Se 
seleccionó para este estudio el Mn2+ y DTT, mostrándose los resultados a 
continuación. 

 

 
 

  
 

Figura 94. Representación de Michaelis-Menten (A) y de Lineweaver-Burk 
(B) para la determinación del tipo de inhibición del Mn2+ en función de la 
concentración de ascorbato para la actividad APX de C. onubensis. La 
actividad se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo 
referente a las concentraciones de ascorbato en la mezcla de reacción, que variaron 
según se muestra en la figura, y en la concentración fija del Mn2+ (5 mM).  
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La Figura 94 muestra el estudio realizado con Mn2+ (5 mM). Como puede 
observarse en la Figura 94A, se aprecia una disminución drástica del valor de la 
velocidad máxima de la actividad APX en presencia del catión, resultado que se 
confirma con la representación de dobles inversos (Figura 94B), donde, además, se 
puede comprobar cómo las dos rectas obtenidas, en ausencia y presencia del 
inhibidor, son paralelas. Este resultado es consecuente con una inhibición 
acompetitiva, en donde el inhibidor (Mn2+) posiblemente bloquee la actividad APX 
una vez que la enzima haya formado el complejo con ascorbato. 

 

 
 

Figura 95. Efecto del DTT sobre la curva de Michaelis-Menten de la actividad 
APX de C. onubensis respecto a ascorbato. La actividad se midió tal y como se 
describe en Materiales y Métodos, excepto en lo referente a las concentraciones de 
ascorbato en la mezcla de reacción, que variaron según se muestra en la figura, y en la 
concentración fija del DTT (0,5 mM). 

 

La Figura 95 muestra los resultados obtenidos cuando se utilizaron 
concentraciones variables de ascorbato, en ausencia y presencia del DTT (0,5 mM), 
en la mezcla de reacción. Puede observarse como, al adicionar DTT, la curva de 
Michaelis-Menten para ascorbato en ausencia del inhibidor se desplaza hacia un 
comportamiento de tipo sigmoidal. Así, la presencia de DTT disminuye la afinidad 
de la enzima por el ascorbato, a la vez que disminuye la velocidad máxima del 
proceso catalizado. No obstante, al poseer un comportamiento de tipo sigmoidal, no 
pudo realizarse el estudio de inhibición por dobles inversos derivado de la ecuación 
de Michaelis-Menten, concluyéndose que el DDT actúa como modulador negativo 
del proceso, indicando, además, la importancia de los grupos sulfhidrilos en el 
proceso catalizado. 
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Ensayo de actividad en gel 

La Figura 96 muestra el resultado de un ensayo de actividad APX en extractos 
crudos de la microalga C. onubensis en gel de poliacrilamida, en condiciones nativas. 
Como puede apreciarse, la existencia de varias bandas de actividad es consecuente 
con el hecho de que en C. onubensis pudieran existir varias isoformas con actividad 
APX, tal y como ocurre en plantas como el té (Chen y Asada, 1989), la patata (De 
Leonardis et al., 2000) y B. rapa (Ishikawa et al., 1996). No obstante, en 
cianobacterias y algas eucarióticas se ha indicado la presencia de una sola isoforma de 
APX, tal y como ocurre en E. gracilis (Shigeoka et al., 1980b), Chlamydomonas (Takeda 
et al., 2000) y C. vulgaris (Takeda et al., 1998). 
 

 
 

Figura 96. Ensayo de actividad APX en gel de poliacrilamida. Se realizó una 

electroforesis nativa de extractos crudos de C. onubensis (27,7 g). La actividad APX 
se determinó según se describe en Materiales y Métodos. 

 

3.3.2. Purificación parcial de la ascorbato peroxidasa 

Tal y como se ha comentado previamente en el ensayo de actividad en gel de la 
APX, en C. onubensis parece ser que existen varias isoformas con actividad APX. Por 
ese motivo, en este apartado se muestra la purificación parcial de las posibles 
isoenzimas solubles de la APX de C. onubensis y, en su caso, una caracterización 
cinética parcial de las mismas. 

Para realizar la purificación, se partió de un extracto crudo de 35 ml obtenido a 
partir de 11,3 g de peso húmedo de células de C. onubensis. El extracto se trató 
previamente con sulfato de estreptomicina para eliminar pigmentos y nucleicos y la 
preparación obtenida se aplicó a una columna de 15 ml de DEAE-Sefacel, 
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equilibrada con tampón de extracción (tampón fosfato potásico 20 mM, pH 7; 
ascorbato 1 mM) a un flujo máximo de 15 ml·h-1. 

 

 
 

Figura 97. Cromatografía de intercambio iónico en DEAE-Sefacel de la 
actividad APX de C. onubensis. Las líneas discontinuas representan la 
concentración de NaCl a lo largo del perfil cromatográfico. El procedimiento se 
realizó según se describe en Materiales y Métodos. 

 

Tras aplicar la preparación, la columna se lavó con tampón de extracción para, a 
continuación, aplicar un gradiente de sal de 0 a 400 mM de NaCl, preparado en 
tampón de extracción. El perfil de elución resultante de dicha cromatografía se 
muestra en la Figura 97, donde puede apreciarse cómo el aumento progresivo de la 
fuerza iónica de la sal durante la elución permitió obtener dos picos de actividad 
APX, uno de ellos tras el lavado con tampón de extracción al inicio del gradiente de 
NaCl (fracciones 19-27), y el otro al final del gradiente (fracciones 46-49). Según el 
orden de elución en la cromatografía, dichos picos de actividad se han denominado 
como APX1 y APX2. 

La Tabla 27 muestra las distintas etapas de purificación realizadas tras las cuales 
se obtuvo una preparación, denominada APX1, con una actividad específica de 
1504,4 U·mg-1, una recuperación del 10,4% y un factor de purificación de 5,6 veces; y 
una segunda preparación (APX2), con una actividad específica de 3953,49 U·mg-1, 
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una recuperación del 6,1% y un factor de purificación de 14,6 veces. Estos resultados 
son indicativos de que posiblemente C. onubensis posea, al menos, dos isoenzimas 
solubles con actividad APX.  

 

Tabla 27. Purificación parcial de la APX de C. onubensis. 

Etapa 
Volumen 

(ml) 
Proteína 

(mg) 
Act. 
 (U) 

Act. Esp. 
(U·mg-1) 

Rendimiento 
% 

Extracto crudo 37,0 20,13 5430,8 269,83 100 
Sbte. Estreptomicina 35,0 7,91 5834,8 737,67 100 

DEAE-Sefacel 
APX1 15,0 0,37 564,1 1504,40 10,4 

APX2 6,5 0,084 331,5 3953,49 6,1 
 

La purificación se realizó a partir de 11,3 g de células (peso húmedo), como se 
describe en Materiales y Métodos. 

