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RESUMEN 

Origen y ciclaje del óxido nitroso (N2O) en cultivos monoclonales de microalgas 

marinas: el caso de las clorófitas Micromonas pusilla y Nannochloris sp. 

Cynthia Escares Cifuentes. 2015. Profesor guía: Dra. Laura Farías 

Programa Magíster en Ciencias con mención en Oceanografía. Universidad de 

Concepción. 

El óxido nitroso (N2O) es un potente gas de efecto invernadero presente en la 

atmósfera en concentraciones traza (320 ppbv) y con un potencial radiativo 300 veces 

mayor que el CO2. El océano representa una fuente neta de este gas hacia la atmósfera, 

estimada en aproximadamente 3.9 Tg N año-1, esto equivale a un 20 % de todas la fuentes 

naturales globales. Los microorganismos producen N2O a través de rutas bioquímicas bien 

estudiadas como la desnitrificación y la nitrificación. No obstante, estudios recientes 

sugieren que organismos fotosintéticos también estarían involucrados en la producción de 

N2O y NO. Sin embargo, las vías potenciales de producción de N2O asociadas a 

microorganismos fotosintéticos marinos aún no han sido exploradas.  

Con el objetivo de inferir sobre los mecanismos responsables del ciclaje del N2O en 

las microalgas marinas Micromonas pusilla y Nannochloris sp. y discernir respecto a los 

organismos involucrados en la producción y/o consumo de este gas; se realizaron:1) 

análisis moleculares para evaluar si los cultivos de microalgas marinas son efectivamente 

monoclonales y cuáles son las características de su biota acompañante (bacterias y/o 

arqueas); 2) experimentos para estimar la producción de N2O en los cultivos de ambas 

microalgas, bajo ciclos de luz y oscuridad. Con la finalidad de dilucidar si el ciclaje de 

N2O estuvo asociado a las microalgas o a su biota acompañante, se realizaron incubaciones 

con los siguientes tratamientos:1) fracción total “FT” (microalga y su biota acompañante) y 

2) fracción bacteriana “FB” (tamaño celular < 1.2 µm). Adicionalmente se realizaron 

incubaciones con nutrientes NO3
- (FT+NO3

-) y NH4
+ (FT+ NH4

+), y con un inhibidor del 

fotosistema II, 3.4-diclorofenil-1.1-dimetil urea (FT+DCMU). 

Los análisis moleculares indicaron que los cultivos de microalgas son monoclonales 

y que existe la presencia potencial de bacterias amonio oxidante. Los experimentos de 
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evolución temporal de N2O mostraron la producción de dicho gas y que esta producción 

podría estar relacionado tanto a bacterias, como a microalgas marinas. Además, los 

experimentos de reciclaje mostraron que ambos cultivos de microalgas produjeron N2O, 

tanto en la fracción FB como en FT. Las mayores concentraciones fueron en horas luz para 

ambas microalgas; Micromonas pusilla presentó valores de 11.6 ± 1.6 nmol L-1 en FT y 8.0 

± 1.1 nmol L-1 en FB. En contraste, Nannochloris sp. que presentó valores de 7.3± 0.4 

nmol L-1 en FT y de 6.9 ± 0.2 nmol L-1 en FB. 

En los tratamientos con adición de nutrientes (NH4
+  y NO3

-) las concentraciones de 

N2O también fueron mayores en horas luz; Micromonas pusilla presentó valores más altos 

en el tratamiento FT+ NH4
+ (11.2 ± 1.5 nmol L-1) respecto a FT+ NO3

- (9.2 1 ± 1.2 nmol L-

). En contraste, Nannochloris sp. presentó valores más bajos en ambos tratamientos. En los 

tratamientos con la adición de DCMU, la acumulación de N2O en horas de oscuridad fue 2 

y 3 veces mayor que el control en Micromonas pusilla (11.3 nmol L-1) y Nannochloris sp. 

(33.5 nmol L-1), respectivamente. Una posible vía de producción de N2O es a través de la 

inhibición de la fotosíntesis, ya que al bloquear el flujo de electrones del fotosistema II 

afectaría la disponibilidad de ferredoxina para la asimilación de NO2
., el cual al acumularse 

intracelularmente sería contrarrestado a través de mecanismos de detoxificación en la 

forma de gases de nitrógeno, como lo son  NO y N2O.  

Nuestros resultados indican que cultivos de Micromonas pusilla y Nannochloris sp. 

están involucrados en la producción N2O y que esta producción se incrementaría al inhibir 

la fotosíntesis. Estos microorganismos, junto a otras microalgas clorófitas, podrían tener un 

importante rol en el ciclo marino del nitrógeno (N2O), el cual aún no ha sido cuantificado, 

representando una ruta alternativa vía fotosíntesis y de asimilación de nutrientes 

nitrogenados en la producción del gas invernadero N2O. 
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ABSTRACT 

Origin and cycling of nitrous oxide (N2O) in cultures monoclonal marine microalgae: 

the case of the chlorophytes Micromonas pusilla and Nannochloris sp. 

 

Cynthia Escares Cifuentes. 2015. Advisor: Dra. Laura Farías 

Master of Sciences, mention in Oceanography, University of Concepcion 

Nitrous oxide (N2O) is a strong biogenic greenhouse gas present in the atmosphere in 

trace concentrations (320 ppbv) and with a radiative potential of 300 times than carbon 

dioxide (CO2). The ocean is a net source of N2O into the atmosphere, with an estimated rate 

around 3.9 Tg N yr-1, which is 20 % of all global natural sources. N2O is produced by 

microbes through biochemical pathways such as nitrification and denitrification, both 

mechanisms which have been deeply studied. Recent studies suggest that photosynthetic 

organisms are also involved in N2O production. However, the potential N2O production 

pathways associated with marine photosynthetic microorganisms have not yet been 

explored.  

With the aim of infering the mechanisms responsible for cycling of the N2O in the 

marine microalgae Micromonas pusilla and Nannochloris sp. and discerning the organisms 

involved in the production and /or consumption of gas, we performed: 1) molecular 

analyses to evaluate if the two microalgae cultures were monoclonal and the characteristics 

of their associated biota (bacteria and or archaea) and 2) experiments to evaluate if N2O 

production by the microalgae cultures, under cycle of light and darks. In the experimental 

design, we used the following treatments to determine if N2O cycling was attributable to 

the microalgae or their associated biota: 1) the total fraction "FT" (containing both 

microalgae and the associated biota) and 2) only the bacterial fraction "FB" (cell size <1.2 

µm). In addition, the incubations were inoculated with the nutrients: NO3
- (FT + NO3

-) and 

NH4 
+ (FT + NH4 

+), and with a photosystem II inhibitor, 3.4-dichlorophenyl-1.1-dimethyl 

urea (FT+ DCMU). 

Molecular analyses indicated that microalgae cultures were monoclonal and that 

there was a potential presence of ammonium-oxidizing bacteria. N2O cycling experiments 

revealed a strong N2O production related to both, bacteria and marine microalgae cultures 

since both fractions, FB and FT, exhibited an accumulation of N2O. The highest 
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concentrations were found during daylight hours for both microalgae. Micromonas pusilla 

N2O production values as high were as 11.6 ± 1.6 nmol L-1 in FT; and 8.0 ± 1.1 nmol L-1 

in FB. In contrast to Nannochloris sp. values were similar in both treatments, 7.3 ± 0.4 

nmol L-1 in FT and 6.9 ± 0.2 nmol L-1 in FB. 

The experiments with nutrient addition also showed highest N2O concentrations 

during daylight; Micromonas pusilla displayed higher values in the FT + NH4 
+ treatment 

(11.2 ± 1.5 nmol L-1) than in FT + NO3
- (9.2 ± 1.2 nmol L-1). In contrast, Nannochloris sp. 

values were lower in both treatments. In the treatments with the addition of DCMU, the 

accumulation of N2O under darkness was 2 and 3 times greater than in the controls of 

Micromonas pusilla (11.3 nmol L-1) and Nannochloris sp. (33.5 nmol L-1) , respectively. 

One possible way of N2O production is through the inhibition of photosynthesis which, in 

turn, could be related to the blocking the electron flow in photosystem II. This would affect 

the availability of ferredoxin for the assimilation of NO2
- which, when intracellularly 

accumulated, would be readily eliminated through detoxification mechanisms producing 

nitrogen gases such as NO and N2O. 

Our results indicate that Micromonas pusilla and Nannochloris sp. cultures are 

involved in N2O production and this would increase by inhibiting the photosynthesis. 

These microorganisms, together with other chlorophytes, could play an important role in 

the marine nitrogen cycle (N2O), which has not yet been well explained, representing an 

alternative route of N2O production via photosynthesis and nitrogen nutrient assimilation. 
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1. INTRODUCCIÓN 

1.1.  El rol del óxido nitroso (N2O) en el clima de la Tierra. 

 

El Planeta Tierra absorbe energía proveniente del sol, la que es imprescindible para 

la vida en éste; una parte de esta energía es reflejada hacia el espacio y otra es irradiada 

hacia la atmósfera exterior en forma de calor (energía infrarroja) mientras que una porción 

de ella queda retenida en la superficie de la Tierra. Esto es debido a la presencia de gases 

de efecto invernadero (GEI) en la atmósfera. El vapor de agua (H2O), el dióxido de 

carbono (CO2), el metano (CH4) y el óxido nitroso (N2O) son los gases de efecto 

invernadero con mayor impacto en el balance radiativo del planeta, y desempeñan, por lo 

tanto, un importante papel en el control de la temperatura atmosférica (Sarmiento & 

Gruber, 2006). Entre estos gases, el N2O contribuye alrededor de un 6% del forzante 

radiativo del planeta (Prather et al., 1995; Punshon & More, 2004); además, el N2O es el 

precursor del óxido nítrico (NO) (McElroy & McConnell, 1961), el cual es un potente 

destructor de la capa de ozono que es capaz de catalizar la ruptura del O3, jugando así un 

importante rol en la fotoquímica de la estratósfera (Johnston, 1971). 

Según el Panel Intergubernamental para el Cambio Climático (IPCC, 2007), las 

emisiones de GEI han aumentado en un 70% entre los años 1970 y 2004. En el caso del 

N2O, este aumento deriva principalmente del incremento en las actividades agrícolas que 

añaden fertilizantes ricos en nitrógeno a suelos cultivables, lo que conlleva a un incremento 

exponencial de este gas en la atmósfera. El océano también representa una fuente neta de 

este gas hacia la atmósfera, estimada en aproximadamente 3.9 Tg N año-1, equivalente a un 

20 % de todas la fuentes naturales globales (IPCC, 2007). 

1.2.  El rol del océano en la producción y ciclaje de N2O. 

 

En una escala global, la superficie del océano se encuentra ligeramente sobresaturada 

de N2O, con niveles cercanos a 105% saturación respecto a la atmósfera (Nevison et al., 

1995). El origen de esta saturación ha sido explicado por la advección o difusión de este 

gas desde aguas sub-superficiales, usualmente sobresaturadas en N2O, dada las 

características de bajas concentraciones de oxígeno y una alta depositación de material 

orgánico detrítico (particularmente en las picnoclinas), que favorecen la producción de 
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N2O (Charpentier et al., 2007). Este es el caso de las zonas de afloramiento costero, donde 

se han reportado sobresaturaciones superficiales de N2O particularmente altas, debido 

principalmente al aumento de la carga orgánica (eutrofización) de las aguas superficiales y 

de la hipoxia en las aguas de fondo; un ejemplo de esto es la plataforma India alcanzando 

hasta 8.250% de saturación (Naqvi et al., 2000) y de Chile central con niveles de 4849% 

de saturación (Farías et al., 2015). 

1.3. Vías de producción de N2O en la columna de agua. 

 

El N2O se produce y utiliza naturalmente en aguas continentales, suelos y océanos, 

siendo los procesos microbianos mediados por bacterias y arqueas los responsables de su 

ciclaje. El N2O producido en los sistemas acuáticos y que no es utilizado en distintos 

procesos microbianos se escapa a través de la interface mar-atmósfera, permaneciendo en 

la atmosfera por aproximadamente 120 años, teniendo como destino final su destrucción en 

la estratosfera (Sarmiento & Gruber, 2006). 

Los principales procesos microbianos descritos en la producción de N2O 

corresponden a la nitrificación y la desnitrificación. Mientras que la nitrificación 

corresponde a un proceso quimiolitoautotrófo, la desnitrificación, en cambio, puede ser un 

proceso heterótrofo asociado a la respiración anaeróbica de la materia orgánica, a través de 

la reducción secuencial de NO3
- a N2O y N2, o bien un proceso autotrófo en el donde el 

azufre puede actuar como donador de electrones (Van Loosdrecht et al., 1998), aunque es 

la desnitrificación heterótrofa el principal productor de N2O vía desnitrificación parcial. 

1.3.1. La nitrificación y la nitrificación-desnitrificante como vía de producción de 

N2O en aguas oxigenadas. 

 

La nitrificación es un proceso de oxidación aeróbica del amonio (OAA) y de 

oxidación aeróbica nitrito (OAN) para obtener una fuente de energía, dicho proceso es 

autotrófico al usar el carbono inorgánico como fuente de carbono (Codispoti & 

Christensen, 1985). En este proceso, el NH4
+ se oxida hasta NO2

-, por lo que el N2O es un 

subproducto de la oxidación desde la NH2OH a NO (Reacción 1a), esta reacción es 

mediada por la enzima hidroxilamina oxigenasa (HAO) (Schreiber et al., 2012). Por otra 

parte, el N2O también ha sido reportado en el proceso conocido “nitrificación 

desnitrificante” (Reacción 1b), el cual está mediado por bacterias amonio oxidante (AOB) 
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cNor/ 

C554 (¿) 

y nitrito oxidantes (NOB) (Schreiber et al., 2012). Aquí, el NH4
+ es oxidado a NO2

- para 

luego experimentar un proceso de reducción, teniendo como intermediario al N2O (Arp & 

Stein, 2003). Esta es un reacción altamente dinámica y podría deberse a un mecanismo de 

detoxificación de NO2
-, el cual a ciertas concentraciones puede ser tóxico (Beaumont et al., 

2002). 

 

 

 

 

 

 

Reacción 1a): corresponde a la reacción de nitrificación, donde ocurre una oxidación 

desde NH4
+ a NO3

-, las enzimas involucradas son: AMO (amonio oxigenasa), HAO 

(hidroxilamina oxigenasa), NXR (nitrito oxido-reductasa). La reacción 1b): es el proceso 

de nitrificación desnitrificante, en donde el NO2
- es reducido teniendo como intermediario 

N2O, involucra las enzimas: NiR (nitrito reductasa), NOR (óxido nítrico reductasa) 

(Schreiber et al., 2012). 

Tanto el proceso de nitrificación como la nitrificación desnitrificante requieren O2 

para activar la enzima amonio monooxígenasa (AMO), por lo que es un proceso 

estrictamente aeróbico el cual genera hidroxilamina (NH2OH), este es un sustrato que se 

utiliza tanto para la oxidación a NO2
- en la nitrificación (hidroxilamina oxigenasa), como 

agente reductor (dador de electrones) en la “nitrificación-desnitrificante” (Schreiber et al., 

2012). 

En aguas superficiales, el N2O puede ser advectado y/o difundido desde las aguas 

sub-superficiales, pero es posible que parte del N2O también  pueda estar siendo producido 

in situ por microorganismos nitrificantes. Muchos estudios demuestran que bacterias y 

arqueas amonio-oxidantes presentan distinta sensibilidad a condiciones de pH (Nicol et al., 

2008), temperatura (Tourna et al., 2008) y concentración de NH4
+ (Martens-Habbena et 

al., 2009). De todas las variables señaladas, la luz podría ser el principal factor responsable 

de la inhibición de la AOB en aguas superficiales (Horrigan et al.1981). Se ha demostrado 

que ambos grupos (AOB, AOA) presentan distinta sensibilidad a la foto inhibición, por lo 

𝑁𝐻4
+

𝑨𝑴𝑶
→  𝑁𝐻2𝑂𝐻

𝑯𝑨𝑶
→  𝑁𝑂2

−

𝑵𝑿𝑹
↔  𝑁𝑂3

− 

N2O 

NirK 

NO 

1a) 

1b

) 
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que afecta la distribución y diversidad de estos microorganismos en aguas superficiales 

(Merbt et al. 2011). Sin embargo, son AOA las dominantes sobre AOB, por lo que estas 

serían los organismos claves en la producción de N2O a través de la nitrificación (Santoro 

et al., 2011, Löscher et al. 2012). 

1.3.2. La desnitrificación como vía de producción/consumo de N2O en aguas 

hipóxicas. 

 

La desnitrificación heterótrofa (Reacción 2) es un proceso de respiración anaeróbica 

de la materia orgánica, donde los aceptores de electrones corresponden a NO3
-, NO2

-, NO y 

N2O. Si la desnitrificación es completa, se produce N2, mientras que si la desnitrificación 

es parcial, la reacción se detiene en el N2O. La regulación de la desnitrificación ha sido 

explicada a través de las concentraciones umbrales de O2 sobre cada una de estas 

reducciones. La desnitrificación parcial y acumulación de NO y N2O ocurre bajo 

condiciones de subóxia (O2 < 0.1ml L-1) (Castro et al., 2004; Naqvi et al., 2010), mientras 

que la desnitrificación total que tiene como producto final N2 ocurre bajo condiciones 

anóxicas (Dalsgaard et al., 2012). Además, las enzimas responsables de cada reducción 

necesitan co-factores enzimáticos como el molibdeno (Mo) para la reducción de NO3
-, 

hierro (Fe) o cobre (Cu) para la reducción de NO2
-; Fe para la reducción de NO; y Cu para 

la reducción de N2O. El mecanismo de incorporación de estos co-factores es aún 

desconocido y probablemente sean claves para una completa apreciación de su rol en las 

emisiones de N2O al medio ambiente (Richardson et al., 2009). 

