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GLOSARIO 

Ácidos grasos poliinsaturados (PUFA): por sus siglas en inglés (Poly 

Unsaturated Fatty Acids) son ácidos grasos que poseen más de un doble enlace 

entre sus carbonos, entre los más importantes están los de cadenas larga (serie ω 

-6 y serie ω -3) algunos son esenciales para el metabolismo de ciertas moléculas 

importantes, por ejemplo el colesterol total. 

ADN: El ácido desoxirribonucleico, es un ácido nucleico que contiene la 

información genética empleada para el desarrollo y funcionamiento de todos los 

organismos vivos y algunos virus. Es responsable de la transmisión hereditaria. 

Alelopatía: Fenómeno biológico por el cual un organismo produce uno o 

más compuestos químicos que influyen en el crecimiento, supervivencia o 

reproducción de otros organismos. 

Cíngulo (o cingulum): Surco transversal en las células de los 

dinoflagelados que rodea toda la célula y que aloja al flagelo transversal. 

Competencia: Es cuando la presencia simultánea de dos especies limita la 

cantidad de recursos disponibles para los individuos de ambas especies; uno de 

ellos puede terminar dominado al otro, al final ambas especies resultan afectados 

durante la interacción. 

Dinoflagelado: Propios del fílum Dinoflagellata son organismos del 

fitoplancton principalmente del ambiente marino de carácter cosmopolita, son 

protistas, y en su mayoría planctónicos, su locomoción en el agua es por la acción 

de dos flagelos desiguales que les proporciona un movimiento natatorio rotacional. 

Se caracterizan por ser fotosintéticos y de vida libre, otros son autotróficos y/o 

simbióticos con protozoos y animales marinos, algunos son depredadores, 

parásitos, heterotróficos y mixotróficos. 
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Electroforesis: Consiste en la separación de moléculas según la movilidad 

de estas en un campo eléctrico a través de una matriz porosa. 

Especies reactivas de oxígeno: Compuestos denominados (ROS) por sus 

siglas en inglés (reactive oxygen species) que incluyen iones de oxígeno, radicales 

libres y peróxidos tanto inorgánicos como orgánicos. Son generalmente moléculas 

muy pequeñas altamente reactivas debido a la presencia de una capa de 

electrones libres. 

Flagelo: Apéndice móvil con forma de látigo, presente en muchos 

organismos unicelulares y en algunas células reproductivas de organismos 

pluricelulares. En eucariotas la proteína activa es la tubulina y en procariotas es la 

flagelina. 

Gel de agarosa: Se utiliza para separar fragmentos de ADN de acuerdo a 

su tamaño. Forman una especie de red con agujeros de tamaños diferentes, por la 

cual obligamos a pasar los fragmentos de ADN, atrayéndolos a través de una 

corriente eléctrica, hacia el polo positivo, ya que la carga de una molécula de ADN 

es negativa por la presencia de grupos fosfato (PO4
-).  

Hemolisinas: Proteínas y lípidos que causan la lisis de eritrocitos al dañar 

su membrana celular. 

Interacciones bióticas: Forma en la que las especies se relacionan entre 

dos o más organismos imponiendo presiones selectivas mutuas. 

Lisis celular: Rompimiento de la membrana celular; provocado por daños 

estructurales que se desencadenan por estrés fisiológico como por ejemplo: por 

diferencias isotónicas en el citoplasma. 

Membrana celular: también denominada membrana plasmática 

(plasmalema). Estructura laminada formada por fosfolípidos, glicolípidos y 

proteínas que rodea, limita, da forma y contribuye a mantener el equilibrio entre el 

interior (medio intracelular) y el exterior (medio extracelular) de la célula. 
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Núcleo celular: Organelo membranoso que se encuentra en las células 

eucariotas. Contiene la mayor parte del material genético celular, organizado en 

múltiples moléculas lineales de ADN de gran longitud formando complejos con una 

gran variedad de proteínas como las histonas, para formar los cromosomas. 

Nucleótidos: Biomoléculas portadoras de la información genética; son 

biopolímeros de elevado peso molecular, formados por otras subunidades 

estructurales o monómeros. 

pH: Medida de acidez o basicidad de una disolución. El pH indica la 

concentración de iones hidronio [H3O
+] presentes en determinadas sustancias. 

Reacción en cadena de la polimerasa: (PCR) por sus siglas en inglés 

Polymerase Chain Reaction. Reacción que se encarga de copiar millones de 

veces una secuencia específica de ADN blanco mediante una catálisis llevada a 

cabo por una enzima conocida como ADN polimerasa, de tal manera que 

cantidades pequeñas de ADN pueden ser sintetizadas y copiadas fielmente para 

analizarse con diferentes fines. 