 

Ensayo de actividad en gel de las preparaciones obtenidas 

A efecto de comprobar las características moleculares de las posibles isoformas 
de APX1 y APX2 de C. onubensis, se procedió a realizar un ensayo de actividad en gel 
de poliacrilamida, y en condiciones nativas, de las preparaciones obtenidas.  

 

 
 

Figura 98. Ensayo de actividad APX en gel de poliacrilamida de las 
preparaciones APX1 y APX2 de C. onubensis. Se realizó una electroforesis nativa 
de las preparaciones APX1 y APX2 obtenidas de la purificación parcial de C. onubensis. 

Calle 1, actividad APX en la fracción APX1 (11,6 g); calle 2, actividad APX en la 

fracción APX2 (5,6 g). La actividad APX se determinó según se describe en 
Materiales y Métodos. 
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En la  Figura 98 se aprecian distintas bandas con actividad APX con distinta 
movilidad electroforética. En la calle 1 aparece una única banda de actividad APX 
correspondiente con la isoforma APX1, mientras que en la calle 2, correspondiente a 
la preparación APX2, aparecen dos bandas de actividad, una de menor peso 
molecular que la APX1 y otra de mayor intensidad, con un peso ligeramente mayor 
que la APX1. Por lo que, o bien existen dos isoformas en esa preparación, o bien una 
sola que pueda presentarse en varias formas de asociación. Se ha descrito en plantas 
que las isoenzimas cloroplásticas normalmente existen en forma monomérica, en 
cambio, las citosólicas pueden aparecer como dímeros (Mittler y Zilinskas, 1991; 
Miyake et al., 1993). También se ha indicado que las isoformas cloroplásticas poseen 
un mayor peso molecular debido a que poseen una extensión N-terminal de un 
péptido señal (tránsito) (Shigeoka et al., 1980a, b). En este sentido, aunque se 
requerirían más estudios al respecto, podría ocurrir que en la microalga C. onubensis, la 
APX1 se correspondiera con la isoforma cloroplástica con un peso molecular 
aparente de 48 kDa, y la isoforma APX2 con la citosólica, apareciendo en el gel 
como monómero de 30 kDa y dímero de 62 kDa, aproximadamente. En las 
microalgas C. vulgaris y Chlamydomonas sp. W80, se ha descrito la presencia de una 
única isoforma de la APX de 32 y 33 kDa, respectivamente (Takeda et al., 1998; 
2000). 

 

 

Propiedades cinéticas de las distintas isoformas de la APX  

A efecto de encontrar posibles diferencias de carácter cinético entre las 
isoenzimas purificadas parcialmente de C. onubensis, se realizó un estudio de la APX1 
y APX2 en relación con la afinidad catalítica hacia sus sustratos. 

La Figura 99 muestra los resultados obtenidos cuando se utilizaron 
concentraciones variables de ascorbato, en la mezcla de reacción, para la actividad de 
las isoformas APX1 y APX2. En la figura puede observarse que, tanto la APX1 
como la APX2, presentaron una cinética clásica de Michaelis-Menten respecto a 
ascorbato. A partir de la correspondiente representación de dobles inversos (Figura 

100), se obtuvo un valor de Km de 73,2 M para la APX1 y de 34,9 M para la 
APX2. 

 

 

 

 

 

 



 
 
 
 
 

III. Resultados y Discusión Capítulo 3. Sistema Antioxidante 

164 

 

 

 
 

 
 

Figura 99. Representación de Michaelis-Menten de la actividad APX1 (A), o 
APX2 (B), de C. onubensis en función de la concentración de ascorbato. La 
actividad se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo 
referente a las concentraciones de ascorbato en la mezcla de reacción, que variaron 
según se muestra en la figura. 
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Figura 100. Representación de Lineweaver-Burk para la determinación de los 
valores de Km para ascorbato de la actividad APX1 (A), o APX2 (B), de C. 
onubensis. Se representa la inversa de la velocidad de reacción frente a la inversa de 
la concentración de ascorbato, de los valores representados en la Figura 99.  

 

El estudio realizado para H2O2 se muestra en la Figura 101 y Figura 102. Como 
se puede apreciar en las figuras, la actividad de la isoforma APX1 mostró un 
comportamiento alostérico, mientras que la isoforma APX2 presentó una cinética 
clásica de Michaelis-Menten, obteniéndose para esta isoforma (APX2) un valor de 
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Km aparente para el H2O2 de 8,2 mM mediante la representación de Lineweaver-
Burk (Figura 102B). 

 

 
 

 
 

Figura 101. Representación de Michaelis-Menten de la actividad APX1 (A), o 
APX2 (B), de C. onubensis en función de la concentración de H2O2. La 
actividad se midió tal y como se describe en Materiales y Métodos, excepto en lo 
referente a las concentraciones de H2O2 en la mezcla de reacción, que variaron según 
se muestra en la figura.  

 

Para el caso de la APX1, a partir de la correspondiente representación lineal de 
Hill (Figura 102A), se obtuvo un valor de S0,5 de 0,9 mM y un índice de Hill “n” de 
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2,0, indicando que el efecto de la cooperatividad positiva observado en el extracto 
crudo se debía mayoritariamente a la actividad de la isoenzima APX1 de C. onubensis, 
que actuaría a bajas concentraciones de H2O2, mientras que la APX2 tendría menos 
afinidad por el H2O2, presentando una cinética michaeliana y actuando a 
concentraciones más altas de H2O2. 

 

 
 

 
 

Figura 102. Representación lineal de Hill para APX1 (A) y de Lineweaver-Burk 
para APX2 (B) de C. onubensis en función de la concentración de H2O2. Los 
valores se obtuvieron a partir de los datos de la Figura 101. 
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3.4. Efecto del estrés abiótico sobre los niveles de actividad CAT, GR y APX 
de C. onubensis 

Tras la caracterización de los ensayos de actividad de la catalasa, la glutatión 
reductasa y la ascorbato peroxidasa de la microalga C. onubensis, a continuación se 
muestra un estudio sobre el efecto que provocó la exposición de la microalga a la 
presencia de Cd2+, Cu2+, Hg2+, As(III) (arsenito) o As(V) (arseniato), sobre la 
actividad de las tres enzimas mencionadas. Las células se mantuvieron creciendo a 
pH ácido durante 8 días, en ausencia (control) o presencia del metal o metaloide. 
Transcurrido ese tiempo, se prepararon los extractos crudos correspondientes y se 
determinaron los niveles de actividad de las enzimas indicadas. Todos los ensayos se 
realizaron por triplicado. 