 

 

Reacción 2: reacción del proceso de desnitrificación, las enzimas involucradas son; NAR 

(nitrato reductasa), NiR (nitrito reductasa), NOR (óxido nítrico reductasa) y NOS (óxido 

nitroso reductasa) (Schreiber et al., 2012). 

Como las aguas superficiales son oxigenadas debido a la fotosíntesis y su proximidad 

con la atmósfera, la producción de N2O en aguas superficiales de los océanos podría 

explicarse sólo por procesos de nitrificación, ya que la desnitrificación en aguas 

oxigenadas se vería inhibido por las altas concentraciones de oxígeno (Morley et al.,  

2008), al menos que existan micro-nichos anóxicos colonizados por bacterias anaeróbicas; 

𝑁𝑂3
−

𝑁𝐴𝑅
→  𝑁𝑂2 

–

𝑁𝑖𝑟𝑆/𝑁𝑖𝑟𝐾
→        𝑁𝑂 

𝑐𝑁𝑜𝑟/𝑞𝑁𝑜𝑟
→       𝑁2𝑂 

𝑁𝑜𝑠
→  𝑁2 
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como es el caso de consorcio entre bacterias anammox (bacterias anaerobias oxidantes del 

amonio) y grupos del bacteriopláncton en zonas subóxicas de afloramiento costero en 

Namibia (Woebken et al., 2007). 

1.3.3. La nitrato amonificación como vía de producción de N2O en ambientes 

deficientes de oxígeno. 

 

Por otra parte, el N2O también se produce por procesos heterotróficos fermentativos 

como la disimilación reductora de NO2
- a NH4

+ (DNRA), también conocida como nitrato 

amonificación: esta ocurre en zonas deficientes de O2 como en sedimentos y en la columna 

de agua (Reacción 3) (Kartal et al., 2007). Este mecanismo ha sido ampliamente 

estudiando, siendo las bacterias heterótrofas como por ejemplo Escherichia coli, quien 

puede producir N2O por un mecanismo de detoxificación de NO a través de 

flavorubredroxina (Costa et al., 1990). 

 

 

 

 

Reacción 3: reacción de nitrato amonificación: reducción de nitrato a amonio teniendo 

como intermediario N2O, las enzimas involucradas son: NAR (nitrato reductasa), NRF 

(citocromo c nitrito reductasa), la producción de N2O puede representar una detoxificación 

de nitrito a través de la enzima flavorubredoxina (Schreiberet al., 2012). 

1.3.4. Procesos asimilativos como vía potencial de ciclaje del N2O. 

 

La fotosíntesis (Reacción 4) por parte de microalgas y cianobacterias es uno de los 

procesos más importantes en el océano (Horton et al. 1995). Esta está compuesta por una 

serie de reacciones que comprenden la fotólisis del agua y la asimilación de carbono 

inorgánico. La asimilación de carbono está ligada a la asimilación de nitrógeno y fosforo, 

pues son los elementos constituyentes de ATP y NAPH generados en la fotosíntesis 

(Horton et al. 1995).  

 

𝑁𝑂3
− 

𝑁𝐴𝑃/𝑁𝐴𝑅
→      𝑁𝑂2

−

𝑁𝑎𝑟/𝑁𝑟𝑓
→      𝑁𝐻4

+ 

 

 

NO 

N2O 

Nar/Nrf 

Nrf 
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a) 𝐻2𝑂 + 𝐴𝐷𝑃 + 𝑃𝑖 + 𝑁𝐴𝐷𝑃
+ + 𝐻+

𝑙𝑢𝑧
→ 𝑂2 + ATP +  NADPH + H

+ 

b) 𝐶𝑂2 +  𝐴𝑇𝑃 + 𝑁𝐴𝐷𝑃𝐻 + 𝐻
+ → (𝐶𝐻2𝑂) + 𝐴𝐷𝑃 + 𝑃𝑖 +  𝑁𝐴𝐷𝑃

+ 

         En suma:  

𝐶𝑂2 +𝐻2𝑂 
𝑙𝑢𝑧
→ 𝐶𝐻2𝑂) + 𝑂2 

Reacción 4 Las reacciones parciales y reacción neta de la fotosíntesis (Horton et al. 1995):  

La Reacción 4 es posible debido a que los organismos fotosintéticos son capaces de 

utilizar la energía luminosa y utilizarla en su metabolismo. En esta fase ocurre la síntesis 

de ATP a partir de ADP y Pi por acción de los protones derivados del agua, mientras que 

un átomo de hidrogeno del agua se utiliza para la reducción del NADP+ a NADPH, siendo 

la ruptura de la molécula de agua lo que deriva en la producción de oxígeno gaseoso. 

El segundo proceso (b) no es dependiente de la luz y utiliza a través de una serie de 

reacciones, el NADPH y el ATP formado en la reacción (a), permitiendo la reducción del 

CO2 gaseoso a la forma de carbohidratos. 

El proceso de asimilación de nutrientes se acopla a la asimilación de carbono 

inorgánico en los organismos fotosintéticos, debido a que el fitoplancton incorpora 

nitrógeno inorgánico (fundamentalmente en la forma de iones NO3
- ; NO2

-; NH4
+). Las 

formas oxidadas de nitrógeno se reducen intracelularmente (Taiz & Zeiger, 2010), siendo 

asimilado en el citoplasma hasta reducirse a NH4
+, para la posterior síntesis de 

aminoácidos a través de glutamina y glutamato sintetasa (Tempest et al., 1973). La energía 

necesaria para este proceso asimilativo es tomada directamente del poder reductor del 

NADPH generado en la fotosíntesis (Ulrich, 1983) (Reacción 5). Las tasas de asimilación 

de nitrógeno biodisponible en microalgas están directamente relacionadas con la intensidad 

luminosa, por lo que estas son mayores en condiciones de luz que en oscuridad (Payne 

1973). No obstante, la enzima NR (nitrato reductasa) que se encuentra en el citoplasma 

puede reducir el NO3
- a NO2

- también en oscuridad, siempre y cuando exista disponibilidad 

de NADPH en el citoplasma. Caso contrario ocurre con la enzima NiR, la cual se 

encuentra en el cloroplasto y no puede llevar a cabo la reducción de NO2
- a NH4

+ si la 

fotosíntesis no regenera ferrodoxina reducida (Fd red). (Sakihama et al., 2002; Taiz & 

Zeiger, 2010). 
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Reacción 5: 1. Nitrato reductasa 2. Nitrito reductasa 3. Glutaminasintetasa4.). 

Glutamato sintetasa (GOGAT). 

 

La ruta Glutamato y Glutamina sintetasa (GS/GOGAT) es la principal vía de 

asimilación de nitrógeno en las plantas; la GS tiene una alta afinidad por el NH4
+  y puede 

operar en muy bajas concentraciones de NH4
+ en la célula. Estudios de marcaje isotópico 

demuestran que el NH4
+ es incorporado fundamentalmente en el grupo amino de la 

glutamina, y luego aparece en los grupos amino del glutamato (Buchanan et al., 2000). El 

paso final de la incorporación del ion NH4
+ es el nitrógeno amínico de glutamina, el cual 

consume un equivalente de energía de 12 ATP. (Taiz & Zeiger, 2010). Las células 

vegetales evitan la toxicidad del NH4
+ producido por la reducción de NO2

- o foto 

respiración, por lo que rápidamente convierten el NH4
+ generado en aminoácidos. La 

principal vía para esta conversión, consiste en reacciones secuenciales de glutamina 

sintetasa. Estudios demuestran que tanto el N2O como el NO podrían ser subproductos en 

el proceso de asimilación de nutrientes durante la fotosíntesis (Weathers, 1984; Sakihama 

et al., 2002; Guieysse et al. 2013). Como ejemplo de ello, las microalgas del género 

Chlamydomonas son capaces de producir NO a través de la enzima NiR (nitrito reductasa) 

en el proceso de asimilación de NO2
- y en condiciones de oscuridad o de inhibición del 

transporte de electrones del fotosistema II (Sakihama et al., 2002). Estudios realizados en 

organismos fotosintéticos terrestres, específicamente en hojas de trigo, demuestran que 

existe producción de N2O a través de la asimilación de NO2
- relacionado también con la 

actividad de la enzima nitrito reductasa (NiR) (Smart & Bloom 2001). Existen 

antecedentes tempranos de producción de N2O en cultivos axénicos de microalgas 

clorófitas, donde se ha observado producción del gas durante la asimilación de especies 

nitrogenadas, particularmente las más oxidadas como el NO3
- y el NO2

- (Weathers, 1984). 

Esto incitó a nuevas investigaciones quienes corroboraron el hecho que cultivos de 

microalgas reciclan activamente el N2O, pero al ser cultivos no axénicos, la micro-biota 

Asimilación  

de nitrato  

 

Asimilación  

de nitrito 

 

Asimilación  

de amonio 
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acompañantes podría ser el responsable de tal ciclaje. Como lo demuestran los resultados 

de Fagerstone et al. (2011), quienes registran elevadas emisiones de N2O en cultivo de 

microalga Nannochloropsis salina en condiciones de oscuridad. Los análisis moleculares 

de estos experimentos reportaron la presencia de bacterias desnitrificantes, quienes serían 

las responsables de la producción del gas en presencia de NO3
-.y en condiciones anóxicas.  

 

Recientemente, Guieysse et al. (2013) demuestran que el N2O se genera a partir de 

cultivos axénicos de Chlorella vulgaris. Estas observaciones sugieren que la formación de 

N2O en C. vulgaris podría proceder a través de la reducción de NO2
- (mediada por nitrato 

reductasa), produciendo NO que puede actuar como precursor de N2O, esto representa una 

vía similar a la formación de N2O en bacterias desnitrificantes. Alternativamente, NR 

puede reducir el nitrito a nitroxilo (HNO) el cual puede dimerizar a N2O bajo condiciones 

óxicas. No obstante la reducción de NO a N2O en condiciones oxigenadas sigue sin 

demostrarse cabalmente en células vegetales. 

Relativo a procesos alternativos que ciclan N2O, actualmente, el único proceso 

conocido de consumo de N2O en el océano es la desnitrificación total o reducción 

desasimilativa de N2O a N2, la que ocurre en condiciones de anoxia/suboxia, (Codispoti et 

al., 1985). Sin embargo, tanto en aguas tropicales como sub-tropicales del Pacifico Sur 

Oriental, así como en cultivos de laboratorio con cianobacterias fotosintéticas, se ha 

demostrado que la asimilación biológica de N2O podría ser una vía significativa capaz de 

transformar el N2O en nitrógeno orgánico particulado (Farías et al., 2013) 

Con todos estos antecedentes expuestos, surge la pregunta de la relación que existe 

entre los organismos fotosintéticos y el ciclaje de N2O y la implicancia que esto tendría en 

el ciclo del nitrógeno. Los cultivos de microalgas han aumentado exponencialmente en las 

últimas décadas, debido a la creciente demanda de alimentos (acuicultura) y la escasez de 

energía, derivada principalmente de la explotación de combustibles fósiles; esto ha llevado 

a considerarlas como una fuente alternativa de energía limpia, y posiblemente como la 

única fuente de biodiesel renovable que es capaz de satisfacer la demanda mundial de 

combustibles para el transporte (Chisti, 2007). Por esta razón, el estudio y cultivo de 

microalgas podrían ser claves tanto para alimentación, y como materia prima de 

biocombustibles de tercera generación (Scott et al., 2010). 
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Además, las microalgas juegan un rol biogeoquímico que repercute en el ciclaje de 

gases invernaderos, como es el caso de la asimilación de CO2. Sin embargo, poco se 

conoce de la relación con otros gases invernaderos como el N2O. Por otra parte si los 

cultivos de microalgas presentan señal de emisión de N2O, nos planteamos la pregunta: 

¿podrían ser los organismos acompañantes los responsables de esto? Las asociaciones 

entre microorganismos existen tanto en ambiente natural como en cultivos, como la 

asociación de microalgas y bacterias, las que pueden beneficiarse mutuamente de sus 

actividades metabólicas (Monronta et al., 2006). Estas asociaciones de microorganismos, 

que dominan la comunidad planctónica, son de gran importancia tanto en su rol ecológico 

y representan un importante eslabón trófico para muchos herbívoros que predan sobre 

ellos. Esto se ha demostrado, por ejemplo, en las diversas relaciones entre cianobacterias y 

pequeñas microalgas, los que presentan altas tasas de bacterivoría en los giros oligotróficos 

(Hartmann et al., 2012). 

Por lo expuesto, se platea la interrogante de cuál es el origen y ciclaje del N2O en 

cultivos donde co-existen microalgas y bacteriopláncton y así comprobar si existe un 

metabolismo asimilativo responsable de su producción y/o consumo del N2O. 
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2. HIPÓTESIS DE TRABAJO Y OBJETIVOS ESPECÍFICOS. 

2.1.  Hipótesis. 

 

H0: En cultivos monoclonales de las microalgas marinas Micromonas pusilla y 

Nannochloris sp. existe ciclaje de N2O asociado a los organismos eucariontes 

fotosintéticos. 

Ha: En cultivos monoclonales de microalgas marinas Micromonas pusilla y Nannochloris 

sp. existe ciclaje de N2O asociado a microorganismos nitrificantes. 

H0: La producción de N2O está asociado a la asimilación de nutrientes nitrogenados y en 

directa relación con el proceso fotosintético por parte de las microalgas marinas 

Micromonas pusilla y Nannochloris sp. 

Ha; La producción de N2O no está asociado a la asimilación de nutrientes nitrogenados ni 

tiene relación con el proceso fotosintético por parte de las microalgas marinas Micromonas 

pusilla y Nannochloris sp.  

2.2. Objetivo general. 

 

Inferir los mecanismos responsables del ciclaje del gas invernadero óxido nitroso 

(N2O) en cultivos monoclonales de las microalgas marinas Micromonas pusilla y 

Nannochloris sp. y discernir respecto a si los organismos involucrados en la producción y/ 

o consumo del gas corresponden a las microalgas marinas o su microbiota acompañante. 
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2.3.  Objetivos específicos  

2.3.1. Determinar la presencia del gen funcional amoA y la composición filogenética 

de la comunidad bacteriana mediante el gen 16S rRNA en los cultivos 

monoclonales de microalgas marinas y si estos están implicados en el ciclaje 

del N2O. 

2.3.2. Determinar si existe producción y/o consumo de N2O en cultivos monoclonales 

de microalgas marinas y evaluar su respuesta frente a distintas sales 

nitrogenadas. 

2.3.3. Evaluar si la producción y/o consumo de N2O en cultivos de microalgas 

marinas está asociado al proceso de fotosíntesis. 

 

3. MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1.  Obtención y cultivo de los modelos biológicos. 

 

Para este estudio se utilizaron las especies de microalgas marinas Micromonas 

pusilla RCC 827 y Nannochloris sp. RCC 632, ambas cepas adquiridas desde la Colección 

de Cultivos Roscoff (Roscoff Culture Collection), Francia. La microalga Micromonas 

pusilla representa un importante componente planctónico en términos de diversidad, 

biomasa y productividad, encontrándose tanto en la zona eufótica de océanos oligotróficos 

como en aguas costeras eutróficas (Li ,1994; Not et al., 2004). Este puede llegar a 

representar hasta un 40% de la biomasa de picoeucariontes fotosintéticos de la comunidad 

picoplanctónica de la zona de surgencia de Chile central (Collado-Fabri et al., 2011), 

teniendo un importante rol en la trama trófica, dado que representa un importante recurso 

de carbono para las poblaciones zooplanctónicas que se alimentan de picoplancton. 

Por otro lado, la microalga Nannochloris sp.es una especie de amplia distribución y 

se utiliza comúnmente en acuicultura por ser un alimento adecuado para el crecimiento de 

diversos organismos heterótrofos (como rotíferos, copépodos y ostras) debido a su alta 

adaptabilidad, tasa de crecimiento y alto valor nutritivo (Witt et al., 1981). Además, esta 

microalga es utilizada en producción de biodiesel debido a su riqueza en lípidos 

intracelulares (Park et al., 2012). 
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3.2.  Caracterización de condiciones de cultivo y la curva de crecimiento 

de microalgas. 

 

Las cepas mencionadas se mantuvieron en iguales condiciones de temperatura,  

luminosidad y nutrientes en que eran mantenidas en la Colección de Cultivos de Roscoff. 

Estas se incubaron en medio de cultivo K (Guillard & Keller 1985; Keller et al. 1987), a 

una temperatura de 20° C, con 100 µE de luminosidad y un fotoperiodo de luz: oscuridad 

de 12:12 horas. El agua de mar utilizada fue recolectada de la estación 18 (36º 30´S y 73º 

07´W) frente a Concepción. Esta agua de mar pasó por un proceso de consumo de 

nutrientes, conocido como “envejecimiento” durante dos meses, en oscuridad y a 4ºC. El 

agua se esterilizó, siendo filtrada por 0,2 µm y posteriormente fue autoclavada, para luego 

preparar el medio de cultivo siguiendo rigurosamente los protocolos de cultivo y 

mantención propuestos por Anderson (2005).  