Sulcus: Surco longitudinal que aloja al flagelo longitudinal de los 

dinoflagelados. 

Toxina: Sustancia venenosa producida por células vivas u organismos, 

como animales, plantas, bacterias y otros organismos. 
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RESUMEN 

Los Florecimientos Algales Nocivos (FAN) son fenómenos naturales 
causados por especies de fitoplancton, estos pueden causar daños en la salud 
humana y en la vida marina. Uno de los aspectos de interés del estudio de estos 
eventos es el impacto ecológico y las interacciones bióticas entre estos 
organismos durante los FAN, las cuales son dinámicas y complejas ya que se dan 
en escalas cortas de espacio y tiempo. Se realizó la identificación molecular de 
una cepa de Cochlodinium polykrikoides y dos cepas de Gymnodinium impudicum 
mediante la amplificación de la región 28S de la LSU del ADNr. Posteriormente se 
estudiaron las interacciones bióticas como la competencia y alelopatía que 
promueven la dominancia de algunas especies de fitoplancton cuando coexisten 
en el ambiente natural. En condiciones de laboratorio se evaluó la competencia y 
el efecto alelopático de Cochlodinium polykrikoides (CPEPAZ-11) y dos cepas de 
Gymnodinium impudicum (GIBACO-1 y GIBACO-13) sobre Gymnodinium 
catenatum (G7). Para ello se realizaron cultivos mixtos con diferentes 
proporciones del número de células (1:1, 2:1 y 1:2). También se experimentó con 
células sin contacto celular, separados por una membrana de 10 µm. 
Adicionalmente los cultivos donde crecieron C. polykrikoides y G. impudicum se 
filtraron con membranas de 5 µm y el sobrenadante se agregó al cultivo de G. 
catenatum para evaluar los efectos de metabolitos extracelulares. En todos los 
casos se tomaron muestras de G. catenatum para observaciones al microscopio y 
conteos celulares. La alelopatía o competencia entre estas especies en algunos 
tratamientos inhibió el crecimiento de G. catenatum en un 50% y en ocasiones 
causó una mortalidad del 100% en 48 h. Los filtrados celulares de C. polykrikoides 
también disminuyeron el crecimiento de G. catenatum, provocaron cambios 
morfológicos y en algunos tratamientos hubo mortalidad del 100% en 24 h. En 
todos los casos los cambios morfológicos fueron: desprendimiento de la 
membrana, deformación de la célula, núcleo prominente, pérdida de flagelos y lisis 
celular. Estos resultados sugieren que en el ambiente natural C. polykrikoides y G. 
impudicum pueden inhibir el crecimiento de G. catenatum.  

 

Palabras clave: Cochlodinium polykrikoides, dinoflagelados, interacción 
biótica, florecimientos algales nocivos, Gymnodinium catenatum, Gymnodinium 
impudicum. 
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ABSTRACT  

Harmful Algal Blooms (HABs) are natural phenomena caused by phytoplankton 

species, which can cause damage to human health and marine life. One of the 

interests in studying these events is the ecological impact and the biotic 

interactions that occur between these organisms during HABs, which are dynamic 

and complex and occur in short scales of space and time. Molecular identification 

of a Cochlodinium polykrikoides strain, and two strains of Gymnodinium impudicum 

was done by the amplification of the 28S region of the ADNr LSU. Subsequently 

we studied biological interactions such as competition and allelopathy that promote 

the dominance of these phytoplankton species that coexist in the natural 

environment. The competition and allelopathic effect of Cochlodinium polykrikoides 

(CPEPAZ-11) and two strains of Gymnodinium impudicum (GIBACO-1 and 

GIBACO-13) where tested on Gymnodinium catenatum (G7) under laboratory 

conditions. For this, mixed cultures with different cell number ratios (1:1, 2:1, and 

1:2) were performed. Test were also performed with cells without cell contact, 

separated by a 10 μm membrane. Additionally cultures of C. polykrikoides and G. 

impudicum were filtered with 5 μm membranes and the supernatant was added to 

G. catenatum cultures to evaluate the effects of extracellular metabolites. In all 

cases samples of G. catenatum were taken for microscopic observations and cell 

counts. The allelopathy or competition between these species in some treatments 

inhibited the growth of G. catenatum by 50% and sometimes caused a 100 % 

mortality in 48 h. Cell filtrates of C. polykrikoides also decreased the growth of G. 

catenatum causing morphological changes and in some treatments a 100% 

mortality in 24 h. In all cases the morphological changes were: membrane 

detachment, cell deformation, prominent nucleus, loss of flagella and cell lysis. 