Estudios previos sugieren que el estrés oxidativo está implicado en la toxicidad 
por metales pesados y algunos metaloides, como el Cd2+ (Benavides et al., 2005), 
Cu2+ (Gao et al., 2008), Hg2+ (Shrivastava et al., 2015), As(III) y As(V) (Ahsan et al., 
2008; Mallick et al., 2011), ya sea induciendo la producción de radicales libres de 
oxígeno (ROS), o disminuyendo los antioxidantes enzimáticos y no enzimáticos 
(Benavides et al., 2005). Para hacer frente a los daños causados por las ROS, las 
células vegetales han desarrollado una serie de mecanismos de defensa formado por 
un sistema de dos componentes para regular el equilibrio de las ROS dentro de las 
células. El primer componente está constituido por sistemas enzimáticos 
antioxidantes, entre los que se destaca la acción de la CAT o el ciclo ascorbato-
glutatión (en el que participan la GR y la APX), encargados de la degradación 
mayoritaria de H2O2 (Tausz et al., 2004; Gill y Tuteja, 2010). El segundo componente 
abarca un grupo de antioxidantes no enzimáticos que incluye el glutatión reducido 
(GSH) aportado por la GR, las fitoquelatinas secuestradoras de metales (que 
requieren GSH para su síntesis), o el ascorbato (donador electrónico de la APX), 
cuya acumulación, junto con la de otros metabolitos, se ha indicado durante la 
exposición a metales pesados (Khan et al., 2009; Song et al., 2010).  

La Figura 103 muestra el estudio realizado sobre la actividad CAT de C. onubensis. 
Como se puede apreciar en la figura, a excepción del Hg2+, en los demás casos 
estudiados, la actividad CAT aumentó significativamente a medida que se aumentó la 
concentración del metal o metaloide utilizado, para decaer a las concentraciones más 
altas. La especie que provocó un mayor efecto sobre la actividad CAT fue el Cu2+, 
observándose un aumento del nivel de actividad de 4 veces, respecto al control, con 

Cu2+ 300 M. Este comportamiento podría deberse al estrés oxidativo provocado 
por la presencia de Cu2+, bioelemento esencial que participa como componente 
estructural y catalítico de proteínas y enzimas (Pilon et al., 2006), pero que, a altas 
concentraciones, provoca la producción de especies reactivas de oxígeno, entre ellas 
el H2O2 (Liu et al., 2004). Teniendo en cuenta que la CAT es una enzima clave en el 
proceso de detoxificación del H2O2 (Mittler, 2002), ante esta situación de estrés, la 
CAT de C. onubensis actuaría eliminado el exceso de H2O2 resultante de la exposición 
al metal.  
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Figura 103. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre la 
actividad CAT en el medio de cultivo de C. onubensis. Las células se cultivaron 
en condiciones estándar con KNO3, en ausencia (control) o presencia de Cd2+, Cu2+, 
Hg2+, As(III) o As(V), a las concentraciones indicadas. Tras 8 días de crecimiento, se 
determinó la actividad CAT en los correspondientes extractos crudos, según las 

condiciones descritas en Materiales y Métodos. 8416,49  95,06 mU·mg-1 
corresponde al 100% de actividad CAT. 

 

 



 
 
 
 
 

III. Resultados y Discusión Capítulo 3. Sistema Antioxidante 

170 

 

Estos resultados contrastan con estudios previos realizados en plantas 
(Mazhoudi et al., 1997; Jouili y El Ferjani, 2004), donde en algunos casos, la 
exposición a Cu2+ no afecta a la actividad CAT y, en otros, llega a inhibirla 

parcialmente. De manera similar, en células de C. reinhardtii expuestas a Cu2+ 300 M, 
tampoco se ha observado efecto alguno sobre la actividad CAT (Domínguez, 2008). 
En cualquier caso, hay que tener en cuenta que C. onubensis es un organismo 
extremófilo adaptado a vivir en ambientes ácidos y con altas concentraciones de 
metales pesados, por lo que posiblemente posea una maquinaria antioxidante 
especialmente activa. De hecho, como muestra la Figura 103, el nivel de actividad 

CAT de la microalga también se incrementó 2,5 veces por exposición a Cd2+ 300 M, 

y 2 veces en As(III) 200 M y As(V), aunque en este caso a una concentración 100 
veces superior. 

El Cd2+ es un poderoso inhibidor enzimático (Das et al., 1997) y se ha 
demostrado que causa estrés oxidativo en las plantas (Benavides et al., 2005), tal y 
como ocurre en los nódulos de soja (Balestrasse et al., 2001), llegando a aumentar los 
niveles de actividad de enzimas antioxidantes, como es el caso de la CAT 
(Domínguez, 2008). Por su parte, el arsénico también induce la producción de ROS 
(Ahsan et al., 2008; Mallick et al., 2011) provocando el incremento de la actividad 
CAT (Mylona et al., 1998) junto con otras enzimas del sistema antioxidante, como es 
el caso de las implicadas en el sistema ascorbato-glutatión, o activando la producción 
de glutatión, fitoquelatinas y antocianos (Finnegan y Chen, 2012). La exposición a 
Hg2+ fue el único caso que apenas provocó cambios en la actividad CAT de la 
microalga C. onubensis, observándose un aumento de un 20% a una concentración de 

0,5 M.  La activación de la CAT por exposición a Hg2+ también ha sido indicada en 
hojas de tomate o en Brassica juncea  (Srivastava et al., 2005; Shiyab et al., 2008), si 
bien en estos casos, las concentraciones de mercurio utilizadas fueron del orden de 

40-75 M. 

Las Figuras 104 y 105 muestran, respectivamente, el efecto que la exposición a 
diferentes concentraciones de Cd2+, Cu2+, Hg2+, As(III) y As(V), en el medio de 
cultivo de C. onubensis, provocó sobre la actividad GR y APX.  

La actividad GR (Figura 104) se vio más afectada por la exposición a Cu2+, 
aunque en menor proporción que en el caso de la CAT, apreciándose un incremento 

de un 40% del nivel de actividad con Cu2+ 200 M. El Cd2+ (100 M) y el As(III) 

(200 M) incrementaron la actividad un 20%. Por otro lado, y para esos tres metales, 
a partir de las concentraciones indicadas anteriormente, se observó una disminución 
del nivel de actividad GR de la microalga. No se observó efecto significativo por 
exposición a As(V) o Hg2+, si bien en este último caso, y al igual que le ocurrió a la 
actividad CAT, se produjo una ligera inactivación de la GR para una concentración 

de 0,5 M del metal. 
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Figura 104. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre la 
actividad GR en el medio de cultivo de C. onubensis. Las células se cultivaron en 
condiciones estándar con KNO3, en ausencia (control) o presencia de Cd2+, Cu2+, 
Hg2+, As(III) o As(V), a las concentraciones indicadas. Tras 8 días de crecimiento, se 
determinó la actividad GR en los correspondientes extractos crudos, según las 

condiciones descritas en Materiales y Métodos. 17,77  2,04 U·mg-1 corresponde al 
100% de actividad GR. 