Para determinar la duración de cada fase de crecimiento (fases lag, exponencial, 

estacionaria y senescencia), se obtuvieron curvas de crecimiento para cada una de las cepas 

en nuestro laboratorio. Se cuantificó proteínas totales mediante el método de Lowry 

(Lowry, et al 1951) y en paralelo se midió la densidad óptica a 750 mn (OD750) in vivo 

para poder correlacionar esta medición con las proteínas totales correspondientes a cada 

una de las fases de crecimiento. Dicha información fue utilizada al momento de incubar las 

muestras para los experimentos. 

Una vez que los cultivos alcanzaron la fase exponencial de crecimiento fueron 

transferidos a los diferentes medios de cultivo modificados (descritos en la siguiente 

sección). Mediante citometría de flujo se monitoreo los cultivos para verificar que estos se 

mantuvieran monoclonales durante los experimentos. Para ello se utilizó un citómetro de 

flujo FACS Calibur BD, el que realiza conteo de células, este está equipado con un láser de 

488 nm, el cual al impactar las células emiten cierta longitud de onda que son captadas por 

diferentes PMT´s (fotomultiplicadores) quienes convierten la luz en pulsos eléctricos. El 

equipo presenta 5 fotomultiplicadores basados en FSC (Tamaño), SSC (rugosidad), FL1 

(ficobilina), FL2 (ficoeritrina) y FL3 (clorofila). A través de citometría de flujo es posible 

distinguir diferentes grupos del pico-fitoplancton, incluyendo Picoeucariontes y Bacterio-

plancton (bacterias y arqueas). Su unidad de medida es de103 (células mL-1), y su factor de 

dilución 500 µL para picoplancton y 300 µL para picoplancton no fotosintético (bacterias). 
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Se calculó abundancia celular para ambas microalgas además de análisis del picoplancton 

no fotosintético por medio de la tinción SybrGreen. (Marie et al., 2000)  

3.3.  Metodología para cumplir con el objetivo 1: Determinar la 

presencia del gen funcional amoA y la composición filogenética de la 

comunidad bacteriana mediante el gen 16S rRNA en los cultivos monoclonales 

de microalgas marinas y si estos están implicados en el reciclaje del N2O. 

 

Con el fin de determinar si los cultivos, al momento de hacer los experimentos eran 

monoclonales y si otros microorganismos tienen la capacidad de reciclar N2O (presencia o 

ausencia de genes funcionales involucrados en el reciclaje de N2O) en los cultivos de 

microalgas, se realizaron distintos análisis moleculares  

 

3.3.1. Bacterias acompañantes en cultivos de microalgas: análisis del gen 16S 

rRNA por DGGE. 

 

Para conocer las características de la biota acompañante de los cultivos de 

microalgas marina se extrajo el ácido desoxirribonucleico (ADN) comunitario para cada 

cultivo de microalga mediante el método CTAB (Wilson, 1990) y se determinó su 

integridad y concentración por espectrofotometría con un Nanodrop1000 (Thermo 

Scientific). Posteriormente, este DNA fue amplificado a través de la técnica de PCR 

(Reacción en Cadena de la Polimerasa) lo que permitió amplificar un fragmento específico 

de ADN basado en análisis de 16 S rRNA general bacterias, los primers utilizados fueron 

GC358F-907RM (Massana & Balagué 2010). Las condiciones de PCR se especifican en la 

Tabla 1. El resultado de este producto de PCR fue la obtención de un gran número de 

copias de un fragmento específico para 16 S rRNA general bacterias, las cuales fueron 

observadas mediante electroforesis horizontal en gel de agarosa 1% en buffer TAE, para 

comprobar el éxito del PCR. 

 

El producto de PCR fue analizado mediante la técnica de electroforesis en gel de 

gradiente denaturante (DGGE) (Figura 1). El DGGE es una técnica de trazado molecular 

que consiste en la separación de cadenas de ADN, dependiendo de su punto de 

denaturación. Este punto de denaturación aumenta con el tamaño y composición de la 

secuencia de nucleótidos, la que suele aumentar con altos contenidos de Guanina y 
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Citosina. La finalidad de esta técnica es obtener bandas que representen la diversidad 

microbiana en las muestras de cultivos de microalgas. Las bandas obtenidas por DGGE son 

nuevamente amplificadas por PCR, en donde se utilizan los mismos primers pero sin cola 

de GC (Díez et al., 2001). Con la finalidad de una óptima secuenciación de bandas, estas 

fueron cortadas en un trans-iluminador cuantificadas a través de Nanodrop y 

posteriormente purificadas (Wizard® Genomic DNA Purification Kit Technical Manual) 

para su posterior secuenciación en Macrogen, Tokio. http://dna.macrogen.com/. Las 

secuencias fueron alineadas con MAFFT usando el algoritmo E-INS-i (Katoh et al., 2005). 

Se calculó el porcentaje de similitud entre las secuencias, y se consideraron las secuencias 

con similitud superior al 99,5% de pertenecer a la misma unidad operativa taxonómica 

(OTU), utilizando la plataforma BLAST (http://blast.st-va.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi).de la 

NCBI (National Center for Biotechnology Information). Posteriormente se realizó un árbol 

filogenético en donde se utilizó el modelo de ajuste óptimo Kimura de 2 parámetros. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Extracción ADN 

comunitario

PCR 16S rRNA-

GC clamp  general 

bacteria

DGGE

Secuenciación 

bandas 

obtenidas 

Determinación 

de la afiliación 

Filogenética

amplificación 

PCR 16S rRNA  

general bacteria

Figura 1. Análisis moleculares para el gen 16S rRNA 

general bacterias: extracción de ADN, amplificación por 

PCR y análisis producto de PCR a través de DGGE.  

 

http://dna.macrogen.com/
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3.3.2. Análisis PCR para beta-proteobacteria y arqueas amonio oxidante.  

 

El material genético extraído de los cultivos de microalgas marinas se amplificó a 

través de la técnica de PCR descrita anteriormente; esta vez para el gen específico amoA, 

con la finalidad de identificar los genes involucrados en la producción de N2O y/o NO en 

los cultivos de microalgas. 

 El gen amoA está implicado en la oxidación de amonio (NH4
+) a hidroxilamina 

(NH2OH) que es sustrato para que actúe la enzima hidroxilamina-oxigenasa (HAO) en la 

nitrificación, y como dador de electrones en la “nitrificación desnitrificante” (Schreiber et 

al., 2012). Los partidores y las condiciones de PCR fueron tomadas y modificadas de 

Rotthauwe et al. (1997) para beta-proteobacteria amonio oxidantes (Tabla 2), y de Francis 

et al. (2005) para arqueas amonio oxidantes (Tabla 2). Las temperaturas de annealing 

fueron modificadas para encontrar una temperatura óptima de amplificación del gen. El 

producto amplificado de PCR para el gen amoA se comparó con el control positivo 

facilitado por la Dr. Verónica Molina de la Universidad Andrés Bello el cual presenta el 

gen amoA específico a amplificar correspondiendo al clon ST080550.F7 para beta-

proteobacteria y al clon  ST080515.E11 para arqueas amonio oxidantes (Molina et al., 

2007). 

Tabla 1. Condiciones de PCR para análisis de 16 S rRNA general bacterias. GC358F-

907RM (Massana & Balagué 2010).  

Temperatura (º C)   Tiempo (minutos) 

5 10 Denaturación inicial 

95 1 Denaturación  

1º serie de ciclos 

Touchdown  

10 ciclos (-1ºC x ciclo) 

60 1 Annealing 

72 1 
Extensión  

95 1 Denaturación  

2º serie de ciclos 22 

ciclos normal  

54 1 Annealing 

72 1 Extensión  

72 1 Extensión final  
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Tabla 2. Genes y secuencias de nucleótidos analizados a través de PCR para beta- 

proteobacteria y arquea amonio oxidante. 

 

Tabla 3. Condiciones de PCR para beta-proteobacterias amonio oxidantes. Extraído y 

modificado de Rotthauwe et al. (1997). 

Temperatura (º C)       Tiempo (minutos) 

94 5 Denaturación inicial 

94 20´´ Denaturación 1º serie Touchdown 

30 ciclos (-ºC x ciclo) 53.6 - 60.1 1 Annealing 

72 90 ´´ Extensión 

94 1 Denaturación  

2º serie  

 

60 1 Annealing 

72 10 Extensión 

 

 

 

 

 

 

Organismos               Gen            oligonucleótido                      Secuencia 5 ´       3´ 

β-proteo bacteria 

amonio oxidante 
amoA 

amoA1F´ 

amoA2R 

GGGGTTTCTACTGGTGG 

CCTCKGSAAAGCCTTCTTC 

Arquea amonio 

oxidante 
amoA 

Arch-AmoAF 

Arch-AmoAR 

STAATGGTCTGGCTTAGACG 

GCGGCCATCCATCTGTATGT 



 

17 

 

Tabla 4. Condiciones de PCR para arqueas amonio oxidantes. Extraído y modificado de 

Francis et al. (2005). 

Temperatura (º C) Tiempo (minutos) 

94 5 Denaturación inicial 

94 45´´ Denaturación 
 

1º serie Touchdown 

30 ciclos (-1ºC x ciclo) 

48.1 – 53.4 1 Annealing 

72 1 Extensión 

72 10 Extensión final 

 

 

 

3.4.  Metodología para cumplir objetivos 2 y 3: Diseño experimental 

evolución temporal de N2O. 

 

Los experimentos de evolución de N2O a través del tiempo se realizaron en función 

del ciclo día-noche de las microalgas, con la finalidad de seguir la ritmicidad que persiste 

en condiciones constantes de luz y temperatura, con un periodo aproximado de 24 horas 

(Harding et al., 1993). Esta ritmicidad se encuentra tanto en organismos fotosintéticos 

como no fotosintéticos, sin embargo en los organismos fotosintéticos la luz es su fuente de 

energía, por lo que el ciclo de luz/ oscuridad adquiere un mayor protagonismo (Suzuki et 

al., 2001). El diseño experimental para cumplir con los objetivos 1 y 2 se realizó en la fase 

de crecimiento exponencial, de modo de eliminar la variabilidad asociada a las distintas 

fases del ciclo de vida de las microalgas. Los experimentos duraron un total de 24 horas 

para monitorear si existe variación en su ciclo día-noche. Se dividieron en 4 tiempos para 

horas luz y 4 tiempos para horas oscuridad, con una diferencia de 3 horas entre cada toma 

de muestras. Las mediciones se realizaron en triplicado para cada tiempo y en ambas fases 

de luz/ oscuridad abarcando un total de 12 horas para fase luz y 12 horas para fase 

oscuridad. 
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Las cepas fueron mantenidas en matraces Erlenmeyer de 1000 mL que contenían un 

volumen de 600 mL de cultivo. Las mediciones se realizaron durante el final de la fase 

exponencial, con el objeto que los cultivos estuviera bordeando la capacidad de carga del 

sistema, y así cualquier adición o restricción de nutrientes tuviera un impacto significativo 

en su metabolismo. Para esto, los cultivos fueron filtrados suavemente por 0.2 µm con la 

finalidad de trasferir las células a un medio libre de nitrógeno combinado. 

 

Con el objeto de llevar a cabo el objetivo 2: Determinar si existe producción y/o 

consumo de N2O en cultivos monoclonales de microalgas marinas y evaluar su 

respuesta frente a distintas sales nitrogenadas; posterior a la transferencia de las 

microalgas a un medio libre de nitrógeno combinado, estas fueron incubadas con un 

porcentaje en base a un 10 % de adición de sales nitrogenadas de NO3
- y NH4

+, estas 

concentraciones fueron calculadas en relación a los promedios de nutrientes en una zona de 

surgencia costera (Farías et al., 2009). Los tratamientos seleccionados corresponden a la 

adición de dos sales nitrogenadas utilizadas por los organismos marinos (Tabla 5): 

tratamiento adición NO3
-, tratamiento adición NH4

+, además de los controles de; fracción 

bacteriana (FB), y la fracción total (FT) que corresponde a la fracción bacteriana y a la 

fracción bacteriana más la microalga, respectivamente. Para obtener la FB, se filtró un 

volumen total de cultivo por 1.2 µm para Micromonas pusilla y para Nannochloris sp. y así 

retener la microalga y permitir que sólo se colecte la biota acompañante (Figura 2). 

 Las muestras se tomaron en un tiempo inicial t1, el cual corresponde a la toma de 

muestra una hora después de iniciado el experimento. Se utilizaron viales cromatográficos 

de 20 ml (24 viales por cada tratamiento) y se incubaron bajo las condiciones 

experimentales idénticas a la mantención de cultivos establecidas al principio de la 

incubación. Todo vial cromatográfico fue envenenado con HgCl2 saturado cada 3 horas y 

en triplicado para frenar cualquier actividad biológica. 

Con el objeto de llevar a cabo el objetivo 3: Evaluar si la producción y/o 

consumo de N2O en cultivos de microalgas marinas está asociado al proceso de 

fotosíntesis; Con la finalidad de discernir si existe alguna relación en la producción de 

N2O y el proceso fotosintético, se utilizó el inhibidor 3.4-diclorofenil-1.1-dimetil urea 

(DCMU), el cual bloquea el flujo de electrones del fotosistema II (Garrigue et al., 1992). 

El DCMU es ampliamente utilizado como plaguicida y puede afectar a los organismos 

marinos a través de la contaminación por fertilizantes y pesticidas que llega a las zonas 
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costeras. Estos plaguicidas proviene de actividades agropecuarias o a partir dela lixiviación 

de los biocidas, utilizados como agentes anti incrustantes marinos (De Lorenzo et al 2001). 

El DCMU al bloquear el flujo de electrones de la fotosíntesis también podría inhibir el 

poder reductor necesario para llevar a cabo la asimilación de NO2
- intracelular. Según 

estudios recientes (Guieysse et al, 2014) esto podría estar relacionado con la producción de 

N2O por detoxificación de NO2
- a través de la enzima nitrato reductasa (Figura 3). 

Al igual que en el diseño experimental del objetivo 2, se realizaron experimentos con 

un ciclo día y noche (horas luz/ horas oscuridad), y se separó la fracción bacteriana de la 

fracción total (que consistió en filtrar un volumen de cultivo por 1.2 µm para Micromonas 

pusilla y Nannochloris sp.). Además de un control que correspondió a la evolución del 

N2O en el medio de cultivo libre de cualquier microorganismo. El tratamiento de 

inoculación con DCMU (FT+DCMU) tuvo una concentración final de 100 µM y se 

encontraba en óptimas condiciones de crecimiento y de nutrientes (Figura 4). Las muestras 

se tomaron en un tiempo inicial t1, el cual corresponde a la primera toma de muestra, una 

hora después de iniciado el experimento. Se utilizaron viales cromatográficos de 20 ml (24 

viales por cada tratamiento) y se incubaron bajo las condiciones experimentales idénticas a 

la mantención de cultivos establecidas al principio de la incubación. Todo vial 

cromatográfico fue envenenado con HgCl2 saturado cada 3 horas y en triplicado para 

frenar cualquier actividad biológica. 

La concentración de N2O para todos los experimentos fue cuantificada por la técnica 

de headspace (Helio) a través de cromatografía gaseosa en el equipo GC Shimadzu 17a, 

columna QS PLOT, detector ECD, las concentraciones de equilibrio se calcularon según el 

protocolo de Sarmiento & Gruber, 2006, el cual considera la solubilidad de los gases como 

una función de la temperatura y la salinidad. Se realizó una curva de calibrado la cual es 

lineal con estándares certificados SCOTTY Specialty Gas Calibration Standards a las 

concentraciones de 0.1 ppm, 0.5 ppm y 1.0 ppm, adicionalmente se utiliza Helio como 

estándar 0 pp, y aire ambiental que corresponde a 0.33 ppm. 
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Figura 2: Diseño experimental de crecimiento microalgas e inoculación con sales de 

nitrógeno. 

 

 

Tabla 5. Concentración de nutrientes adicionados al experimento de evolución de N2O 

frente a sales nitrogenadas 

Natural Adicionado 

Microalgas              NO3
- (µM)            NH4

+ (µM) 

 

NO3
- (µM)           NH4

+ (µM) 

 

M. pusilla 
2,323 4 23 27 

Nannochloris sp. 
2,323 4 23 27 
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Figura 3. Efecto de la inhibición del fotosistema II a través del DCMU. 

 

Figura 4. Diseño experimental: Evolución temporal N2O durante la inoculación con 

DCMU. 
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Con el objeto de detectar las diferencias entre el control medio de cultivo inerte 

(MC), las fracciones bacteria (FB) y total (FT), y los tratamientos de adición de sales 

nitrogenadas y el de inhibición con DCMU, los datos fueron analizados a través del 

programa estadístico SigmaStat y Statistica, comprobándose los supuestos de normalidad y 

homoestacidad (homogeneidad de varianza) de los datos, con la finalidad de discernir qué 

tipo de pruebas son las indicadas para el tipo da data y comprobar si hay diferencias 

significativas entre los tratamientos y el medio inerte, de esta forma se compararon las 

medias de la concentración de cada tratamiento a través del test T-student muestras 

pareadas.  