These results suggest that in the natural environment C. polykrikoides and G. 

impudicum can inhibit the growth of G. catenatum. 
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1. INTRODUCCIÓN 

Los florecimientos algales nocivos (FAN) son eventos naturales causados 

por diversas especies de fitoplancton: dinoflagelados, diatomeas, silicoflagelados, 

rafidofíceas y cianobacterias (Legrand et al., 2003; Granéli & Hansen, 2006; 

Tillmann et al., 2008b; Gárate-Lizárraga & Muñetón-Gómez, 2008; Gárate-

Lizárraga et al., 2011); así como especies macroscópicas (Lotze et al., 1999) que 

en condiciones ambientales favorables para su desarrollo se multiplican y se 

concentran en determinadas localidades, donde pueden causar alteraciones a la 

vida marina, repercutiendo en algunos casos en la salud humana y la economía 

del área afectada (Sunda et al., 2006).  

Estas proliferaciones generalmente provocan cambios en la coloración del 

agua de mar dependiendo de la especie que prolifere, la cual por ser 

generalmente fotosintética posee diversos pigmentos que proporcionan su color 

cuando la abundancia del organismo es elevada. Esta coloración ocurre en forma 

de “parches” o “manchas” en la superficie y suele tener pocos centímetros o 

metros de espesor esto depende del organismo que prolifere, aunque se pueden 

extender horizontalmente por cientos de kilómetros (Ochoa et al., 2003; Escalera 

et al., 2006; Gárate-Lizárraga & Muñetón-Gómez, 2008). 

Los FAN comúnmente se conocen como "Mareas Rojas", es en la década 

de los 90 cuando se acuña el término de FAN, que es la traducción al término en 

inglés Harmful Algae Bloom (HAB) término empleado para dominar el programa 

internacional de la COI, aprobado por el Panel Intergubernamental sobre 

Floraciones de Algas Nocivas (IPHAB) en junio de 1992 (Citado por Sar et al., 

2002). En las últimas décadas los FAN se han incrementado a nivel mundial en 

número, intensidad y distribución geográfica (Heisler et al., 2008). Se ha sugerido 

que el término más apropiado para describir el crecimiento masivo y distribución 

de una población de organismos fitoplanctónicos marinos, es el de “Proliferación 

Fitoplanctónica” o “Proliferación de Fitoplancton” (Ochoa et al., 2003). El término 

FAN, no es un término científico, sino un término operativo que es hoy día 
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ampliamente aceptado por la comunidad de científicos y por los gestores 

sanitarios y medioambientales (Sar et al., 2002). 

Los FAN ocurren en todo el mundo y son causados por diferentes factores, 

algunos escasamente conocidos, lo cual hace difícil predecir su ocurrencia o 

mitigar sus efectos. Los expertos consideran que temperaturas altas, en 

combinación con poco viento y baja precipitación son la causa inicial de algunos 

florecimientos. También se ha propuesto que algunos FAN pueden ser causados 

por el sobre-enriquecimiento de las aguas costeras por escurrimientos ricos en 

fertilizantes provenientes de zonas agrícolas, aguas de deshecho industrial y/o 

aguas tratadas de las ciudades, lo que ocasiona cambios en los cocientes de los 

compuestos nitrogenados y fosforados. Además los florecimientos se pueden 

formar al reducirse las poblaciones naturales de animales que consumen el 

plancton debido a productos tóxicos tales como los insecticidas y herbicidas. Los 

acontecimientos meteorológicos extremos tales como los huracanes, sequías e 

inundaciones también pueden indirectamente promover la formación de los FAN 

(Rey, 2008). 

Se ha sugerido que los factores que interactúan en el control de los FAN 

son muy heterogéneos y que existe una estrecha interacción entre los ciclos de 

vida de las especies involucradas, con el ambiente físico (temperatura y salinidad), 

químico (nutrientes) y biológico (competencia, alelopatía, depredación y/o 

pastoreo (Fierrier et al., 2002). 

Estos factores tienen efectos determinantes en la duración y recurrencia de 

los florecimientos (Garcés et al., 2001). La interacción es más complicada en 

especies que poseen ciclos de vida complejos por sus diferencias morfológicas y 

fisiológicas. También se ha reconocido que diferentes estadios del ciclo de vida de 

los dinoflagelados juegan un papel importante en el inicio, duración y término de 

los FAN (Montresor, 2001).  