 

 



 
 
 
 
 

III. Resultados y Discusión Capítulo 3. Sistema Antioxidante 

172 

 

 
 

 

 

Figura 105. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre la 
actividad APX en el medio de cultivo de C. onubensis. Las células se cultivaron 
en condiciones estándar con KNO3, en ausencia (control) o presencia de Cd2+, Cu2+, 
Hg2+, As(III) o As(V), a las concentraciones indicadas. Tras 8 días de crecimiento, se 
determinó la actividad APX en los correspondientes extractos crudos, según las 

condiciones descritas en Materiales y Métodos. 525,14  14,63 U·mg-1 corresponde al 
100% de actividad APX. 
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El incremento de nivel de actividad GR observado en la Figura 104, tras la 
exposición de C. onubensis a ciertos metales pesados y metaloides, es indicativo de las 
necesidades de GSH que se requieren bajo las condiciones de estrés metálico a las 
que se encuentra sometida la microalga, bien debido a la demanda del ciclo 
ascorbato-glutatión para la eliminación de H2O2 (Asada, 1997), o bien a la demanda 
requerida para la síntesis de fitoquelatinas, secuestradoras de metales pesados. La 
sobreexpresión por estrés metálico de las enzimas implicadas en la síntesis directa de 
glutatión (a partir de los aminoácidos que lo forman) y de fitoquelatinas, ha sido 
indicada previamente en B. juncea (Reisinger et al., 2008). De la misma manera, en 
numerosas plantas, la GR incrementa su nivel de actividad en presencia de Cd2+, 
aunque el efecto varía dependiendo de la concentración del metal y del tiempo de 
exposición (Anjum et al., 2012; Gill et al., 2013), si bien en algunos casos, se ha 
indicado una ligera disminución de la actividad en presencia de Cd2+, como en el caso 
de Pisum sativum (Dalurzo et al., 1997) o en la microalga eucariótica C. reinhardtii 
(Domínguez, 2008). En hojas de Arabidopsis thaliana, la actividad GR también se 

incrementa por exposición a Cu2+ 100 M (Drazkiewicz et al., 2003), mientras que en 
plántulas de Sesbania drummondii, el Hg2+ incrementa la actividad GR a bajas 

concentraciones (0-40 M), mientras que disminuye a partir de esa concentración.  

En cuanto a la actividad APX de C. onubensis, como muestra la Figura 105, en 
comparación con la GR, destaca el incremento de actividad observado cuando las 
células se cultivaron en presencia de Cd2+, llegando a ser del 70%, respecto al control, 

para una concentración de 300 M del metal. A diferencia de lo ocurrido para la 
CAT y la GR, aunque a concentraciones bajas de Cu2+ se apreció un incremento de la 
actividad APX (máximo del 20%), a altas concentraciones se observó un fuerte 

descenso de la actividad, que llegó a ser del 70% para Cu2+ 500 M, mostrándose 
más sensible que la CAT o la GR a la presencia de este metal, lo que parece indicar 
que en estos casos, la CAT estaría más implicada que la APX en la eliminación del 
H2O2 generado por altas concentraciones de Cu2+ en el medio de cultivo. El As(III) 
provocó un efecto sobre la APX similar al observado para la GR, con un incremento 
inicial de actividad, aunque no se apreció efecto inhibitorio a altas concentraciones, 
mientras que para As(V), la activación de la actividad APX observada fue más 
acusada. 

El efecto observado sobre la actividad APX por exposición a Cd2+ es 
coincidente con los resultados obtenidos en C. reinhardtii, donde se observa una clara 

estimulación de la actividad APX a una concentración del metal de 300 M 
(Domínguez, 2008). Por el contrario, el efecto observado en plantas es menos 
significativo, así, mientras que en guisantes no se aprecia efecto alguno, en café si se 
aprecia un incremento de la actividad APX, pero a bajas concentraciones de Cd2+ 
(Caverzan et al., 2012). Aunque el efecto provocado por Cu2+ sobre la actividad APX 
fue menor que en el caso del Cd2+, la inducción de la actividad APX por Cu2+ 
también ha sido descrita en las microalgas Dunaliella salina y Dunaliella tertiolecta 
(Nikookar et al., 2005), y en plantas de café y Festuca arundinacea (Caverzan et al., 
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2012), indicando también la contribución de este metal al incremento del estrés 
oxidativo generado en la microalga. La activación por arsénico de la APX también se 
ha descrito en la planta F. arundinacea (Lee et al., 2007), mientras que el Hg2+, que no 
afectó de manera significativa a la actividad APX de C. onubensis, si se ha indicado la 
inducción de la enzima en plantas de arroz expuestas a Hg2+ (Chen et al., 2012). 
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4. Estrés abiótico en el crecimiento celular y capacidad 
acumuladora de metales y metaloides en Coccomyxa onubensis 

En los capítulos anteriores se ha presentado el efecto que provocaban distintos 
metales y el arsénico sobre el consumo de nitrógeno en C. onubensis y sobre enzimas 
implicadas en el metabolismo del nitrógeno y en el estrés oxidativo, desatando la 
capacidad de resistencia que posee la microalga. Otro aspecto destacado de los 
estudios realizados es que el grado de afectación de este tipo de estrés depende de la 
especie utilizada, de la concentración a la que se encuentre y del tiempo de 
exposición al mismo. A continuación, se presenta un estudio que muestra como estas 
condiciones de estrés afectan al crecimiento celular de C. onubensis. Previamente, y 
para tratar de correlacionar los resultados obtenidos, en la Tabla 28 se muestra un 
resumen de los resultados obtenidos en los capítulos anteriores, recogiendo, de 
manera comparativa (a una concentración fija), el efecto provocado por el estrés al 
que se ha sometido la microalga.  
 

 

 

 

Tabla 28. Tabla resumen del estrés abiótico sobre distintos aspectos de la 
microalga extremófila C. onubensis. 

 Consumo 
Enzimas Metabolismo 

Nitrógeno 
Enzimas 

Antioxidantes 
 Nitrato Amonio NiR GS GDH CAT GR APX 

Cu2+ = = - - = ++ +++ ++ - - 
         

Cd2+ = - - - - ++ ++ + ++ 
         

As(III) - - = - - - + ++ + + 
         

As(V) = = - = = ++ = + 
         

Hg2+ - - - - - ++ = + + 
 

Se muestran los resultados de los estudios realizados tomando como referencia una 

concentración de 200-300 M de Cu2+, Cd2+ y As(III); 20 mM de As(V); y 300 nM de 
Hg2+, en el medio de cultivo de la microalga. Respecto al control, se indica: sin 
variación (=); incremento (+); descenso (-). La intensidad del efecto se muestra con 
una (leve), dos (notable), o tres (alta) repeticiones. 