 

4. RESULTADOS 

 

4.1.  Caracterización de la curva de crecimiento de los modelos 

biológicos Micromonas pusilla y Nannochloris sp. 

 

En la Figura 5 se puede observar la curva de crecimiento de ambas microalgas a 

través de proteínas totales (gr/ml) versus el OD 750. En ambas curvas, se observa la 

correlación entre ambos parámetros definiendo el ciclo de cada microalga en tres fases: la 

fase de crecimiento exponencial, que es la que dura mayor tiempo (8 días 

aproximadamente), la fase meseta, la cual suele ser un periodo breve aproximadamente 4 

días, y la fase de decaimiento o senescencia, en donde la concentración de proteínas totales 

y el OD750 desciende por debajo del valor de máximo exponencial y este decaimiento se 

mantiene en el tiempo. 

Los resultados de curva de crecimiento para ambas microalgas muestran que 

Micromonas pusilla (Figura 5 a) y Nannochloris sp. (Figura 5 b) tienen distintas tasas de 

crecimiento; en el caso de Micromonas pusilla su ciclo total aproximado fueron 24 días, 

alcanzando su fase exponencial aproximadamente el día 15, la concentración de proteínas 

totales y OD 750 en fue mayor que en Nannochloris, la que alcanzó su máximo 

exponencial aproximadamente en el día 8; su crecimiento fue más rápido, y por lo tanto 

alcanzó la etapa de senescencia más pronto, por lo que su ciclo total duro 

aproximadamente 20 días. Para hacer comparativos los resultados, todos los experimentos 
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Figura 5 a) 

fueron realizados en la misma etapa de crecimiento. Micromonas pusilla presentó un 

OD750 de 0,348 equivalente a 0.5 g/L de proteínas totales, en tanto que Nannochloris sp. 

presentó un OD750 de 0.151 equivalente a 0,4 g/L de proteínas totales.  

 

 

 

 

Figura 5. Curvas de crecimiento de: (a) Micromonas pusilla, (b) Nannochloris sp. a través 

de proteínas totales (g/ml) versus OD750. 

Figura 5 b) 

Fase 

exponencial 

Fase 

exponencial 
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En el caso de los resultados de abundancia celular obtenidos a través de citometría de 

flujo, estos indican que para ambos cultivos se diferenciaba solo un grupo de 

picoeucariontes fotosintético, no obstante estas muestras no eran axénicas, ya que estaban 

acompañadas por distintos grupos de bacterias.  

La Figura 6 ilustra a ambas poblaciones de microalgas a través de un gráfico de 

contorno en donde se observa la similitud de los tamaños de Micromonas pusilla y 

Nannochloris sp. En el cultivo de Micromonas pusilla se identificó una población de 

microalga (Figura A, Anexo I), mediante los parámetros de clorofila y complejidad celular 

(Side Scatter SSC-H), cuyo tamaño era cercano a las 2 µm. En la Figura B, Anexo I se 

observa la población de Nannochloris sp. mediante los parámetros de clorofila y 

complejidad celular (Side Scatter SSC-H), cuyo tamaño al igual que en el cultivo de 

Micromonas pusilla era cercano a las 2 µm.  

En cuanto a la microbiota acompañante se identificaron diversos grupos de bacterias 

a través de la tinción con SybrGren. En el caso de Micromonas pusilla fue posible 

identificar hasta 3 grupos de bacterias (Figura 7 a.). En el caso del cultivo de Nannochloris 

sp., fue posible diferencias hasta 4 poblaciones diferentes (Figuras 7 b y c). 

En la Figura C y D (Anexo I) se observa el crecimiento de la población de 

microalgas versus la población bacteriana que las acompaña, la cual presentó un ciclo 

concordante con la curva de crecimiento de microalgas. 
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Figura 6. Abundancia celular de Micromonas pusilla (azul) y Nannochloris sp. (Café) a 

través de citometría de flujo, bajo los parámetros de clorofila y complejidad celular. 
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Figura 7. Abundancia celular para diversos grupos de biota acompañante obtenidos a 

través de citometría de flujo: a) Micromonas pusilla, b) y c) Nannochloris sp. 

Figura a) 

Figura b) 

Figura c) 



 

27 

 

4.2. Presencia del gen funcional amoA y la composición filogenética de 

la comunidad bacteriana mediante el gen 16S rRNA. 

 

4.2.1. Análisis de la comunidad microbiana mediante el gen 16S rRNA a través 

de la técnica de electroforesis en gel de gradiente denaturante (DGGE). 

 

Los resultados obtenidos a través de la técnica del DGGE indicaron que se 

obtuvieron 5 bandas para el cultivo de Micromonas pusilla y 4 bandas en el caso de 

Nannochloris sp. (ver figura gel DGGE, Anexo II), esto rectifica que las microalgas 

estaban acompañados por diversos grupos de bacterias, los cuales diferían entre los 

cultivos de Micromonas pusilla y Nannochloris sp. Los diferentes grupos de bacterias 

acompañantes para cada cultivo nos indican que no existió contaminación cruzada durante 

la manipulación de las muestras, ni de microalgas ni de bacterias. Además, estos análisis 

son concordantes con los resultados observados a través de citometría de flujo. 

En la Figura 8 se puede identificar la afiliación filogenética (basada en nucleótidos) 

de secuencias parciales del gen 16S rRNA de bacteria, las cuales fueron obtenidas a partir 

de bandas de DGGE. Como resultado se obtiene el árbol filogenético de la secuenciación 

de estas bandas, las cuales presentaban una comunidad bacteriana acompañante compuesta 

por diversos grupos de alfa-proteobacterias y beta-proteobacterias (Tabla 6). 

La afiliación filogenética de secuencias parciales del gen 16S rRNA de bacteria 

fueron obtenidas a partir de la secuenciación de bandas de DGGE para cada uno de los 

cultivos. Con esta afiliación se realizó la búsqueda en la base de datos de NCBI para genes 

funcionales de genomas secuenciados que podrían estar implicados en la producción de 

N2O. A través del análisis de afiliación filogenética se encontraron géneros potencialmente 

implicados en la producción de N2O, como lo son miembros del género Sphingomonas, 

que contienen genes que participan en la producción de N2O (sub unidad del gen Nor B y 

C de la óxido nítrico reductasa). Además, el género Paracoccus el cual posee la capacidad 

de respirar NO3
-, por lo tanto es un organismo desnitrificante. Otro género representativo 

es Limnobacter, el cual podría desempeñar un importante papel en el ciclo biogeoquímico 

del azufre. 
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Figura 8. Afiliación filogenética (basada en nucleótidos) de secuencias parciales del gen 

16S rRNA de bacteria, obtenidas a partir de secuenciaciones de amplicones de DGGE. Los 

círculos color azul corresponden a la biota acompañante del cultivo de Micromonas 

pusilla, mientras que los círculos de color verde a la biota acompañante de Nannochloris 

sp. El bootstrap fue hecho con 100 iteraciones y se encuentra enraizado en Candidatus 

nitrosopumilos maritimus. 
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Tabla 6. Secuenciación del gen 16S rRNA general bacterias (GC358F-907RM), 

organismos acompañantes en los cultivos de Micromonas pusilla, y Nannochloris sp. 

Microalga       banda      n° acceso                  Bacterias asociadas    

                                                                              secuenciadas                                                                                                                                

     %    

identidad 

Micromonas 

pusilla 

 

B1 

 

FN563098.1 
Micromonas sp. RCC299 chloroplast, 

complete genome 

99% 

 

B4 

 

FJ664807.1 
Sphingomonas hunanensis strain JSM 

083058 16S ribosomal RNA gene, partial 

sequence 

100% 

 

B5 

 

FJ377401.1 
Limnobacter sp. Aph2 16S ribosomal 

RNA gene, partialsequence 

97% 

 

B6 

 

KF923452.1 
Paracoccus marcusii strain 42 16S 

ribosomal RNA gene, partial sequence 

97% 

Nannochloris 

sp. 

 

B7 

 

FJ377401.1 
Limnobacter sp. Aph2 16S ribosomal 

RNA gene, partial sequence Limnobacter 

thiooxidans 

100% 

 

B9 

 

HQ871863.1 
Roseovarius sp. RCC 1928 16S ribosomal 

RNA gene, partial sequence 

100% 

 

B10 

 

AB758571.1 
Tropicibacter sp. SNM-13 gene for 16S 

ribosomal RNA, partial sequence. 

98% 

 

B11 

 

HQ871860.1 
Sagittula sp. RCC 1923 16S ribosomal 

RNA gene, partial sequence 

98% 

 

4.2.2. Análisis para determinar la presencia del gen amoA para beta- 

proteobacterias amonio oxidantes y arqueas amonio oxidantes a través de 

PCR. 

 

Se realizaron análisis de PCR para los grupos de bacterias y arqueas amonio 

oxidante. En el PCR de arqueas amonio oxidantes, los primers no amplificaron para el gen 

amoA para ninguna de las variaciones en las temperaturas de annealling (Tabla 4), por lo 

tanto es posible que este grupo no se encuentre en los cultivos de Micromonas pusilla y de 

Nannochloris sp. En el caso de grupo de beta-proteobacterias amonio oxidantes, se 

lograron obtener amplificaciones del gen para cultivos de ambas microalgas y para todas 

las temperaturas de annealling (ver Tabla 3). En la Figura 9 se observa la optimización del 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/290770786?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=7&RID=K77N2HD3015
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/224591296?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=2&RID=K78P1CTB014
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_219816068
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_219816068
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_219816068
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/211998905?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=5&RID=K79CBJ54014
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_211998905
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_211998905
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/594591066?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=4&RID=K79JNZXS014
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_594591066
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_594591066
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/211998905?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=K8HPX24N014
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_211998905
http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_211998905
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/323511932?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=K8J3F6UA015
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/410067694?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=4&RID=K8JKSWX9015
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/323511929?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=7&RID=K8JKSWX9015
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PCR específico para beta-proteobacterias amonio oxidante de los cultivos de Micromonas 

pusilla y Nannochloris sp. en donde es posible diferenciar una clara y distinta resolución 

de bandas del gen amoA en todas las temperaturas annealling, tanto para Micromonas 

pusilla como para Nannochloris sp. esto ocurrió para los controles positivos (Molina et al., 

2007), como para las muestras extraídas de los cultivos. El gen amoA no amplificó para los 

controles negativos (el que incluye todo el mix de PCR menos la muestra de ADN).  

Los resultados muestran que existen diferencias en la resolución de bandas, 

dependiendo de la temperatura de annealing. En el caso de Micromonas pusilla, esta fue 

con la temperatura de 53,6 °C, observándose baja inespecificidad. En el caso de 

Nannochloris sp. se observó una clara banda para todas las temperaturas de annealing pero 

de menor inespecifidad con la temperatura mayor 60,1 °C. No se observaron bandas para 

los controles negativos los cuales no incluían ADN de cultivos. 

 

 

Figura 9. Amplificación del gen amoA específico para beta-proteobacterias amonio 

oxidantes con variación temperatura de annealing. MP corresponde al marcador de peso, 

M1- M4 a M. pusilla, y N1-N4 a Nannochloris sp. (+) corresponde al control positivo y (-) 

al control negativo. 
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4.3.  Variación en la concentración de N2O en cultivos monoclonales de 

microalgas marinas y su respuesta a distintas sales nitrogenadas. 

 

Todos los experimentos de reciclaje de N2O fueron realizados bajo las mismas 

condiciones de luz, temperatura y medio de cultivo. Se realizaron modificaciones al medio 

de cultivo sólo al momento de hacer los experimentos (entre 48 y 72 horas antes de las 

mediciones) con efecto de lograr una aclimatación previa. Además, se separaron en dos 

fases; luz y oscuridad para así poder diferenciar si existe diferencias entre el ciclo día-

noche 

4.3.1. Evolución temporal de N2O en un cultivo de Micromonas pusilla. 

 

La evolución temporal de N2O en un cultivo de Micromonas pusilla fue monitoreada 

en distintas comunidades (experimentos fraccionados) los que incluyen los controles: 1) 

fracción total (FT), 2) la fracción bacteriana (FB). También se cuantificó la evolución 

temporal de N2O en respuesta a la adición de las sales nitrogenadas de; 3) NO3
-: (FT+NO3

-

) y 4) NH4
+: (FT+NH4

+). Estos tratamientos fueron comparados contra un control inerte 

que sólo incluía medio de cultivo (MC). En el Anexo II se muestran los promedios de la 

concentración de N2O (nmol L-1) a) horas luz y b) horas oscuridad. En la Figura 9 se 

observa la comparación de los controles FT y FB y los tratamientos de adición de sales de 

nitrógeno frente a un control inerte MC para horas luz a) y horas oscuridad b); el control 

inerte MC presentó las menores concentraciones de N2O, existiendo diferencias 

significativas entre el control MC y las fracciones FT y FB y aquellos con adición de sales 

nitrogenadas (Tabla 7a). La concentración de N2O en la fracción FT presentó las mayores 

concentraciones respecto al control FB y que los tratamientos de sales nitrogenadas, 

alcanzando un promedio de 11.6 ± 1.76 nmol L-1. Las concentraciones de N2O para FB 

alcanzaron un valor de 8.5 ± 1.58 nmol L-1, mientras que las concentraciones de FT+NO3
- 

y FT+NH4
+ fueron de 9.19 ± 1.22 nmol L-1 y 11.2 ± 1.59 nmol L-1respectivamente. Este 

mismo patrón se observó en horas oscuridad, en donde existen diferencias significativas 

entre MC y las fracciones FT y FB y aquellos tratamientos con adición de sales 

nitrogenadas (Tabla 7b) con concentraciones de N2O en la fracción FT de 11.3 ± 1.6 nmol 

L-1, FB de 8.01 ± 1.1 nmol L-1 de FT+NO3
- 10.02 ± 2 nmol L-1 y FT+NH4

+ de 10.3 ± 1.6 

nmol L-1. No se observan diferencias significativas entre las concentraciones de N2O entre 

las fases luz y oscuridad (Tabla 7c). 
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Tabla 7. Análisis t-student pareado; experimento de evolución de N2O en un cultivo de 

Micromonas pusilla. 

a) Horas luz. 

Comparación     Tratamientos    Valor t               Valor p             G L                                                                                                                                                                                                                                                 

 

 

 

MC 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

-7.45 

-2.39 

-5.55 

-6.56 

-5.40 
 

2.18E-05 

3.56E-02 

2.44E-04 

6.37E-05 

2.17E-04 
 

10 

11 

10 

10 

11 
 

 

 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

4.04 

4.45 

0.96 

1.05 
 

0.00 

0.00 

0.36 

0.32 
 

10 

10 

10 

10 
 

 

 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

-1.38 

-3.64 

-2.63 

 

0.19 

0.01 

0.02 

 

10 

10 

11 

 

 

NO3- 

NH4
+ 

DCMU 

-3.01 

-1.63 

 

0.01 

0.13 

 

10 

10 

 

 

NH4+ 

 

DCMU 0.525 0.61 10 

 

 

 

 

b) Horas oscuridad 

Comparación     Tratamientos    Valor t               Valor p                     G L                                                                                                                                                                                                                                                 
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MC 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

-10.43 

-2.71 

-4.79 

-6.84 

-3.91 
 

1.08E-06 

2.19E-02 

7.34E-04 

4.49E-05 

2.90E-03 
 

10 

10 

10 

10 

10 
 

 

 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

5.74 

1.89 

1.97 

0.63 
 

8.91E-06 

0.09 

0.06 

0.54 
 

22 

11 

11 

11 
 

 

 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

-2.79 

-4.59 

-2.91 
 

0.02 

7.71E-04 

0.014 
 

11 

11 

11 
 

 

NO3- 

NH4
+ 

DCMU 

-0.36 

-0.70 
 

0.72 

0.49 
 

11 

11 
 

 

NH4+ 

 

DCMU -0.448 0.663   11  

 

c) Comparación horas luz versus oscuridad. 

Comparación       tratamientos         Valor t                Valor p                  G L                                                                                                                                                                                                                                              

 

MC 

 

MC 0.50 

 

0.62 

 

21 

 

 

FT 

 

FT 
0.61 

 

0.56 

 

10 

 

 

FB 

 

FB 
0.91 

 

0.38 

 

11 

 

 

NO3- 

 

NO3- 

 

-1.03 

 

0.33 

 

10 

 

 

NH4+ 

 

NH4+ 

 

1.20 

 

0.26 

 

10 

 

 

DCMU 

 

DCMU 0.15 0.88 11 
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Figura 10. Concentración de N2O (nmol L-1) en un cultivo de Micromonas pusilla para 

tratamientos de adición de sales nitrogenadas en: a) horas luz, b) horas oscuridad. 
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4.3.2. Evolución temporal de N2O en un cultivo de Nannochloris sp. 