Uno de los aspectos de interés, en el estudio de especies formadoras de 

FAN, está enfocado al impacto ecológico que pueden tener en la composición de 

la comunidad planctónica (Sellner et al., 2003). Se sabe que las interacciones 
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bióticas que se desarrollan entre especies fitoplanctónicas durante los FAN son 

dinámicas y complejas, ya que se dan en escalas cortas de espacio y tiempo 

(Franks, 1997; Donaghay & Osborn, 1997; Zingone & Wyatt, 2005; Labry et al., 

2008; Prince et al., 2008), las evidencias de las interacciones interespecíficas 

demuestra que tienen un papel importante en la estructura de la red alimenticia y 

en el desarrollo de los FAN (Verity & Smetacek, 1996; Smetacek, 2001; Tillmann, 

2004). El verdadero enigma con respecto a la dinámica de los florecimientos 

algales está relacionada con factores que determinan que especie florecerá y 

persistirá en un FAN, lo que ocasiona que a menudo estén dominados por una 

sola especie (Tillmann et al., 2008). Para explicar la aparición y persistencia de un 

FAN monoespecífico, las estrategias experimentales actuales se centran en las 

características fisiológicas y ecológicas de cada una de las especies formadoras 

de FAN (Smayda & Reynolds, 2001, 2003). 

Es muy escasa la información sobre las interacciones bióticas entre 

especies formadoras de FAN en las costas mexicanas, es por ello que nuestro 

interés fue determinar el efecto de C. polykrikoides y G. impudicum sobre el 

crecimiento de G. catenatum, ya que las tres especies pueden coexistir en el 

ambiente.  

 

2. ANTECEDENTES 

Baja California Sur es un estado en el noroeste de México que cuenta con 

aproximadamente 2,705 km de litoral en su parte oriental y occidental, los cuales 

reciben la influencia de diferentes corrientes marinas, que enriquecen la gran 

diversidad de microalgas planctónicas. La primera descripción de una marea roja 

se encuentra en la Biblia; en el Éxodo 7:20 a 7:21 que dice: “Y toda el agua que 

estaba en el Nilo se convirtió en sangre. Y los peces que estaban en el Nilo 

murieron, y el Nilo se tornó contaminado, tal que los egipcios no podían beber el 

agua del Nilo” (Suárez-Isla & Guzmán-Méndez, 2012). El grupo de los 

dinoflagelados ha sido uno de los más estudiados en esta región, logrando 

documentarse la presencia de un mayor número de especies. La frecuencia de los 
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florecimientos algales en la última década ha aumentado particularmente en las 

aguas de la porción sur de la península de Baja California incluyendo la Bahía de 

La Paz (Gárate-Lizárraga et al., 2001, 2006a, 2008).  

Entre los dinoflagelados tecados recientemente registrados en la Bahía de 

La Paz se encuentran: Amphidoma caudata, Centrodinium pulchrum, Ceratium 

dens, C. petersi, C. schroterii, Ceratocorys gourretii, Citharistes regius, 

Corythodinium constrictum, C. diploconus, Dinophysis explusa, D. miles, D. 

odiosa, Heterodinium murrayi, Histioneis biremis, H. costata, H. pieltain y 

Metaphalacroma skiogsbergii. De los dinoflagelados desnudos se ha encontrado 

a: Amphidinium acutissimus, A. sphenoides, Asterodinium gracile, Brachidinium 

capatitum, Cochlodinium fulvescens, C. polykrikoides, C. helix, Gyrodinium 

dominans, G. falcatum, G. fissoides, G. fusiforme, G. spirale, G. submarinum, 

Erythropsidinium agile, Katodinium glaucum, Polykrikos schwartzii, P. hartmannii, 

P. kofoidii, Spatulodinium peseudeonoctiluca, Torodinium robustum, Warnowia 

polyphemus, W. purpura y W. violescens (Gárate-Lizárraga et al., 2010). 

En esta bahía, los FAN más comunes son causados por el ciliado 

Myrionecta rubra (Lohmann) Jankowski (Ochoa et al., 1997; Gárate-Lizárraga et 

al., 2001, 2004). Sin embargo, también se han presentado florecimientos de 

diversas especies de dinoflagelados como Prorocentrum rhathymun, Noctiluca 

scintillans, Gonyaulax polygramma, Scrippsiella trochoidea (Gárate-Lizárraga & 

Martínez-López, 1997; Gárate-Lizárraga et al., 2001, 2006a) y Cochlodinium 

polykrikoides (Gárate-Lizárraga et al., 2000, 2004; Núñez-Vázquez et al., 2003). 