 

 

Además, y con vistas a comprobar su posible aplicación en procesos de 
fitorremediación, se mostrará un estudio de la capacidad acumuladora de metales de 
la microalga en función del factor de bioconcentración (BCF). 
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4.1. Efecto que produce diferentes metales y metaloides sobre el crecimiento 
de C. onubensis 

La Figura 106 muestra el efecto que provocó la exposición a cobre, cadmio, 
mercurio o arsénico, sobre el crecimiento de C. onubensis, a pH ácido. 

 

 
 

Figura 106. Efecto de la presencia de diferentes metales y metaloides sobre el 
crecimiento de C. onubensis. Las células se cultivaron en condiciones estándar con 
KNO3, a pH ácido, en ausencia (control) o presencia de diferentes concentraciones 
de Cd2+, Cu2+, Hg2+, As(III) o As(V), añadidos a tiempo 0. Periódicamente, se 
determinó la concentración de clorofila según las condiciones descritas en Materiales 
y Métodos. 
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El cobre es un micronutriente esencial para el crecimiento normal de la planta y 
el metabolismo, pero a concentraciones altas puede ser tóxico (Zhang et al., 2014). 
Esta toxicidad puede no verse reflejada en ciertos organismos, ya que han podido 
desarrollar tolerancia a dicho metal (Li et al., 2007a). Como muestra la Figura 106, la 
microalga C. onubensis se mostró resistente a la exposición a Cu2+, ya que el 
crecimiento de la microalga, expuesta a las concentraciones indicadas del metal, no se 

vio afectado ni siquiera a altas concentraciones de Cu2+ (300 M). Precisamente, esta 
concentración resultó ser muy tóxica para la microalga Chlamydomonas reinhardtii 
(Domínguez, 2008). Como refleja la Tabla 28, la exposición de C. onubensis a Cu2+, 
aunque no bloqueó la asimilación de nitrato y de amonio, disminuyó parcialmente el 
nivel de actividad NiR, sin afectar significativamente a la GS; aumentó ligeramente la 
actividad GR; y considerablemente, las actividades GDH y CAT. De tal forma que, 
bajo estas condiciones de estrés, la GDH contribuiría a aportar el glutamato 
demandado, entre otros procesos, para la síntesis de glutatión y de las fitoquelatinas 
secuestradoras de metales, mientras que la CAT garantizaría la eliminación del H2O2 
producido por estrés metálico, ya que el metal produjo una fuerte inactivación de la 
APX, contribuyendo de esta forma a que el crecimiento de la microalga (Figura 106) 
no se viera afectado. En cualquier caso, como se observa en la figura, la presencia de 
cobre en el medio de cultivo aumenta la velocidad de crecimiento de la microalga, 
por lo que se consideraría oportuno adicionar un exceso de cobre al medio de cultivo 

hasta una concentración máxima de 100 M, ya que concentraciones superiores 
pueden afectar a procesos metabólicos, como se recoge en la Tabla 28.  

En cuanto al Cd2+, en la Figura 106 se puede apreciar que, mientras que a bajas 

concentraciones (25 y 50 M) no se afectó la curva de crecimiento de la microalga, 
manteniendo un comportamiento similar al mostrado por el control, a 
concentraciones superiores del metal apareció una clara inhibición del crecimiento 
celular, mostrándose C. onubensis menos resistente a Cd2+ que a Cu2+. La inhibición 
del crecimiento por cadmio también se ha indicado para la diatomea marina 
Skeletonema costatum (Nassiri et al., 1997) y la microalga C. reinhardtii (Mosulén et al., 
2003; Domínguez, 2008). En plantas, una  vez absorbido el Cd2+, conduce a la 
inhibición del crecimiento e incluso lleva a provocar la muerte (Sanitá di Toppi y 
Gabbrielli, 1999; Hassan et al., 2005). Esta toxicidad se atribuye al deterioro de 
procesos fisiológicos como la reducción de los espacios intercelulares y el número de 
cloroplastos, así como el aumento del tamaño celular (Sandalio et al., 2001), la 
inhibición de la síntesis de clorofila y la fotosíntesis (Somashekaraiah et al., 1992; 
Pankovic et al., 2000), y los cambios del estado antioxidante (Stochs y Bagchi, 1995), 
poniendo de manifiesto la importancia de mantener un sistema antioxidante activo 
bajo estas condiciones de estrés. Aunque en C. onubensis (Tabla 28) el Cd2+ bloqueó 
parcialmente solo la asimilación de amonio, sí que afectó a la ruta asimilatoria de 
nitrógeno, disminuyendo los niveles de actividad de la NiR y la GS (especialmente la 
NiR), pudiendo afectar este hecho a la disminución del crecimiento de la microalga 
observado (Figura 106) a altas concentraciones del metal. No obstante, de nuevo, el 
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incremento de la actividad GDH garantizaría el aporte de glutamato, mientras que la 
CAT y la APX contribuirían a la eliminación del H2O2 producido por el estrés 
metálico. 

Como se muestra en la Figura 106, el Hg2+ no presentó ningún efecto sobre el 
crecimiento celular de C. onubensis a ninguna de las concentraciones estudiadas. El 
Hg2+ es la forma más predominante y fácilmente absorbida por las plantas superiores 
y acuáticas (Yadav, 2010; Chen y Yang, 2012). Altos niveles de Hg2+ son muy tóxicos 
para las células vegetales, provocando inhibición del crecimiento (Patra y Sharma, 
2000; Kumar et al., 2013) y bloqueando el transporte de iones esenciales (Azevedo y 
Rodriguez, 2012), lo que podría justificar la inhibición parcial del consumo de 
nitrógeno observada en C. onubensis (Tabla 28). Por otro lado, la sustitución del 
átomo central de clorofila, Mg2+, por Hg2+ es un importante mecanismo de daño, ya 
que evita la recolección fotosintética de luz en las moléculas de clorofila, afectando 
de manera importante a la fotosíntesis (Küpper et al., 1996; Patra y Sharma, 2000). Al 
igual que ocurre con otros metales pesados, el Hg2+ es detoxificado en plantas por 
acción de las fitoquelatinas, así como de su precursor, el glutatión. En ambos casos, 
el Hg2+ puede formar enlaces a través de los grupos sulfhidrilos (Cobbett, 2000). 
Además, la exposición al metal provoca un aumento de la producción de ROS, 
afectando de esta forma al sistema antioxidante de la planta (Cargnelutti et al., 2006). 
Así, se ha observado en arroz, que el aumento de las ROS derivado de la exposición 
a Hg2+ está acompañado por un incremento de la actividad APX, especialmente en la 
raíz, mientras que se observa una disminución en los niveles de actividad CAT (Chen 
et al., 2012). Estos resultados son similares a los obtenidos en C. onubensis, así, a pesar 
de que el Hg2+ no afectó al crecimiento de la microalga (Figura 106), la exposición al 
metal (Tabla 28) provocó una activación de la GR y la APX, manteniendo, de esta 
forma, activo el sistema antioxidante, junto con la GDH, que como en los casos 
anteriores, participaría en la producción de glutamato demandado por la síntesis de 
glutatión y fitoquelatinas secuestradoras del metal. 