 

Todos los experimentos de reciclaje de N2O fueron realizados bajo las mismas 

condiciones de luz, temperatura y medio de cultivo. Se realizaron modificaciones al medio 

de cultivo sólo al momento de hacer los experimentos (entre 48 y 72 hrs antes de las 

mediciones). La evolución temporal de N2O en un cultivo de Nannochloris sp y su 

respuesta a las sales nitrogenadas de NO3
- y NH4

+ fue monitoreada y comparada respecto 

al control inerte que sólo incluía medio de cultivo MC. En el Anexo III se encuentra los 

promedios de concentración de N2O (nmol L-1) para todos los controles y tratamientos. En 

la Figura 10 se observa la concentración de N2O (nmol L-1) en un cultivo de Nannochloris 

sp., la concentración del gas siempre fue menor en MC respecto a los controles: FT (7.3 

±0.4 nmol L-1), FB (6.9 ± 0.4 nmol L-1) y con los tratamientos de sales nitrogenadas: 

FT+NO3
- (6.5 ± 0.4 nmol L-1) y FT+NH4

+ (6.4 ± 1.3 nmol L-1). El análisis estadístico 

(Tabla 8 a) indicó que existieron diferencia significativa en la producción de N2O entre el 

control MC y las fracciones FT y FB, y todos los tratamientos de sales nitrogenadas para 

horas luz y que también esta diferencia se manifestó al comparar la FT con el resto de los 

tratamientos. En horas de oscuridad se observan distintas concentraciones para los 

controles: FT (6.5 ± 0.7 nmol L-1), FB (6.8 ± 0.2 nmol L-1) y con los tratamientos de sales 

nitrogenadas: FT+NO3
- (6.3 ± 1.3 nmol L-1) y FT+NH4

+ (6.3 ± 1 nmol L-1), sin embargo 

estas diferencias solo fueron significativas al comparar los tratamientos con el control MC 

y no con la fracción FT (Tabla 8 b). 

Por lo tanto, existe una producción de N2O tanto para las fracciones FT como FB y 

todos los tratamientos de adición de sales nitrogenadas. Las concentraciones de N2O para 

los tratamientos de sales nitrogenadas son similares a la fracción FT, por lo que la adición 

de sales nitrogenadas no potenciaría un aumento en la concentración de N2O. 
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Tabla 8. Análisis t-student pareado; experimento de evolución de N2O en un cultivo de 

Nannochloris sp. 

a) Horas luz. 

Comparación     Tratamientos    Valor t               Valor p             G L                                                                                                                                                                                                                                                 

 

 

 

MC 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

-11.26 

-9.11 

-9.71 

-9.23 

-9.62 

1.31E-06 

7.73E-06 

4.6E-06 

6.92E-06 

1.13E-05 

9 

9 

9 

9 

8 

 

 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

2.57 

9.63 

3.66 

2.50 

0.03 

2.23E-06 

0.01 

0.03 

10 

10 

10 

9 

 

 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

2.64 

1.02 

1.02 

0.03 

0.33 

0.33 

10 

10 

10 

 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

0.37 

-0.87 

0.72 

0.41 

11 

9 

 

NH4
+ 

 

DCMU -0.19 0.85 9 

 

b) Horas oscuridad 

Comparación     Tratamientos    Valor t               Valor p                 G L                                                                                                                                                                                                                                                 

 

 

 

MC 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

-10.16 

-11.21 

-5.55 

-5.44 

-2.55 
 

7.53E-06 

5.53E-07 

3.57E-04 

4.13E-04 

3.10E-02 
 

8 

10 

9 

9 

9 
 

 

 

FT 

FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

1.19 

1.25 

1.79 

-2.30 
 

0.26 

0.24 

0.10 

0.05 
 

10 

10 

10 

9 
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FB 

NO3
- 

NH4
+ 

DCMU 

0.75 

1.56 

-2.32 
 

0.47 

0.15 

0.04 
 

10 

10 

11 
 

 

NO3- 

NH4
+ 

DCMU 

0.36 

-2.35 
 

0.73 

0.04 
 

10 

10 
 

 

NH4+ 

 

DCMU -2.45 0.03 10 

c) Fase luz versus fase oscuridad 

Comparación   tratamientos    Valor t               Valor p             G L                                                                                                                                                                                                                                                 

 

MC 

 

MC -0.162 0.875 8 

 

FT 

 

FT 0.859 0.410 10 

 

FB 

 

FB 
0.689 0.507 10 

 

NO3
- 

 

NO3
- 

-0.450 0.662 10 

 

NH4
+ 

 

NH4
+ 

1.215 0.255 9 

 

DCMU 

 

DCMU 
-2.297 0.042 11 
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Figura 11. Concentración N2O (nmol L-1) en un cultivo de Nannochloris sp. para 

tratamientos de adición de sales nitrogenadas en; a) horas luz, b) horas oscuridad. 
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4.3.3. Publicación  

Producción de óxido nitroso en diferentes regímenes de cultivos de microalgas 

 Cynthia Escares, Master in Oceanography, Lennin Florez-Leiva M Sc. in Oceanography 

and Laura Farias, Ph.D. in oceanography 

Resumen 

Las concentraciones de óxido nitroso (N2O), uno de los principales gases de efecto 

invernadero y que contribuyen al adelgazamiento de la capa de ozono, fueron medidos 

junto a otras variables ambientales en cultivos de microalgas, tanto en una pileta al aire 

libre como en laboratorio. En el primero se utilizó la microalga Nannochloris sp., bajo 

procedimientos de rutina utilizando un cultivo comercial y la segunda con cultivos uni-

algales de Nannochloris oculata y Isochrysis galbana bajo regímenes controlados de luz, 

nutrientes y oxigenación.  

Posterior a la adición de sales de nitrógeno y fósforo, la pileta al aire libre presentó 

un crecimiento exponencial de microalgas (con fase I de 17 días), seguido de un periodo de 

senescencia (con una fase II de 26 días). Con un rápido incremento de N2O desde la fase I 

al final de la fase II, alcanzando niveles de 580 nmol L-1 (saturación 5500 %) y 

produciendo una tasa de acumulación diaria de 18,5 nmol L-1. Los experimentos de 

laboratorio revelaron que ambas microalgas también acumulan N2O en el tiempo pero a 

diferentes tasas dependiendo de la cepa cultivada y el tipo de nutriente añadido (NO3
-, 

NO2
-, NH4

+). Isochrysis galbana (0,82 nmol L-1h-1) produce más N2O por célula que 

Nannochloris oculata (0,29 nmol L-1h-1). La adición de NO3
- produjo tasas de acumulación 

de N2O de 1,4 a 2,3 veces mayor que con NH4
+. Adicionalmente, la acumulación de N2O 

no fue inhibida por la adición de alliythiorea (ATU) un conocido inhibidor de la oxidación 

aerobia del amonio (OAA). Nuestros resultados demuestran que la acumulación de N2O no 

está totalmente asociada con OAA y también discute cual es el proceso más probable 

responsable de la producción de N2O en sistemas oxigenados.  

El papel de cultivos de microalgas en reservorios acuáticos podría ser cuantificado, 

teniendo en cuenta que las microalgas son ampliamente utilizadas para fines de acuicultura 

y biocombustibles. Estos resultados pueden ser incorporados a los actuales esfuerzos para 

mitigar el cambio climático y prevenir el agotamiento de la capa de ozono. 

Palabras calves: cultivos de microalgas, óxido nitroso, fertilización de nutrientes. 
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Production of Nitrous Oxide in different microalgae culture regimes 

 Cynthia Escares1, 3, Lennin Florez-Leiva2 and Laura  Farías1, 3* 

1 Graduate Program in Oceanography, Departamento de Oceanografía. Universidad de  

Concepción, Chile.  

2  Programa de Oceanografía, Universidad de Antioquia, Colombia 
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Abstract. Concentrations of nitrous oxide (N2O), a major greenhouse and ozone-depleting 

gas, were measured along with other environmental variables in outdoor pond and 

laboratory cultures of microalgae. We included Nannochloris sp under routine procedures 

used in their commercial culture and unialgal cultures of Nannochloris oculata and 

Isochrysis galbanas under laboratory controlled light, nutrient and oxygenation regimen. 

Subsequent to the addition of N- and P-rich salt, the outdoor pond presented exponential 

Nannochloris sp growth (phase I of 17 days), followed by a senescence period (phase II of 

26 days).  N2O rapidly increased from phase I to the end of phase II, reaching levels as 

high as 580 nmol L-1 (5500% saturation) and yielding a daily accumulation rate of 18.5 

nmol L-1. Laboratory experiments also revealed that both microalgal cultures accumulated 

N2O over time, but at different rates depending on the cultured strains and the type of 

added nutrients (i.e., NO3
-, NO2

- and NH4
+). Isochrysis galbana produced more N2O (rates 

ranged from 0.36 to0.82 nmol L-1 h-1)  than Nannochloris oculata (rates ranged from 0.21 

to 0.29 nmol L-1 h-1), and the addition of NO3
- yielded  N2O accumulation  rates of 1.4-2.3 

times higher than with the addition of NH4
+. Additionally, N2O accumulation was not 

inhibited by the addition of alliythiorea (ATU), a well-known inhibitor of the aerobic 

ammonia oxidation (AAO). Our findings demonstrate that N2O accumulation is not 

entirely associated with AAO, and we discuss the potential role that microalgae have on 

N2O production in oxygenated systems.  N2O emission by microalgae culture should be 

quantified, considering that microalgae are widely used for aquaculture or biofuels 

purposes and can be incorporated into current efforts to mitigate climate change and 

prevent the depletion of the ozone layer. Keywords:  microalgal cultivation; nitrous oxide; 

nutrient fertilization. 
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1. Introduction 

Nitrous oxide (N2O) is the most significant ozone-depleting compound [1] and the 

third most important greenhouse gas released into the atmosphere [2]. N2O has a variety of 

natural and anthropogenic sources; however a strong recorded increase in anthropogenic 

emissions is responsible for the current observed increase of N2O in the atmosphere [3]. 

Agriculture is by far the largest source of anthropogenic N2O emissions, associated with 

the use of fertilizers, accounting for about two-thirds of total anthropogenic emissions [4,5] 

Similarly, but to a lesser extent, wastewater treatment processes and aquaculture both 

contribute about 5% of the total anthropogenic emissions of N2O [6, 7, 8]. The aquaculture 

N2O emission estimation, that should include the N2O production from second and third 

generation biofuels, has still not been quantified and included in the global budget [9].  

 The successful development of “third generation” biofuels, i.e., biofuels derived 

from aquatic autotrophic algal organism, has led to the widespread and intensive culture of 

unicellular marine algae [10, 11]. Currently, the large-scale and intense production of algae 

in open-air ponds and bags extends globally [12]. Since the development of these 

procedures a number of microalgae have been suggested and evaluated to simplify their 

cultivation and maximize their yield, in order to give rapid results in field and laboratory 

applications as these are potential sources of energy in the form of biofuel oil and gas [13, 

14]. 

 The environmental impacts caused by the culture of microalgae, including the 

production of biofuel and feed for bivalve hatcheries, may be to some extent comparable to 

agriculture, as there may be diverse impacts and include both positive and negative effects. 

Microalgal cultures may generate an important modification and intensification of bio-

element fluxes in both natural and artificial systems [15], whereby diverse compounds are 

released as carbon (C), nitrogen (N) and phosphorus (P), as metabolic products of living 
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organisms. If the fluxes of these elements into the environment exceed the assimilative 

capacity of those systems, they can severely affect water and sediment/soil quality, causing 

eutrophication, oxygen depletion and the consequential disruption of local biodiversity, 

among other effects [15, 16, 17].  

 During the culture of microalgae, light energy is converted into biomass, 

removing CO2 from the atmosphere by photosynthesis. As a result this is considered as a 

“green process”, as it reduces the consumption of fossil fuels [11]. Thus, considering the 

high availability of nutrients that the microalgal cultures are exposed [18], it is expected 

that these cultures also cycle gases such as nitrous oxide (N2O), which are known to affect 

the earth’s radiative forcing [19]. 

  The origin of N2O in aquatic systems has mainly been attributed to dissimilative 

microbial processes associated with prokaryotes, both bacteria and archaea, and depends 

on the availability of O2, nutrients and organic matter (OM). N2O is mainly cycled by 

nitrifying and denitrifying microorganisms [20]. Nonetheless, early works found that N2O 

production from microalgal and cyanobacterial cultures [21, 22] was associated to 

assimilative nitrite reduction. Similar result were recently found for the species Chlorella 

vulgaris by [23]; who suggested that N2O formation may occur via NO2
- reduction into 

nitric oxide (NO) and nitroxyl (HNO), both acting as N2O precursors. However, this 

finding does not preclude the possible co-occurrence of algae and bacteria, as is commonly 

observed in non-axenic algal cultures. Indeed, [24] revealed the existence of a bacterial 

origin of N2O emissions in algal cultures, by demonstrating that N2O production ceases 

when Nannochloropsis salina was supplied with bacterial antibiotics, and also by detecting 

genetic material within the bacteria culture encoded for NO reductase (NOR), an enzyme 

associated with N2O production during bacterial denitrification. In a massive culture of a 
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marine diatom, [25] found that N2O can be accumulated or consumed (i.e., source or sink) 

depending on nitrate level;   when nitrate was exhausted that system act as a sink for N2O.   

 Our research investigates N2O accumulation over short (hours) and long-term 

(months) timeframes, and with different cultivation procedures, for Nannochloris oculata 

and Nannochloris sp, as well as for Isochrysis galbana. These strains are widely used in 

aquaculture and the production of biofuels [11]. The objective of this work is to evaluate 

the contribution made by these cultured strains to the accumulation of N2O in different 

nutrient regimes and under controlled light and O2 conditions. 

 

2. Materials and Methods 

2.1 Long term monitoring in a open pond massive culture   

The temporal dynamics of N2O in a large-scale culture of Nannochloris sp were 

determined. The culture system consisted of a 48 m3 open-air pond (6 m length x 4 m 

width x 2 m depth) filled with filtered seawater (filtered through 20 µm mesh) pumped in 

from nearby coastal water. Pre-cleaning prior to cultivation excluded the accumulation of 

sediments or organic detritus on the floor of the pond. The system operated with an air flux 

of 0.5 m3 s-1 and natural light conditions. Several biological and physicochemical 

variables, including N2O, were monitored every 2-3 days at the same time (10:00 h AM). 

The open pond was fertilized on the 5th day and cell inoculation with Nannochloris sp was 

carried out on the 6th day. The nutrient additions consisted of calcium triphosphate 

(CaP3O10) and urea CO(NH2)2, with final concentrations of 0.833 and 24.19 mmol L-1, 

respectively. The cell inoculation was carried out with concentrated algae producing an 

initial algal abundance of 1.2 x107 cell L-1. A continuous airlift recirculation system 

maintained a well-mixed open pond throughout the whole study period. From the outset of 

the experiment, representative discrete water samples were collected to determine 

dissolved gases (O2, N2O), nutrients (NO3
-, NO2

-), chlorophyll a (Chl-a) concentrations, 
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and cell abundance. Temperature, salinity and pH were also recorded with various 

calibrated sensors. 

2.2. Short term monitoring in microalgal laboratory cultures  

A set of experiments were performed under controlled laboratory conditions to determine 

if N2O cycling occurs in unialgal cultures of Nannochloris oculata and Isochrysis galbana, 

and to assess if the accumulation of N2O over time is favored by the addition of N-

nutrients in different states of oxidation (i.e., NO3
-, NO2

- and NH4
+). Unialgal cultures were 

provided from the culture collection at the Center of Research CIEN (Austral, University 

of Austral-Chile). These strains were grown at 20±2ºC in a Walne culture medium [26], 

with a light/dark photoperiod of 12:12 h. A 2-L stock cultures of Nannochloris oculata 

(initial density of 6.02 x 106 cell L-1) and Isochrysis galbana (initial a density of 5.61 x 106 

cell L-1), previously amended with Allythiourea (ATU) were distributed in three sets of GC 

vials (50 mL). The experimental design depends upon the use of ATU, a well-recognized 

inhibitor of NH4
+ oxidation in bacteria (e.g., [27]) and recently confirmed to carry out the 

similar effect on Archaea [28], at a final concentration of 600 µL L-1. Therefore, if these 

microorganisms were present in a stock culture amended with ATU, it would be expected 

that no active AAO occurs and that over time microorganisms would not produce N2O. 

Prior to the experiments, nitrogen salts were added to each set of vials (triplicate vials of 

50 mL volume). NO3
-, NO2

- and NH4
+ at concentrations of 20% above background levels, 

according to the nutrient composition of the culture medium were added (Walne medium, 

[29]). Subsequently, each vial was sealed with a rubber cap, leaving 15 mL of headspace 

with ultra-pure Helium. The resulting vials, which contained 15 mL of gas headspace and 

35 mL of enriched nutrient medium, were incubated in similar conditions to the stock 

culture (i.e. under controlled temperature conditions at 20°C on a 12:12 h light dark 

regime). A gas sample (100 µL) was taken from vial’s headspace with a gastight syringe at 
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the initiation of incubation and after 2 and 4 hours and immediately analyzed by gas 

chromatography.  Prior to each experiment (i.e. the addition of N-salt), cell abundance was 

recorded and the health and purity of cultures were checked using flow cytometry and 

microscopy. Throughout experimentation the nutrients, O2 and pH levels were recorded. 

2.3. Chemical analysis 

In samples taken from the open pond, dissolved O2 (125 mL sample) was analyzed 

using the automatic Winkler method (AULOX Measurement System). For the laboratory 

experiments, dissolved O2 concentrations from different incubation times were monitored 

with non-invasive optical oxygen sensors (PreSens GmbH, Germany, these are planar 

sensor spots that are fixed on the inner surface of the glass (incubation bottle). The O2 

concentration can therefore be measured in a non-invasive and non-destructive manner 

from outside, through the wall of the bottle. The planar mini-sensor was stimulated with 

fluorescent light and data were recorded and saved in the Fibox-3 LCD trace model 

(PreSens GmbH, Germany).  Calibration points were checked and measured independently 

for each bottle. Subsequently, the O2 content was calculated using the calibration values 

for their respective bottles and incubation time. For N2O analysis, 100 µL was taken from 

each bottle and immediately determined using gas chromatography (Varian 3380), with an 

electron capture detector maintained at 350ºC and connected to an autosampler device 

using the He-headspace equilibration technique [30, 31]. A calibration curve was made 

with four concentrations for N2O (0.1 ppm, air, 0.5 ppm, and 1 ppm, by Matheson 

standards). The detector linearly responded to the concentration range. The analytical error 

for the N2O was less than 3%. 

Duplicated seawater samples of nutrients (NO3
- and NO2

-) from the open pond were 

previously collected, filtrated thought 0.7 μm Watmam GF/F filters and frozen (-20°C) 

until laboratory analysis by standard colorimetric methods [32]. Samples of Chl-a were 

http://www.presens.de/products/optical-oxygen-sensors.html
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filtered in triplicate and then stored at -80ºC. The pigment content was extracted from the 

filter of the thawed samples using acetone and analyzed via fluorometry using a Digital 

Turner 10AU Field Fluorometer [33]. Aliquots of seawater samples were preserved in 

Lugol’s iodine and observed and counted through an optical microscope. Cell abundances 

were counted in a Fuchs-Rosental chamber haemocytometer using five fields and were 

counted for individual samples at 40 x magnification. 

2.4. Data analysis 

The correlation between N2O and other biological variables (e.g., Chl-a) were examined 

using the Spearman’s correlation analysis (rs), with a 0.05 level of significance. The data 

recorded from the vials from lab cultures for N2O increase/decrease were plotted against 

time and fitted to the linear model, A(t)= A0 + m t, using the method of least squares, where 

t is the incubation time, A0 is the gas concentration at t=0, and m is the linear slope. Same 

procedure was applied to open pond data. The rates were calculated from the linear slope 

and their uncertainties were calculated from the errors in the linear regressions, as the 

square root of the sum of the variance of each rate (triplicate). In each treatment a student’s 

t-test was used to evaluate the differences between the slopes of accumulation or depletion 

of N2O over time during incubation.  The rate of uncertainty (standard error) was estimated 

using the propagation error from the standard deviations of the slopes, but only in the case 

that the slopes were statistically significant. 

 

3. Results 

3.1. N2O cycling in the open pond system. 

Figure 1 shows the temporal variability over 50 consecutive days of the 

physicochemical variables obtained from the open pond system. Temperature and salinity 

varied from 8.2°C to 13.4 ºC and from 31.8 to 34.5, respectively (Figure 1a). The pH and 
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O2 levels increased from 7.52 to 8.55 and from 168 to 179 µmol L-1, respectively, during 

the first 18 days. From that day up to the final days of the monitoring period these values 

decreased to 7.61 and 149 µmol L-1, respectively (Figure 1b).   

Temporal variability of Chl-a along with cell abundance and nitrogen nutrient 

concentrations are shown in Figure 2a. The initial values of Chl-a, during the first 5 days, 

were around 1.4 µg L-1. This background level increased subsequent to fertilization (day 5) 

and during the initial stage of culture,  and reached a maximum value of 95.97 µg L-1  on 

approximately day 18, levels then dropped to as low as 2.10 µg L-1 during the final days of 

the study period. Cell abundance increased immediately after nutrient additions from 3.4 

x109 and 1.0x1010 cells L-1 and then maintained constant levels of around 4.25x109 cells L-

1 until day 20. Subsequently levels decreased to abundances as low as 6.25 x107 cells L-1. 

In accordance with the temporal distribution of pH and O2 levels (Figure 1a and 

1b), along with both Chl-a and cell abundance, the monitoring period can be separated in 

two periods: i) a growth phase (phase I), where the Chl-a, pH and dissolved O2 levels 

increase and ii) a senescence phase (phase II), where Chl-a, pH and O2 levels abruptly 

decrease, suggesting an diminution or dominance of photosynthetic activity throughout the 

experiment/ monitoring. 

N-nutrient concentration was initially similar to the adjacent seawater content at 31 

µmol L-1 (area subjected to coastal upwelling), but these levels immediately doubled after 

fertilization (day 5) and then irregularly decreased as biomass increased, reaching values of 

less than 0.1 µmol L-1 (see Figure 2b). In contrast, N2O fluctuated widely during the 

monitoring period (Figure 2b). N2O concentrations during the study period increased 

steadily from 10 nmol L-1 (111% saturation according with solubility coefficient at 

sampled temperature and salinity) at the initial period after fertilization to 580 nmol L-1 

(5500% saturation) on day 32, subsequently N2O levels dropped abruptly to near seawater 
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background levels, coinciding with a simultaneous drop in nutrients and Chl-a. Spearman’s 

correlations (rs) between Chl-a content and N2O were carried out for each phase. During 

phase I, N2O was positively and significantly correlated with Chl-a (rs = 0.96, p=0.08), 

while during phase II, N2O had negative but significant correlation with Chl-a (rs = -0.94, 

p=0.02) 

 

3.2. N2O cycling in laboratory experiments 

Figure 3a shows the time course experiments carried out with unialgal 

Nannochloris oculata incubated with ATU + NO3
-, ATU + NO2

- and ATU + NH4
+. The 

accumulation of N2O over time was almost linear during incubation for the three 

previously mentioned N-salts; however N2O levels over time varied depending on the 

oxidation state of the added N-salts. This signifies that N2O accumulated at different rates, 

being 0.29 ± 0.06 L-1 h-1 with NO3
-, 0.24 ± 0.10 nmol L-1 h-1 with NO2

-, and 0.21 ± 0.09 

nmol L-1 h-1 with NH4
+. There were no significant differences in N2O accumulation rates 

between the different added N-salts (no data is presented). 

Figure 3b shows the time course experiments carried out with unialgal Isochrysis 

galbana also incubated with ATU+ NO3
-, ATU + NO2

- and ATU +NH4
+. N2O 

accumulation rates were 0.82 ± 0.06, 0.73 ± 0.04, and 0.36 ± 0.08 nmol L-1 h-1 respectively. 

In the case of Isochrysis galbana a significant difference was observed between treatments 

with NO3
- and NO2

- compared to NH4
+

, these differences were observed between the 

treatments ATU+ NO3
- vs. ATU +NH4

+ and ATU+ NO2
- vs. ATU +NH4

+ (Table 1). 

Furthermore, despite a lower cell density in the experiment with Isochrysis galbana 

(5.61 x106 cell L-1) respect to  Nannochloris oculata ( 6.02x106 cell L-1), the former strain 

yielded higher N2O accumulation rates under all treatments, with an almost three-fold 

increase in rate compared to Nannochloris oculata  (Figure 4). Measurements of O2 levels 
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over incubation (through the non-invasive method) indicated that levels never decreased 

below 88 µmol L-1, and nutrients did not show any significant variations during the 4 hours 

of incubation (data not shown). 

 

4. Discussion 

4.1. Long term N2O accumulation during in large scale microalgal production 

 The impact of anthropogenic interference in the global N budget is known as 

global fertilization, a phenomenon mainly attributed to N fertilization by agriculture 

activity [34]. N fertilization produces an excess of fixed nitrogen and large amounts of 

N2O [35], also algal aquaculture may be an additional activity that affects the entire N 

budget and its N2O emissions. Large scale microalgal cultivations, including cultivation in 

raceway ponds, are the most economical systems and offer the largest production 

capacities relative to other systems of comparable cost. However, these culture regimes are 

highly susceptible to contamination by external microorganisms, such as other algal 

species, bacteria and protozoa, which occasionally leads to the decay of the desired algal 

culture [26]. 

 One of the rationales for using microalgae in aquaculture is for its efficiency in 

converting CO2 into biomass through photosynthesis, obtaining dense algal cultures that 

exceed the natural levels of efficiency for biomass production in both the marine 

environment and terrestrial crops [36]. However, there are numerous indirect 

environmental effects to be considered, which could potentially disturb the environment, 

and therefore require prior assessment before they are put into practice.  

As illustrated in Figure 2a, the growth in algal biomass over time affected the 

environmental variables such as pH, O2 and nutrients (Figure 1a, 1b), demarking two clear 

phases: Phase I, where the photosynthetic processes predominate rather than oxidative 
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(aerobic respiration), whereas in phase II the contrary occurs. Ratios of change of N2O and 

Chl-a levels during both phases (Figure 2) may indicate different dominance of 

biogeochemical processes involved in the cycling of these gases over time.  

However, N2O levels gradually increased during Phase I and reached a maximum 

during Phase II, yielding an accumulation rate of 18.5 nmol L-1 d-1. It is important to note 

that levels of dissolved N2O could be widely underestimated, as this open pond system is 

subject to constant aeration and therefore a high proportion of the gases escape into the 

atmosphere, therefore it is not possible to measure the true gas production.  

N2O steadily increased in the days following fertilization, and peaked in phase II. 

This trend suggests that the net autotrophic phase could be partially responsible for some 

N2O production, however in phase II the bacterial or archaeal activity involved in N2O 

production [24] or micrograzing activity which may be controlling the photoautotrophic 

biomass, would be affecting the production of this greenhouse gas as the biomass decays. 

Microalgae density appears also to have been a critical factor in affecting the optimal 

physiological state of the cell. As biomass increases up to a certain level, some competition 

for light may have occurred [37]. It was not possible to determine whether bacterial 

biomass increased (most of them heterotrophic bacteria) or microalgae were being grazed 

upon by nanoplankton. However, these types of systems are frequently subjected to 

massive microalgae decay leading to cell lysis and death [38]. 

Contrary to N2O dynamics, the algal culture system efficiently removed CO2 via 

photosynthesis during phase I, but during the senescence phase CO2 could be produced 

during microalgae biomass declination and degradation. In order to compare the relative 

contribution of N2O with respect to CO2 cycling in this long-term monitoring system, an 

indirect estimation of CO2 cycling was made taking into consideration a phytoplanktonic 

Chl-a: C org ratio of 60, and assuming that one mole of typical marine plankton biomass or 
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particulate organic matter (POM) (molecular weight of POM of 3555 g mol-1) requires 106 

moles of inorganic/organic carbon for its synthesis (photosynthesis) or oxidation (aerobic 

respiration). Thus, considering the difference of carbon algal biomass during phase I (day 

17 minus background) and phase II (day 18- day 46), in phase I the pond should be 

consuming 169,200 µmol m-3 of CO2, while in phase II it is releasing 155,870 µmol m-3 of 

CO2, giving a total net consumption of CO2 of 13,330 µmol m-3 for the entire period. 

However in the case of N2O, it was produced in both phases with a total cumulative 

contribution of 2049 nmol L-1. Thus, while this system consumes and releases CO2 

according to the phases of that culture, it simultaneously produces N2O.  

Considering that the radiative contribution for N2O is 230-300 times higher than 

that of CO2 [39], the net contribution of N2O into this open pond is insufficient to offset the 

radiative contribution of N2O into the atmosphere, despite the observation of CO2 removal. 

Furthermore, continuous aeration in open systems can drag other dissolved gas molecules, 

leading to rapid outgassing. Thus, the actual level of N2O could be higher than the 

observed data and thereby be underestimating the cumulative concentration over time.  

4.2. Short term N2O accumulation in laboratory experiments.  

Likewise, laboratory culture assays also reveal that N2O accumulation occurs in 

both culture strains (Figure 3a, 3b), however the rates of N2O accumulation varies between 

each strain. It is important to note that the N2O accumulation appears to be related to 

microalgae species, in this sense diatoms do not seem to mediate any significant N2O 

cycling during massive growth  (Cornejo data non published) and [25] and these results 

call for attention about metabolic pathways implicated. The greatest N2O accumulation 

occurs in Isocrhysis galbana and can be attributed to their structure and size; this 

microalga has two flagella and is approximately 5 μm, which is comparably larger than 

Nannochloris oculata, which in turn is spherical in shape with an average size of 
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approximately 2 µm and does not have/display scourge. Each species belongs to different 

clades of microalgae; Isocrhysis to Haptophyceae, and Nannochloris to Viridiplantae. 

Furthermore, both microalgae are rich in polyunsaturated fatty acids [40] and essential 

amino acids [41, 42], with a higher concentration of fatty acids in Isocrhysis galbana than 

in Nannochloris sp.; these differences are related to the stage of crop growth and the 

concentration of CO2 [39]. Moreover, amino acid formation requires reduced N 

compounds, which can be achieved via the assimilation of NO3
-, NH4

+ or other available 

sources of combined nitrogen to amino acids and glutamine by glutamate synthase [43]. In 

the case of NO3
-, a process of intracellular reduction is required to form NH4

+, which is 

mediated by the enzymes nitrate and nitrite reductase [44]. During these pathways, N2O 

may be generated in similar way to the process occurring during the nitrate or nitrate 

ammonification [45]. 

Our findings also reveal that N2O accumulation did not totally depended on 

photosynthetic cell abundance, but instead on the type of culture regime employed. If we 

compare the N2O accumulation in the open pond systems to the laboratory conditions for 

the Nannochloris species, N2O production appears to be higher in culture assays than the 

open systems, despite the fact that the air-open pond allows for continuous gas escape to 

the atmosphere while close systems (bottles) permit the gas to accumulate without any 

escape during the incubation. These results suggest that N2O production is related with 

physiological state, it may be the case that the cultured cells in the open system have a 

higher oxidative stress than those growing in the laboratory, that have passed through 

several  acclimation cycles.  

Figure 4 illustrates N2O accumulation rates normalized to cell abundance for algal 

experiments (with different added N salt). Beside to highlighting differences between the 

two cultivated strains, treatments with NO3
- had the highest observed N2O accumulation 
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rate and generally the accumulation rates obtained from the lab experiments, normalized 

by cell abundance (measured initially by flow cytometry), were two orders of magnitude 

higher than those measured in the open pond system.  

 

4.3. Potential pathways of N2O production  

According to current knowledge, under oxygenated conditions N2O is mainly 

produced by bacterial and archaeal nitrifying activities [46, 28]. The predominance of a 

biochemical route is not yet clear, however new evidence indicates that AAO could be a 

more plausible process. In addition, NO2
- may be reduced to N2O during nitrification (a 

process referred to as nitrifier-denitrification), a reduction which involves NH4
+ oxidizing 

bacteria [47]. This pathway is reported in many different microbial communities, including 

in NH4
+ oxidizing archaea that are now reported as being more active and abundant than 

previously thought [48]. 

In the case of laboratory experiments, the ATU inhibitor should preclude the N2O 

production by AAO, but it is apparent from the accumulation of N2O during ATU 

amended experiments that part of this N2O did not come from aerobic NH4
+ oxidizers 

(Figure 3). Our data suggests that N2O production does not exclusively occur via classical 

AAO. A mechanism like to nitrite-denitrification, an alternative biogeochemical pathway 

producing considerable quantities of N2O via nitrite reduction to N2O by aerobic ammonia 

oxidizers may be plausible; however these mechanisms have not fully been investigated 

and some new insight was provided by [23]. Coincidently, many algae, some bacteria, and 

even archaea possess NO2
- reductase [49]. This gene is well conserved and has been 

previously described as aiding the detoxification of NO2
- and NO [50]. This adds to the 

evidence opposing the formation of N2O by AAO. Furthermore, the addition of NH4
+ did 

not increase the N2O accumulation suggesting that AAO was not stimulated.  



 

55 

 

It is important to note that preliminary reports have revealed that green algae may 

be a previously unrecognized source of N2O. [21] found that axenic cultures of several 

green algae, including Chlorella spp., produced N2O when fertilized with NO2
-. This 

process was stimulated by glucose, but unaffected by the presence of acetylene and photo-

synthetically produced O2. Assuming the assimilative reduction of NO3
- and/or NO2

- is 

similar to dissimilative reduction of NO3
- (denitrification or nitrate-amonification), it is 

viable that during nutrient assimilation, this process leads to N2O production. Although 

algae and other micro-organisms tend to use NH4
+ in preference to NO3

-, which must be 

reduced before it can be assimilated [51], in the cases where there was a high availability 

of oxidized nutrient as NO3
- in the culture, the algae produced higher levels of N2O than 

those measured under NH4
+ and NO2

-. This indicates that the oxidation state of nitrogen 

nutrients may play a role in N2O release/production through an assimilative and 

autotrophic process. As studies indicate (for example [21], [23]), N2O production in 

cultures of microalgae may be mediated by the enzymes nitrate and nitrite reductase, and 

favored by assimilating oxidized N sources.  

4.4. N2O emission gap 

 Sustainability is a key principle in natural resource management, and it involves 

operational efficiency, minimization of environmental impact, and socio-economic 

considerations; all of which are interdependent. It has become increasingly obvious that 

continued reliance on fossil fuel energy resources is unsustainable, on account of both the 

continual depletion of global reserves, and to greenhouse gas emissions such as N2O [8] To 

add complexity, industrial aquaculture is one of the fastest growing economic sectors, 

constituting around 10% of the global food industry [52] and the pursuit of exploitation 

and utilization of coastal marine waters is growing. Aquaculture is perceived as a possible 
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solution to increase global food supply and to avoid the “Malthusian paradigm” that 

humanity could be faced with in coming years [53]. 