En los estudios realizados con arsénico (Figura 106), la exposición a As(III) solo 
produjo un efecto significativo en el crecimiento de C. onubensis a la máxima 

concentración estudiada (500 M). No obstante, el As(V) sí provocó una inhibición 
del crecimiento a medida que se fue aumentando la concentración del metaloide en el 
medio de cultivo, si bien hay que indicar que las concentraciones de As(V) estudiadas 
fueron muy superiores a las utilizadas con As(III). El arsénico es un metaloide tóxico 
que, en plantas, afecta al crecimiento de la raíz, al desarrollo de la propia planta, así 
como al rendimiento y producción de frutos (Garg y Singla, 2011). Su toxicidad 
depende tanto de la concentración, como de la formulación química a la que se 
encuentre el metaloide. Nuestros resultados, como se puede observar en la Figura 
106 y la Tabla 28, ponen también de manifiesto este hecho diferenciador entre el 
arseniato y el arsenito. Como se ha indicado en capítulos anteriores, el As(V) es un 
análogo estructural del fosfato y utiliza los transportadores de fosfato para acceder 
tanto al interior celular como a los distintos orgánulos celulares, no obstante, este 
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hecho hace que el fosfato presente en el medio de cultivo compita con el As(V), 
dificultando su entrada y minimizando su toxicidad (Finnegan y Chen, 2012), lo que 
justificaría el hecho de que para los estudios realizados en C. onubensis, las 
concentraciones utilizadas para ver los efectos con As(V) sean muy superiores a las 
utilizadas con As(III). Además, ambas especies generan estrés oxidativo afectando a 
los sistemas antioxidantes, aumentando los niveles de glutatión reducido y 
fitoquelatinas, y activando las enzimas antioxidantes (Mallick et al., 2011), tal y como 
indican los resultados mostrados en la Tabla 28 para la microalga C. onubensis. 
También existen diferencias en cuanto a la forma de actuar de ambas especies, así, el 
As(V) se intercambia con el fosfato en algunos procesos metabólicos. Se ha descrito 
en plantas expuestas a arseniato la presencia de especies tales como glucosa-6-As(V) 
y el ADP-As(V), que afectaría a procesos claves e importantes en el metabolismo 
energético celular (Finnegan y Chen, 2012), por lo que el arseniato, a altas 
concentraciones, podría afectar al crecimiento celular, como muestra la Figura 106. 
Por su parte, el As(III) está más implicado en la interacción con grupos tiólicos de 
metabolitos y proteínas, por lo que puede producir inhibiciones enzimáticas, de tal 
manera que, por un lado, el organismo actuaría aumentando la síntesis de glutatión y 
fitoquelatinas para poder secuestrarlo y acumularlo en las vacuolas, y por otro, la 
activación del sistema antioxidante lucharía contra las ROS producidas por la 
exposición al metal (Song et al., 2010). Nuestros resultados son coincidentes con 
estos hechos, pues como muestra la Tabla 28, aunque la exposición de C. onubensis a 
As(III) disminuye el consumo de nitrógeno y los niveles de actividad NiR y GS, 
aumenta los de la GDH (productora de glutamato) y los de la CAT, GR y APX 
(activando el sistema antioxidante). Por otro lado, la inhibición del transporte de 
nitrógeno y la disminución de la actividad de la nitrato reductasa, NiR y GS, también 
se han indicado en plantas expuestas a arsénico (Ahsan et al., 2008; Norton et al., 
2008; Chakrabarty et al., 2009). 

 
4.2. Capacidad acumuladora de C. onubensis sobre diferentes metales y 
metaloide 

La descarga de metales pesados en efluentes ha aumentado junto con la 
industrialización (Abdel-Raouf et al., 2012; Piotrowska-Niczyporuk et al., 2012), de 
ahí que sea esencial su eliminación, ya que son conocidos por su toxicidad (Srivastava 
y Majumder, 2008). En condiciones apropiadas, las microalgas poseen una capacidad 
depuradora conocida como fitorremediación (Rawat et al., 2011; Prajapati et al., 
2013), definida como el uso de macroalgas y/o microalgas para la eliminación o 
biotransformación de contaminantes desde medios líquidos (aguas residuales) y 
gaseosos (Infante et al., 2012; Maity et al., 2014). 

 Con vista a su posible papel fitorremediador, se ha estudiado la capacidad 
bioacumoladora de C. onubensis cuando se expone a Cu2+, Cd2+, Zn2+ o arsénico. Los 
resultados del estudio se presentan en la Tabla 29, donde se muestra la concentración 
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(en ppm en peso seco) del metal o metaloide en el interior celular de C. onubensis. 
Además, también se recoge la determinación del denominado factor de 
bioconcentración (BCF) (Soeprobowati y Hariyati, 2014), que permite comparar con 
otros organismos la capacidad acumuladora. Dicho factor se calculó según la 
ecuación: 

 

 

 

donde: 

 Corganismo: concentración de metales pesados en el organismo. 

 Cmedio: concentración de metales pesados en el medio de cultivo. 

 

Tabla 29. Acumulación de metales y metaloide en el interior celular de C. 
onubensis, y factor de bioconcentración (BCF).  

Condiciones  
Acumulación 

BCF 
(ppm en peso seco) 

Cultivo Control   
   + Cu2+  < LD - 
   + Cd2+  < LD - 
   + Zn2+ 21,4  2,3 1,63 
   + As(V) < LD - 
   

Cultivo Cu2+ 106,7  5,4 8,39 
   

Cultivo Cd2+ 202,4  6,1 9,00 
   

Cultivo Zn2+ 54,4  5,4 4,15 
   

Cultivo As(V) 1076,8  19,5 1437,27 
   

Cultivo Mezcla   
   + Cu2+ 109,9  8,4 8,65 

   + Cd2+ 186,2  9,0 8,28 

   + Zn2+ 62,2  5,4 4,75 
 

Los cultivos celulares de C. onubensis se mantuvieron en condiciones estándar de 
crecimiento, a pH ácido, en presencia de Cd2+, Cu2+ o/y Zn2+ (200 µM); o de  As(V) 
10 mM. Después de 15 días de crecimiento, las células se recogieron, se lavaron y se 
determinó la acumulación del metal o metaloide según se describe en Materiales y 
Métodos. < LD indica por debajo del límite de detección. 