 The effect of microalgal aquaculture on the climate is uncertain [8]. More 

investigation is required in order to quantify the climatic effects of aquaculture production. 

Greenhouse gas emissions should be considered, and these emissions are likely to depend 

on the type of algae under cultivation. In addition, other cultivated species, such as 

bivalves (Mytilus edulis), could have a far greater contribution to global warming [54] 

through the release of N2O. Furthermore, determining gas-aerosol interactions could 

substantially alter the relative importance of the current global warming potential [55]. [7]. 

Made a theoretical assessment of the global N2O emission from the aquaculture industry 

based on food production (farming of fish and shellfish), feces and waste, and concluded 

that the production of biogases such as N2O may become an important source of input into 

the atmosphere.  

Our results show that the growth of microalgae, including green algae, is associated 

with the production of N2O, but the responsible biogeochemical mechanisms for this 

production are not yet evident. Thus, biochemical and molecular studies on these issues 

deserve further attention. In particular, our data also reveal that large scale cultures of 

green microalgae (e.g. Nannochloris) could be a previously unrecognized source of N2O. 

These results should be viewed in light of current predictions of increasing aquaculture 

activity worldwide. At present, there is a great deal of global growth in microalgae 

cultivation due to the possibility that algal oils could be used for the production of 

biodiesel, which is considered to be a green energy source that sequesters atmospheric 

CO2. The potentially high biomass production of microalgae has been given a lot of 

attention by researchers, particularly due to the environmental advantages of biodiesel 

production. Global world production of dry algal biomass is estimated at approximately 
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10,000 tons per year, with about half of this taking place on mainland China under similar 

conditions as those reported in this study. The true radiative balance of CO2 and N2O 

should be determined, taking into account the species cultivated, the biochemical pathways 

and the nutrient conditions of the culture medium.   

5. Conclusions 

The net N2O accumulation in the open pond and the significant positive correlation 

between N2O and Chl-a in phase I, seem to indicate that some phototrophic pathway may 

trigger N2O accumulation. In the case of the laboratory culture, the accumulation of N2O 

during ATU amended experiments suggested that part of N2O did not come from NH4
+ 

oxidizers. Our data suggest that N2O production is not occurring exclusively via classical 

aerobic NH4
+ oxidation or via NO2

- (nitrite-denitrification), but other phototrophic 

biogeochemical pathways produce significant amounts of N2O, however thus far these 

mechanisms have been poorly studied. Global (natural and anthropogenic) N2O emissions 

are rapidly increasing and are expected to almost double by 2050 unless mitigation action 

will be accelerated. The utilization of algal biomass represents just one approach among 

many that will be required for meeting future energy, but an adequate evaluation of   

greenhouse gas emissions is needed. 
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Figure captions 

Figure 1. Temporal variability observed during culturing of Nannochloris sp of (a) salinity 

and temperature, (b) pH and oxygen, observed in the open pond. Bars represent ± 1 SE (n= 

3). 

Figure 2. Temporal variability during culturing of Nannochloris sp of (a) cell abundances 

(cell L-1) and chlorophyll-a (µg L-1). (b) nitrous oxide (nmol L-1) and nitrite + nitrate 

concentration (µmol L-1). 

Figure 3.a) Time course experiments of N2O cycling (accumulation in nmol L-1) ) for 

Nannochloris oculata cultured in a medium amended with ATU (NH4
+ oxidizing inhibitor) 

and with the addition of different nitrogen salt NO3
-, NO2

- and  NH4
+. b) Time course 

experiments of N2O cycling (accumulation) for Isochrysis galbana cultured in a medium 

amended with ATU and with the addition of different nitrogen salts NO3
-, NO2

- and NH4
+. 

Error bars indicate standard deviation for triplicate samples taken at each incubation time. 

http://dx.doi.org/10.1126/science.1138042
http://dx.doi.org/10.1073/pnas.0808228106
http://dx.doi.org/10.1126/science.1174760
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Figure 4. Daily accumulated N2O rates nmol d-1 cell-1 (scale multiplied by x106), 

normalized to cell abundance biomass estimated for each culture strain under the addition 

of different N-salts (enrichment at approximately 20% of the background) 

Figure 1a. 

 
Figure 1b 
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Figure 4

 
 

Table 1.T-test for N2O accumulation rate for different treatments in cultures of Isochrysis 

galbana from independent samples 

Treatment                  Mean         Mean       t-value   df        p            SD           SD 

                                 Group 1     Group 2                                      Group 1    Group 2 

Group1     Group 2 

 

NO3
-          NO2

- 

 

NO2
-          NH4

+ 

 

NO3
-          NH4

+ 

 

 

0.82 

 

0.72 

 

0.82 

 

 

 

 

0.72 

 

0.35 

 

0.35 

 

 

 

 

2.14 

 

6.8 

 

7.7 

 

 

 

 

4 

 

4 

 

4 

 

 

 

 

0,09 

 

0.002 

 

0.001 

 

 

 

 

0.062 

 

0.043 

 

0.062 

 

 

 

 

0.043 

 

0.082 

 

0.082 

 

 

 

Group 1 and 2 correspond to the comparison between treatments (NO3
-, NO2

-, NH4
+). The 

p value indicates that significant differences for treatments found NO3
- and NO2

- versus 

treatment of NH4
+. Note: variables were treated as independent samples 
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4.4. Variación en la concentración de N2O en cultivos monoclonales de 

microalgas marinas y su respuesta frente a la inhibición de la fotosíntesis. 

 

Experimento de adición de un inhibidor del fotosistema II en un cultivo de 

Micromonas pusilla y Nannochloris sp. 

 

Todos los experimentos de reciclaje de N2O fueron realizados bajo las mismas 

condiciones de luz, temperatura y medio de cultivo. No se realizaron modificaciones al 

medio de cultivo, sólo la adición de DCMU en el momento de iniciar el experimento.  La 

evolución temporal de N2O en un cultivo de Micromonas pusilla y Nannochloris sp. y su 

respuesta frente al inhibidor DCMU fue monitoreada cada 3 horas al igual que el 

experimento de adición de sales nitrogenadas. 

En el Anexo II se muestra los promedios de la concentración de N2O (nmol L-1) para 

Micromonas pusilla en a) horas luz y b) horas oscuridad tanto para las fracciones FT y FB, 

así como para el tratamiento de adición de DCMU (FT+DCMU) además del control MC. 

El MC presentó las menores concentraciones de N2O, mientras que el tratamiento 

FT+DCMU presentó concentraciones promedio de N2O 12.38 ± 1.2 nmol L-1 para horas 

luz y 11.27 ± 2.2  nmol L-1 en horas oscuridad, indicando que en ambos tratamientos 

existió producción significativa del gas comparado con MC (Tabla 7 a y b). Sin embargo la 

adición de DCMU no incrementó significativamente la producción N2O comparado con la 

fracción FT. En la Figura 11 se observa la concentración promedio de N2O para las 

fracciones FT, FB y el tratamiento FT+DCMU frente al control MC para horas luz a) y 

horas oscuridad b), el comportamiento de la producción del gas fue similar en ambas fases 

no observándose una diferenciación significativa (Tabla 7 c) en la producción del gas entre 

las fases de luz y oscuridad, por lo que no habría diferencias en el comportamiento de 

producción de N2O relacionado al ciclo día-noche. 

En el caso de Nannochloris sp. en el Anexo III se observan los promedios de la 

concentración de N2O (nmol L-1) a) horas luz y b) horas oscuridad tanto para las fracciones 

FT y FB, como para el tratamiento de adición de DCMU (FT+DCMU) frente a un control 

inerte MC. Para las horas luz, el comportamiento fue similar al de Micromonas pusilla, la 

concentración de N2O para el tratamiento FT+DCMU fue mayor que el control MC 

presentando un promedio de 6,74 ± 0.6 nmol L-1 de N2O para horas luz; esta concentración 
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fue menor que FT y similar a FB, esto refleja un moderado consumo de N2O por parte del 

tratamiento de adición de DCMU, lo que podría estar relacionado a un efecto del frasco 

matraz debido a que la inoculación con DCMU se realizó el mismo día del experimento. 

Un comportamiento completamente distinto ocurre en las horas de oscuridad, en donde el 

promedio de concentración de N2O para el tratamiento FT+DCMU fue de 33,5 ± 23nmol 

L-1, lo que implica que la adición de DCMU habría estimulado significativamente la 

producción N2O en horas oscuridad (Tabla 8 b) alcanzando un valor máximo de 73,75 

nmol L-1 de N2O. De esta forma también existe diferencias entre la adición de DCMU 

frente a los tratamientos FT y FB y esta diferencia estaría vinculado a un proceso 

metabólico que ocurre en ausencia de luz. En la Figura 12 se observa la concentración 

promedio de N2O para las fracciones FT, FB, el tratamiento FT+DCMU y el control MC, 

para horas luz a) y horas oscuridad b). El comportamiento de la producción del gas fue 

distinto en ambas fases, observándose una mayor producción del gas en la fases de 

oscuridad, existiendo diferencias significativas en el comportamiento del N2O entre las 

fases luz y oscuridad (Tabla 8 c), favoreciendo la producción de N2O al inhibir el flujo de 

electrones del fotosistema II y que este efecto se maximizaría en la fase de oscuridad. 
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Figura 12. Concentración de N2O (nmol L-1) en un cultivo de Micromonas pusilla para 

tratamientos de adición de DCMU en; a) horas luz, b) horas oscuridad. 
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Figura 13. Concentración de N2O (nmol L-1) en un cultivo de Nannochloris sp. para 

tratamientos de adición de DCMU en; a) horas luz, b) horas oscuridad. 
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 Una forma de comparar los resultados de producción del gas N2O entre las 

microalgas es a través de las tasas de producción, estas son una medida de producción de 

gas estandarizadas en el tiempo (nM h-1). En el Anexo IV se observan las tasas de 

producción de N2O estandarizadas por la biomasa (nmol cel-1h-1) en donde Micromonas 

pusilla presentó mayores tasas de producción comparas con Nannochloris sp. exceptuando 

el tratamiento de inhibición con DCMU donde la tasa de producción de N2O por parte de 

Nannochloris sp., fue significativamente más alta que Micromonas pusilla. 

 

5. DISCUSIÓN GENERAL. 

5.1.  Composición de los cultivos de fitoplancton fotosintético. 

 

Respecto a los análisis moleculares de la amplificación del gen amoA a través de 

PCR, estos muestran que el gen amoA de beta-proteobacteria amonio oxidante se encuentra 

potencialmente en los cultivos de Micromonas pusilla y de Nannochloris sp. ya que se 

lograron obtener amplificaciones del gen en cultivos de ambas microalgas para distintas 

temperaturas de annealing. En el caso del PCR de arqueas amonio oxidantes, no fue 

posible obtener la resolución de bandas debido a que los primers no amplificaron. En el 

caso de grupo de beta-proteobacteria amonio oxidantes la presencia del gen amoA sugiere 

que, si bien, aunque no se encontraron bacterias amonio oxidantes en los análisis de 

secuenciación en posible que el gen amoA, si se encuentre en los cultivos. Además, estos 

organismos podrían estar involucrados en la producción de N2O en los experimentos de 

adición de nutriente de NH4
+. 

Es importante mencionar que los resultados de secuenciación muestran los plástidos 

de Micromonas pusilla y Nannochloris sp., respectivamente y no de otros eucariontes, esto 

confirmaría el hecho de que el cultivo era monoclonal, pues sólo presentaba una microalga. 

Sin embargo, los cultivos no eran axénicos, ya que presentaron una gran cantidad de 

bacterias acompañantes. Respecto a la secuenciación de bacterias en los cultivos de 

microalgas, el árbol filogenético muestra que estos organismos corresponden 

principalmente alpha-proteobacterias (Sphingomonadales y Rhodobacterales) y beta-

proteobacterias (Burkholderiales) ninguna de las especies presentes en los análisis de 

DGGE presentarían el gen amoA. Sin embargo, esto no implica que este gen no se 
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encuentre potencialmente en los cultivos. Como se discutió para el análisis de PCR, este 

gen podría estar presente en ambos cultivos. Un análisis de DGGE exclusivo para el gen 

amoA podría indicar con seguridad si existen bacterias que sean capaces de realizar 

oxidación aerobia del amonio. 

De acuerdo a los resultados de análisis del gen 16S rRNA a través de DGGE, para el 

cultivo de Micromonas pusilla, la principal característica en común que presentan estos 

organismos es que son quimio heterótrofos, el análisis indicó que el género Sphingomonas 

y Phaeobacter contienen genes que participan en la producción de N2O a través del gen 

Nor (óxido nítrico reductasa), en las subunidades B y C, un representante de 

Sphingomonas es la especie Sphingomonas hunanensis la cual ha sido aislada del suelo de 

bosques no salinos (Chen et al., 2010), el representante del género Phaeobacter encontrado 

en el cultivo es Phaeobacter gallaeciensis, es un representante del abundante clado marino 

Roseobacter, cuya principal característica es ser un efectivo colonizador de superficies 

marinas tanto bióticas como abióticas (Thole et al., 2012). 

El género Limnobacter pertenece al grupo de beta-proteobacterias, las cuales son 

bacterias heterótrofas, utilizan como fuente de energía ácidos carboxílicos y aminoácidos 

(Spring et al., 2001; Lu et al., 2011). La principal característica de Limnobacter es la 

capacidad de oxidar tiosulfato (S2O3
2-) a sulfato (SO4

2-) (Spring et al., 2001). El género 

Limnobacter podría desempeñar un importante papel en el ciclo biogeoquímico del azufre, 

este género no se ha vinculado a la producción o consumo de gases de nitrógeno.  

Algunos representantes del género Paracoccus son capaces de crecer 

anaeróbicamente y utilizar NO3
- como aceptor de electrones (Harker et al., 1998), como 

por ejemplo Paracoccus denitrificans el cual presenta la enzima norB y norC. También 

existen representantes de este género, como por ejemplo Paracoccus marcusii que es 

quimio- heterótrofo, y presenta un metabolismo estrictamente aerobio.  

Los resultados de secuenciación para el cultivo de Nannochloris sp. indicaron que al 

igual que Micromonas pusilla, este tampoco era axénico ya que contenía una gran cantidad 

de bacterias acompañantes incluido el género Tropicibacter  que al igual que las 

microalgas presenta un tipo de clorofila y por lo tanto la capacidad de realizar fotosíntesis.  

De acuerdo a los resultados de secuenciación, el cultivo de Nannochloris sp. y 

Micromonas pusilla presentan solo un género en común: Limnobacter. Respecto a los 
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demás géneros de bacterias que acompañaban el cultivo de Nannochloris sp.; Roseovarius 

pertenece a la clase alpha-proteobacterias y al grupo de los fototrofos aeróbicos 

anoxigénicos, representando a bacterias foto-heterótrofas que requieren oxígeno para su 

crecimiento y para la síntesis bacterio-clorofila (BChl-a) (Beja et al., 2002). Este género 

junto a otros grupos de bacteriopláncton fotosintético pueden jugar un importante rol en la 

productividad del bacteriopláncton y en los ciclos biogeoquímicos de la superficie del 

océano (Jeanthon et al., 2011). 

En el cultivo de Nannochloris sp. también es posible identificar al género 

Tropicibacter, el cual fue descrito junto a la especie Tropicibacter naphthalenivorans, son 

organismos aislados de aguas marinas, presentan la enzima oxigenasa y la capacidad de 

reducir NO3
- a NO2

- (Harwati et al., 2009), aunque los estudios de Lucena et al (2012) 

difieren respecto a la capacidad de Tropicibacter sp. de reducir el NO3
-.  

En el caso del género Sagittula presenta la enzima catalasa y oxigenasa pero no es 

capaz de reducir NO3
- y su crecimiento es óptimo en presencia de NH4

+ como recurso de 

nitrógeno (González et al., 1997). 

 

5.2.  Ciclaje de N2O en cultivo de Micromonas pusilla. 

 

En el cultivo de Micromonas pusilla existió producción del gas N2O en ambas 

fracciones: FT y FB. La fracción FT, que incluía a la microalga como a la comunidad 

bacteriana acompañante, presentó las mayores concentraciones de N2O tanto para la fase 

luz como para la fase oscuridad. En horas luz el tratamiento FT+NH4
+ con adición de NH4

+ 

fue el que presentó un aumento en la concentración del gas, esto posiblemente relacionado 

con una producción por parte de las bacterias amonio oxidantes que se encontraban en el 

cultivo. 

En el caso de la fase de oscuridad, la concentración de N2O también fue mayor en la 

fracción FT comparada con la fracción FB. Además, los promedios de los tratamientos 

FT+NO3
- y FT+NH4

+, fueron siempre mayores que la fracción FB. Por otro lado, la 

producción del gas se vio levemente favorecida con la adición de NH4
+, este aumento de 

producción de gas con NH4
+ podría estar relacionado a las bacterias amonio oxidantes, 

mientras que  la adición de NO3
- podría estar relacionado a un proceso de asimilación de 
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nutrientes por parte de Micromonas pusilla, ya que la asimilación de NO3
- puede ocurrir en 

fase de luz como de oscuridad (Ulrich, 1983). Este proceso podría ser mediado por la 

enzima NiR (nitrito reductasa) de una forma similar a la formación de N2O por 

desnitrificación bacteriana, como lo sugieren trabajos como el de Guieysse et al. 2013. Por 

otra parte Micromonas pusilla posiblemente tenga una preferencia por el NH4
+ ya que es 

capaz de asimilar distintas fuentes de nitrógeno combinado (como NH4
+ y urea) (Cochlan 

et al., 1991), por lo que el NH4
+ podría estar siendo utilizado tanto por bacterias amonio 

oxidantes como por Micromonas pusilla. De esta forma, la producción de gas podría haber 

sido potencialmente mayor sin la presencia de la microalga.  

Por lo tanto, existe una producción de N2O tanto para las fracciones FT como FB y 

todos los tratamientos de adición de sales nitrogenadas, la producción en la fracción FB 

posiblemente esté relacionado con las bacterias amonio oxidantes mientras que la mayor 

producción en FT estaría relacionada con la microalga Micromonas pusilla y las bacterias 

nitrificantes. Las concentraciones de N2O para los tratamientos de sales nitrogenadas 

aunque presentan concentraciones de gas mayores que el control MC siguen siendo 

menores o semejantes que la fracción FT; esto se debe posiblemente al tiempo de 

aclimatación de la microalga, la cual estuvo restringida de una fuente de nitrógeno 

combinado, lo que podría llevar a la microalga a utilizar las fuentes de nitrógeno más 

eficientemente sin ningún tipo de subproducto como N2O. 

 

5.3. Ciclaje de N2O en cultivo de Nannochloris sp. 

 

En el caso de Nannochloris sp. en la fase de luz; la concentración de N2O en la 

fracción FT fue mayor que en la fracción FB y que en los tratamientos de adición de sales 

nitrogenadas. La producción de N2O por la fracción FB se debe posiblemente a la 

presencia de bacterias amonio oxidantes, mientras que la mayor producción de gas en la 

fracción FT estaría relacionada con la microalga Nannochloris sp. y las bacterias 

nitrificantes. Los tratamientos con sales de nitrógeno no presentaron una producción de 

N2O significativamente mayor que la fracción FT. Respecto a la fase de oscuridad; la 

concentración promedio de N2O para las fracciones FT y FB tuvo un comportamiento 

similar a las horas luz, al igual que los tratamientos de adición de sales de nitrógeno, no 

presentando una producción significativa del gas. Esto podría deberse, al igual que 
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Micromonas pusilla, a la aclimatación previa del experimento en donde la microalgas 

estuvieron restringidas en suministro de nitrógeno combinado por lo que la condición 

celular podría no haber sido la óptima.  

Nuestros resultados indican que sí existe producción de N2O en cultivos de 

microalgas tanto de Micromonas pusilla como de Nannochloris sp. lo que concuerda con el 

estudio de Escares et al., (2015, enviado), quienes encontraron altas tasas de producción de 

N2O en piletas de cultivo masivo de microalgas. Además, esta producción de gas en la 

fracción FB podría estar vinculada a la presencia de bacterias amonio oxidantes y no a 

bacterias desnitrificantes como concluyen algunos trabajos como por ejemplo Fagerstone 

et al. (2011). Además, la producción del gas N2O en la fracción FT estaría relacionada con 

los organismos eucariontes fotosintéticos aunque esta producción del gas no se vio 

estimulada con la adición de sales de nitrógeno, ya que no fue significativamente mayor si 

la comparamos con las fracciones FT y FB. En relación a las horas de luz y oscuridad no se 

observaron diferencias asociadas entre ambas fases, esto difiere de los estudios de 

Weathers (1984) que indican producción de N2O durante la asimilación de especies 

nitrogenadas oxidadas como el NO3
- y el NO2

-  y en fase de oscuridad. 

 

5.4.  Respuesta a la inhibición del Fotosistema II: relación entre la 

inhibición de la fotosíntesis, la asimilación de nitrógeno y la producción de 

N2O. 

 

Respecto a la inhibición del fotosistema II, en el caso de Micromonas pusilla en la 

fase de luz; el tratamiento con el inhibidor DCMU presentó un incremento 3 veces mayor 

de concentración de N2O en comparación con el control MC y con la fracción FB, 

presentando un leve aumento de concentración comparado con la fracción FT esto fue así 

tanto para horas luz como para horas de oscuridad, lo que indica que la inhibición del flujo 

de electrones de la fotosíntesis provocaría un aumento en la concentración del gas 

invernadero en el cultivo de la microalga.  

En el caso de Nannochloris sp. en horas luz; la concentración de N2O para el 

tratamiento de inhibición del fotosistema II (FT+DCMU) fue levemente menor que la 

fracción FT, pero significativamente mayor que el control MC, esto podría deberse a una 



 

79 

 

repuesta más lenta de producción del gas por parte de la microalga Nannochloris sp. a la 

inoculación con DCMU. Un comportamiento distinto se registró en horas de oscuridad en 

donde la concentración de N2O se elevó a un promedio de 33.5 nmol L-1. Estos resultados 

concuerdan con los de Sakihama et al. (2002). Esto sugiere que el N2O como el NO 

podrían ser subproductos en el proceso de asimilación de nutrientes durante la fotosíntesis, 

y que las microalgas podrían tener la capacidad de producir gases de nitrógeno como NO y 

N2O a través de la enzima NiR (nitrito reductasa) en el proceso de asimilación de NO2
- y en 

condiciones de oscuridad o de inhibición del transporte de electrones del fotosistema II. 

 Las mayores concentraciones de N2O se relacionaron con los tratamientos en donde 

se adhirió DCMU. Ambas microalgas presentaron aumentos en la concentración de N2O en 

la fase oscuridad y cuando el flujo de electrones de la fotosíntesis fue inhibido. Esto es 

consistente con los resultados de producción de N2O para microalgas clorófitas de distintos 

géneros, tal es el caso el estudio de Weathers et al. (1984), en donde se registró producción 

de N2O en la microalga Chlollera vulgaris. Esta producción estuvo asociada a la presencia 

de glucosa y al proceso de foto-respiración.  

Por otra parte, Guieysse et al. (2014) demostró que existe producción de N2O en 

cultivos de Chlorella vulgaris y que esta producción se incrementa en condiciones que 

favorecen a la acumulación de NO2
- y que disminuye cuando la enzima NR es inhibida. 

Otros estudios realizados en organismos fotosintéticos terrestres, específicamente en 

hojas de trigo, demuestran que existe producción de N2O a través de la foto-asimilación de 

NO2
- relacionado con la actividad de la enzima NiR (Smart & Bloom, 2001). Esta 

evidencia de producción de gases de nitrógeno como NO y N2O, tanto en plantas terrestres 

como en microalgas marinas, sustentan nuestros resultados concordando en que sí existe 

relación en la producción de N2O por parte de microalgas marinas, al menos del grupo de 

las clorófitas.  

La asimilación de nitrógeno está directamente relacionada a las tasas de fotosíntesis 

y la fijación de dióxido de carbono (Payne, 1973) debido a la necesidad de compuestos de 

carbono, sintetizados en la fotosíntesis, que son utilizados en la incorporación de NH4
+ 

(Taiz & Zeiger, 2010). Además, la asimilación de nitrógeno inorgánico luego de un déficit 

de este, tiene un profundo efecto sobre la respiración y el metabolismo de la fotosíntesis 

aumentando la tasa de respiración de CO2, esto implica un aumento substancial de la tasa 

de consumo de O2 durante la fotosíntesis (Turpin et al., 1988)  



 

80 

 

Una ruta putativa que explique la producción de N2O a través de un proceso 

relacionado con la fotosíntesis y la asimilación de nutrientes nitrogenados, estaría 

vinculado a la reducción intracelular de NO3
-, la asimilación de NO3

- se lleva a cabo en el 

citoplasma y es mediada por la enzima NR, esta reducción depende de la disponibilidad de 

NADPH, en cambio, la reducción de NO2
- es mediada por la enzima NiR, la cual es 

dependiente de ferredoxina reducida (Reacción 5); que a su vez deriva del transporte de 

electrones de la fotosíntesis, específicamente como aceptor final del fotosistema I, 

reduciendo el NADP a NADPH. Por lo tanto, al estar el fotosistema II y el fotosistema I 

íntimamente relacionados, la inhibición del flujo de electrones en el fotosistema II por el 

DCMU repercute directamente en la inhibición del fotosistema I, lo que afectaría la 

disponibilidad de ferredoxina para la asimilación de NO2. (Figura 13). Esta acumulación de 

NO2
- intracelular, es potencialmente tóxico para la célula (Taiz & Zeiger, 2010) por lo que 

debe ser rápidamente eliminado a través de mecanismos de detoxificación. Una alternativa 

a esto, es la producción de óxidos de nitrógeno como NO y N2O (Figura 14). 

Respecto a las tasas de producción de N2O (nmol h-1), estas se estimaron para poder 

comparar diferencias de producción de gas entre las microalgas en función de su biomasa 

(nmol cel-1 h-1). El problema con esta estandarización es que se pierde la señal de cada 

tiempo, esto es importante ya que la producción de gas varió entre el ciclo día y noche y 

también dentro de estas faces, esta variabilidad no es apreciable cuando los datos se 

estandarizan en tasas. Las concentraciones de N2O no aumentaron ni disminuyeron de 

manera paulatina en el tiempo o con algún marcado patrón en las horas de luz y oscuridad. 

Para fines de este estudio, las tasas no fueron comparadas estadísticamente, en cambio, se 

evaluó el comportamiento del gas en función de su concentración en cada periodo (luz/ 

oscuridad). En el Anexo IV se observan las tasas de producción de N2O estandarizadas por 

la biomasa (nmol cel-1h-1) en donde Micromonas pusilla presentó mayores tasas de 

producción comparas con Nannochloris sp. exceptuando el tratamiento de inhibición con 

DCMU donde la tasa de producción de N2O por parte de Nannochloris sp. fue casi un 

orden de magnitud mayor que Micromonas pusilla. Referente a las tasas negativas esto 

estaría relacionado con la variabilidad de concentraciones en el tiempo, las cuales no 

presentaron un comportamiento lineal, por lo que estos valores de consumo no son 

necesariamente representativos del comportamiento del gas en los cultivos. 

Los resultados indican que organismos que forman parte del picopláncton 

fotosintético marino podrían estar implicados en la producción del gas invernadero N2O, 
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dichos organismos son importantes componentes de la comunidad planctónica inclusive en 

zonas de surgencia del Pacífico Sur-Oriental (Collado-Fabri et al., 2011). Estos 

microorganismos juntos con otras microalgas clorófitas podrían tener un importante rol en 

el ciclo del nitrógeno y presentar una ruta alternativa de producción del gas invernadero 

N2O. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Modelo del acoplamiento de los fotosistemas I y II a través del flujo de 

electrones con la reducción del NO2
- por la enzima NiR (nitrito reductasa), vía ferredoxina 

(Basado Turpin et al., 1988; Taiz & Zeiger, 2010). Los pigmentos P680 y P700 captan los 

fotones de los fotosistema I y II y son los responsables del flujo electrones a través de la 

cadena trasportadora de electrones. Un producto intermediario es la ferredoxina, que es 

utilizado por la enzima NiR para la posterior reducción de NO2
- a NH4

+. 
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Figura 15. Modelo de la potencial vía de formación N2O: el bloqueo del flujo de electrones 

impide la reducción del NO2
-por la enzima NiR (nitrito reductasa) a NH4

+. NR corresponde 

a la enzima nitrato reductasa la que podría estar implicada en la producción de gases de 

nitrógeno como N2O. (Basado Guieysse et al., 2014 Taiz & Zeiger, 2010). 
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6. CONCLUSIONES. 

 

El comportamiento de ambas microalgas parece ser diferente en cuanto a la 

producción de N2O, respecto a los tratamientos, como en su ciclo día-noche. En 

donde Micromonas pusilla presentó mayores concentraciones de N2O que 

Nannochloris sp. tanto en horas luz como en horas oscuridad  

 

Referente a los tratamientos con DCMU, este provoca un aumento en las 

concentraciones de N2O en ambas microalgas maximizándose en Nannochloris sp. 

la cual presentó mayor producción de gas en horas de oscuridad. 

 

Las bacterias amonio oxidantes podrían ser las responsables de parte de  la 

producción de N2O en los cultivos de ambas microalgas marinas, esto se vio 

reflejado en la fracción FB que solo incluía a bacterias y que presentó mayores 

concentraciones de N2O comparados con el control (MC). 

 

Nuestros resultados indican que es altamente probable que exista un rol por parte 

de los organismos fotosintéticos en el ciclaje del N2O, tanto para los cultivos de 

Micromonas pusilla como de Nannochloris sp. y que esta producción podría estar 

relacionado con la asimilación de compuestos nitrogenados oxidados como NO3
- y 

NO2
-. 

 

Las microalgas Micromonas pusilla y Nannochloris sp. parecen reaccionar a la 

inhibición del fotosistema II aumentando la concentración de N2O en los cultivos 

estudiados, por lo que la producción de gas podría estar vinculada a un proceso 

fotosintético. 
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7. ANEXOS 

7.1.  ANEXO I. Bacterias acompañantes de los cultivos de microalgas a 

través de Citometría de Flujo 

 

Figuras; A) abundancia celular obtenidos a través de citometría de flujo para Micromonas 

pusilla y B) Nannochloris sp. 

 

A) 

B) 



 

85 

 

 

Tiempo (dias)

0 5 10 15 20 25

1
0
3
  
P

ic
o

p
lá

n
ct

o
n
 (

c
e
ll
/m

L
)

0

1000

2000

3000

4000

1
0
3
 B

a
c
te

ri
a
s 

(c
e
ll
/m

L
)

0

5e+3

1e+4

2e+4

2e+4

3e+4

3e+4

Nannochloris sp.

Bacterias acompañantes

 

Tiempo (dias)

0 5 10 15 20 25 30

1
0
3
  
P

ic
o

p
lá

n
ct

o
n
 (

c
e
ll
/m

L
)

0

1000

2000

3000

4000

1
0
3
 B

a
c
te

ri
a
s 

(c
e
ll
/m

L
)

0,0

2,0e+4

4,0e+4

6,0e+4

8,0e+4

1,0e+5

1,2e+5

1,4e+5

Micromonas pusilla

bacterias acompañantes

 

Figuras Crecimiento en el tiempo de las poblaciones de microalgas versus la población de 

bacterias acompañantes (B.A) para cultivos de: C) Micromonas pusilla y D) Nannochloris 

sp. 

C) 
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7.2.  ANEXO II: Bandas obtenidas a través de DGGE para los cultivos 

de: A) Micromonas pusilla y B) Nannochloris sp. 

 

 

 

 

 

B A 
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7.3. ANEXO III: concentración de N2O (nmol L-1) en cultivo de 

Micromonas pusilla. 

a) Horas luz  

Variables        N válidos       media         Desv. Est     Máximo       Mínimo  

CM 12 7.16 0.89 8.27 5.00 

FT 11 11.64 1.76 13.65 8.94 

FB 12 8.493 1.59 10.95 6.41 

FT+NO3
- 11 9.193 1.22 11.49 7.38 

FT+NH4
+ 11 11.21 1.59 12.89 7.85 

FT+DCMU 8 12.38 1.20 13.19 9.61 

b) Horas oscuridad 

 

Variables      N válidos         media         Desv. Est      Máximo      Mínimo  

CM 11 6.99 0.60 7.91 5.67 

FT 12 11.35 1.65 13.92 8.48 

FB 12 8.019 1.14 10.07 5.76 

FT+NO3
- 12 10.03 2.091 12.83 7.53 

FT+NH4
+ 12 10.35 1.61 13.09 7.74 

FT+DCMU 11 11.28 2.26 13.97 8.45 
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7.4.  ANEXO IV: concentración de N2O (nmol L-1) en cultivo de 

Nannochloris sp. 

a) Horas luz. 

 

Variables         N válidos       media        Desv. Est        Máximo     Mínimo  

CM 10 4.69 0.48 5.44 4.08 

FT 11 7.29 0.44 7.97 6.70 

FB 11 6.93 0.44 7.61 6.22 

FT+NO3
- 12 6.52 0.43 7.13 5.55 

FT+NH4
+ 12 6.37 1.34 7.62 2.43 

FT+DCMU 10 6.74 0.68 7.32 5.41 

 

b) Horas oscuridad. 

Variables       N válidos         media        Desv. Est     Máximo      Mínimo  

CM 11 4.60 0.73 5.55 3.28 

FT 11 6.59 1.35 8.15 4.03 

FB 12 6.81 0.29 7.28 6.38 

FT+NO3
- 12 6.33 1.30 7.45 3.013 

FT+NH4
+ 12 6.28 1.03 7.35 3.71 

FT+DCMU 11 33.51 23.06 73.75 4.99 
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7.5.  ANEXO V: Data normalizada por biomasa para cultivos de 

Micromonas pusilla y Nannochloris sp.  

 

 Comparación producción N2O data normalizada entre Micromonas pusilla y Nannochloris 

sp. a) Horas luz, b) horas oscuridad 

a) Horas luz 

b) Horas oscuridad  
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