 

En la tabla se observa como para Cu2+ y Cd2+ el BCF obtenido fue muy similar 
entre ellos, siendo de 8,39 y 9,00, respectivamente. De entre todas las especies 
estudiadas, el Zn2+ es el que arrojó un menor valor del BCF, si bien habría que 
señalar que parte del Zn2+ acumulado procedía del propio medio de cultivo, como 

 

BCF = 
C

organismo

C
medio
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muestra el dato control. C. onubensis mostró la mayor capacidad acumuladora por 
arseniato, obteniéndose un valor del BCF de 1437,27, destacando de esta forma la 
posible aplicación de la microalga en procesos de fitorremediación de arsénico. 
Además, cuando la microalga se expuso a la presencia conjunta de Cu2+, Cd2+ y Zn2+, 
la acumulación observada fue similar a la de los cultivos por separados, sin que se 
viese afectada la viabilidad celular. 

En comparación con otras microalgas (Chmielewská y Medved, 2001; Ellison et 
al., 2014), C. onubensis muestra valores del BCF inferiores para Cd2+, Cu2+ y Zn2+, 
aunque esto no ocurre en el caso del arsénico ya que, a pesar de que se han obtenido 
valores altos del BCF para otras microalgas expuestas a arsénico (Ellison et al., 2014), 
el valor del BCF para el metaloide en C. onubensis fue muy superior. Las plantas 
suelen tener una capacidad acumuladora de metales algo menor que las microalgas y, 
aunque en algunos casos el BCF fue inferior al obtenido para C. onubensis (Nazir et al., 
2011; Busuioc et al., 2012; Hamidiam et al., 2013; Manavi, 2013), en otros, como 
Padina sp. o Laurencia papillosa (Manavi, 2013), se obtuvo un valor del BCF respecto al 
Cd2+ 3 veces superior al mostrado por C. onubensis. 

Un aspecto importante que influye en la toxicidad de los metales es el pH del 
medio en el que se encuentren las microalgas, así, se ha demostrado que C. reinhardtii 
presenta un mayor efecto inhibidor sobre el crecimiento por Cd2+ a pH básico que a 
pH ácido (Domínguez, 2008). Aparentemente, el pH afecta a la conformación de las 
proteínas de membrana pudiendo afectar a los transportadores, de forma que a 
medida que disminuye el pH del medio, también disminuye el flujo del metal al 
interior celular habiéndose indicado que los H+ se comportan como un inhibidor no 
competitivo con respecto al metal divalente (François et al., 2007). En C. reinhardtii se 
ha indicado la presencia de un transportador para metales divalentes llamado DMT1. 
Se trata de una proteína de 513 aminoácidos con 11 dominios transmembranales que 
presenta una amplia especificidad para Cd2+, Cu2+, Mn2+ y Fe2+, pero no transporta el 
Zn2+ (Rosakis y Köster, 2005). Al igual que el Cd2+, la toxicidad por Cu2+ también 
disminuye a medida que lo hace el pH, como se ha indicado en Chlorella sp., donde 
los efectos provocados por el metal disminuyen junto con el pH en un intervalo 
entre 8 y 5,5 (Wilde et al., 2006). Este efecto provocado por el pH del medio podría 
justificar los menores valores del BCF para Cu2+ y Cd2+ obtenidos en C. onubensis en 
relación a otras microalgas. En cualquier caso, la peculiaridad de C. onubensis radica en 
que se trata de un organismo extremófilo cuyo potencial en fitorremediación estaría 
indicado en efluentes con altos contenidos de metales, y especialmente de arsénico, 
que además tengan un pH muy ácido, ambiente en el que otros organismos no 
podrían vivir.  

Por otro lado, teniendo en cuenta que en plantas expuestas a arsénico se han 
localizado distintos estados de oxidación y formas del metaloide, entre ellas arseniato 
y arsenito libre, o formas metiladas como monometil-As o dimetil-As (III y V) 
(Finnegan y Chen, 2012), se realizó un estudio de especiación de arsénico en células 
de C. onubensis expuestas a As(V). Así, tras mantener las microalgas en presencia del 
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metaloide durante 15 días de crecimiento (a pH 2,5), las células se recogieron y 
lavaron con medio de cultivo sin arsénico, y se procedió al estudio de especiación, tal 
y como se describe en el apartado 8.4 de Materiales y Métodos. Los resultados 
obtenidos ponen de manifiesto que la mayoría del arsénico medido en la microalga 
(86%) se encontró en forma de As(V), y solo un 14% apareció  como As(III), sin que 
se detectaran rastros de las formas metiladas del metaloide. Estos resultados 
contrastan con los obtenidos en plantas, donde, tras la exposición a As(V), el 
arsénico se acumula mayoritariamente (en un 90%) en forma de As(III) (Pickering et 
al., 2000; Dhankher et al., 2002; Xu et al., 2007). La reducción de As(V) a As(III) 
puede realizarse químicamente por interacción con glutatión reducido 
(Delnomdedieu et al., 1994), o de una forma más rápida, enzimáticamente vía 
arseniato reductasa, actividad identificada en plantas hipertolerantes de As(V) 
(Bleeker et al., 2006), Arabidopsis y arroz (Ellis et al., 2006; Duan et al., 2007), lo que 
justificaría la reducción parcial de As(V) a As(III) observada en C. onubensis, aunque 
este proceso reductivo en la microalga se muestra mucho menos activo que en 
plantas. 
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Conclusiones 
 

Consumo de nitrógeno  
 

1. La microalga acidófila C. onubensis muestra una mayor afinidad por amonio que 
por nitrato. El pH del medio no afecta a la velocidad de consumo de ambas 
fuentes nitrogenadas. El consumo de nitrato provoca una alcalinización del 
medio de cultivo en células de C. onubensis inoculadas a pH 2,5, mientras que el 
consumo de amonio acidifica el medio de cultivo cuando C. onubensis se inocula a 
pH 7. Cuando ambas fuentes están combinadas, como nitrato amónico, a pH 2,5 
la microalga comienza a consumir NO3

- una vez desaparecido el NH4
+ del medio 

de cultivo; mientras que a pH 7, la microalga consume ambas fuentes 
simultáneamente. 

 

2. El consumo de nitrato, por C. onubensis, se muestra más sensible que el de amonio 
a la presencia de cobre, mercurio, arsenito o arseniato, en el medio de cultivo; 
mientras que el cadmio afecta más al consumo de NH4

+. No obstante, el 
consumo de nitrógeno, por parte de la microalga, se muestra tolerante a este tipo 
de estrés, ya que, para observar efectos significativos sobre el consumo, es 

necesario superar concentraciones de 500 M para cobre y cadmio, de 500 nM 

para mercurio, de 300 M para arsenito, y de 20 mM para arseniato. 
 

Caracterizaciones enzimáticas 
 

3. La microalga C. onubensis muestra actividad nitrito reductasa con especificidad por 

ferredoxina o metil viológeno, con valores de Km de 7,2 M y 16,9 mM, 
respectivamente. La Km para nitrito es de 1,9 mM. El proceso catalítico requiere 
un pH óptimo de 7,5, una temperatura óptima de 45 ºC. Tanto el cianuro como 
el cadmio se muestran como potentes inhibidores de la actividad NiR. En base al 
ensayo de actividad en geles nativos de poliacrilamida, se ha detectado una única 
banda con actividad NiR con un peso molecular aparente de 75 kDa. 

4. La actividad transferasa de la glutamina sintetasa, medida en extractos crudos de 
C. onubensis, posee valores de Km de 19,3 mM para glutamina, de 2,0 mM para 

hidroxilamina, de 0,6 M para ADP y de 59,7 M para manganeso. El ensayo 
requiere un pH óptimo de 6, una temperatura óptima de 40. La actividad GS se 
activa en presencia de DTT y el MSO la inhibe. Los cationes divalentes Ba, Ca, 
Cd, Co, Cu, Fe Hg y Zn muestran un efecto inhibidor sobre la actividad GS. El 
Mg2+, a pesar de que no inhibe la actividad, no es capaz de sustituir al Mn2+ en el 
ensayo de actividad. Se ha detectado una única banda de actividad GS en gel, con 
un peso molecular aparente de 440 kDa.  
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5. La actividad glutamato deshidrogenasa de C. onubensis, medida en extractos 
crudos, posee valores de Km para 2-oxoglutarato, amonio y NADH de 1,1 mM, 

29,0 mM y 54,2 M, respectivamente (actividad aminante); y de 1,1 mM para 
glutamato y 0,8 mM para NAD+ (actividad desaminante). Ambos procesos 
poseen un rango óptimo de pH entre 9 y 11,5. La actividad aminante posee una 
temperatura óptima de 60 ºC y la desaminante de 50 ºC, presentando ambos 
procesos dos valores de energías de activación. La enzima muestra una gran 
estabilidad térmica hasta 40 ºC. Se ha detectado la presencia de una única banda 
de actividad GDH en geles nativos con un peso molecular aparente de 285 kDa. 

 

6. La actividad catalasa de C. onubensis, medida en extractos crudos, posee un pH 
óptimo de 12,5, una temperatura óptima de 60 ºC, determinándose dos valores de 
energías de activación. La Km para H2O2 es 17,1 mM. La actividad es estable 
entre -20 y 40 ºC. El Mn2+ se muestra como inhibidor no competitivo de la 
enzima, y la actividad es muy sensible a la presencia de cianuro y azida. Se ha 
detectado en geles nativos, dos bandas con actividad CAT, una de ellas 
mayoritaria de 122 kDa, y la otra minoritaria de 94 kDa. 

 

7. La actividad glutatión reductasa, medida en extractos crudos de C. onubensis, posee 

valores de Km para glutatión oxidado y NADPH de 59,7 y 22,2 M, 
respectivamente. El proceso catalítico requiere un pH óptimo de 7,5, una 
temperatura óptima de 60 ºC, y se han determinado dos energías de activación. 
La GR presenta inhibición de tipo competitiva por Mn2+. Por primera vez se ha 
descrito la utilización de metil viológeno como donador electrónico de la enzima 
mediante un ensayo de actividad en un gel nativo de poliacrilamidad, donde se ha 
detectado la presencia de una única banda con actividad GR de 65 kDa. 

8. La actividad ascorbato peroxidasa en extractos crudos de C. onubensis posee un 

valor de Km para ascorbato de 37,0 M. La actividad presenta una cinética 
sigmoidal respecto al H2O2, con un valor de S0,5 de 1,2 mM y un índice de Hill de 
2,3. El proceso requiere un pH óptimo de 7, una temperatura óptima de 50 ºC, 
determinándose dos valores de energías de activación. La actividad presenta una 
fuerte inactivación por cianuro y azida. El Mn2+ se muestra como un potente 
inhibidor acompetitivo de la APX y el DTT modula negativamente la actividad. 
El ensayo de actividad en gel muestra la presencia de varias bandas con actividad 
APX, consecuente con la posible existencia de varias isoenzimas. 

 

9. La purificación parcial de la ascorbato peroxidasa de C. onubensis ha permitido 
identificar dos posibles isoenzimas. La APX1 posee menos afinidad por 

ascorbato que la APX2, mostrando un valor de Km de 73,2 M y 34,9 M, 
respectivamente. Respecto al H2O2, la APX1 muestra un comportamiento 
alostérico con un valor de S0,5 de 0,9 mM (y un índice de Hill de 2,0), y la APX2 
sigue una cinética de Michaelis-Menten con un valor de Km de 8,2 mM. El 
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ensayo de actividad en gel muestra, para la isoforma APX1, una única banda de 
actividad de 48 kDa; mientras que para la APX2 aparecen dos bandas con 
actividad, una más intensa de 62 kDa (posible dímero) y otra menos intensa de 30 
kDa (posible monómero). 
 

Estrés abiótico 

10. A pesar de que C. onubesis se muestra muy tolerante al cobre, siendo importante 
su aporte durante el crecimiento celular, la exposición de la microalga a altas 
contracciones del metal, o de Cd, Hg o As, afecta al metabolismo del nitrógeno. 
Así, disminuye los niveles de actividad de la NiR y la GS, e incrementa la 
actividad GDH. De esta forma la GDH garantiza el aporte de glutamato 
requerido, entre otros procesos, para la síntesis de glutatión y fitoquelatinas, 
ambos necesarios para minimizar este tipo de estrés. 
 

11. La exposición de C. onubensis a la presencia de Cu, Cd, Hg o As, provoca también 
estrés oxidativo, incrementando, en general, los niveles de actividad de la GR, de 
la APX, y especialmente de la CAT. Por lo que la microalga presenta un sistema 
antioxidante activo, capaz de eliminar el H2O2 generado en estas condiciones de 
estrés, que, en general, le permite resistir las condiciones ambientales en las que 
vive. 

 
12. La microalga C. onubensis muestra una alta capacidad acumuladora por arseniato, 

presentado un BCF de 1437,27, frente a un valor de 8,39 para Cu2+, de 9,00 para 
Cd2+ y de 3,12 para Zn2+, poniendo de manifiesto su importante papel en 
procesos de fitorremediación de arsénico. Además, la mayoría del arsénico 
acumulado en la  microalga (el 86%) se encuentra en forma de As(V), y solo un 
14% aparece como As(III), sin que se detecten formas metiladas del metaloide. 
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