La mayoría de estos eventos han tenido consecuencias inocuas, no obstante, en 

los últimos años existen varios reportes del dinoflagelado Gymnodinium 

catenatum, tanto en la Bahía de La Paz como en otras regiones del Pacífico 

mexicano (Barraza-Guardado et al., 2004; Cortés-Altamirano et al., 2006; Gárate-

Lizárraga & Muñetón-Gómez, 2008; Hernández-Sandoval et al., 2009; Band-

Schmidt et al., 2010). 

Gymnodinium catenatum, fue recolectado y descrito por primera vez en el 

Golfo de California en 1939 (Graham, 1943), este dinoflagelado es la única 
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especie marina desnuda productora de toxinas paralizantes (Hallegraeff, 1993), 

estas toxinas pueden acumularse en moluscos bivalvos, caracoles, crustáceos y 

pulpos (Saldate-Castañeda et al., 1991; Núñez-Vázquez et al., 2008), así como en 

peces planctónicos filtradores (Reis-Costa et al., 2010). G. catenatum ha sido 

asociado con muertes masivas de fauna marina e intoxicaciones y decesos de 

humanos por consumo de mariscos en el Golfo de California (Mee et al., 1986), en 

las costas de Oaxaca (Saldate-Castañeda et al., 1991) y Baja California (Bustillos-

Guzmán et al., 2016). En la Bahía de La Paz se han registrado concentraciones de 

toxinas paralizantes en moluscos bivalvos por debajo de los límites permisibles de 

80 µg STXeq 100 g-1 especificados por la NOM-129-SSA-1995 (Hernández-

Sandoval et al., 2009). Esta especie puede ser depredada por otras especies de 

dinoflagelados. Se ha documentado que la rafidofícea Chattonella marina var. 

marina tiene un efecto alelopático sobre G. catenatum (Fernández-Herrera et al., 

2016) y que el dinoflagelado mixotrófico Takayama helix de la familia Kareniaceae 

es un eficiente depredador de G. catenatum y que sus toxinas no lo dañan (Jeong 

et al., 2016). 

Otro dinoflagelado desnudo que forma FAN en regiones tropicales, 

subtropicales y templadas es Cochlodinium polykrikoides Margalef (Gárate-

Lizárraga et al., 2004; Azanza et al., 2008; Kudela & Gobler, 2012; Gobler et al., 

2012). Este dinoflagelado a pesar de poseer una gran velocidad de natación es 

presa de varios dinoflagelados, T. helix es capaz de atraparla y alimentarse de 

ella, Polykrikos hartmannii inmoviliza a C. polykrikoides utilizando un mecanismo 

complejo de nematocistos-taeniocistos para posteriormente anclarse y engullir las 

células y el dinoflagelado mixotrófico Alexandrium pohangense también es un 

eficiente depredador de esta especie (Lee et al., 2015; Lim et al., 2015; Jeong et 

al., 2016). En la Bahía de La Paz, se reportó su presencia en varias ocasiones, en 

el año 2000 con una concentración de 360 a 7,050 cél mL-1 (Gárate-Lizárraga et 

al., 2004) y en el 2006 se encontró con una concentración menor, de 58.2 y 65.0 

cél mL-1 (Gárate-Lizárraga & Muñetón-Gómez, 2008). Nuevamente en el 2012 

ocurrió un florecimiento de esta especie con una densidad inicial de ~6,23 x 102 

cél mL-1 y en el 2015 se reportó un FAN donde la máxima abundancia de C. 
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polykrikoides osciló entre ~7,05 y 8,6 x 103 cél mL-1, disminuyendo la abundancia 

al finalizar el florecimiento a inicios de noviembre, a ~5 cél mL-1 (López-Cortés et 

al., 2014). También se han reportado florecimientos de esta especie en la Bahía 

de Manzanillo con una abundancia de 3,258 cél mL-1 (Morales-Blake et al., 2001).  

Cochlodinium polykrikoides se considera como una especie nociva que es 

citotóxica (Kim et al., 1999b, 2002), neurotóxica y causa hemolisis. La nocividad 

de esta especie se ha asociado a cadenas largas de ácidos grasos poliinsaturados 

libres (18:5 n3, 22:6 n3) (Kim et al., 2001; Dorantes-Aranda et al., 2009, 2010), así 

como a sustancias reactivas de oxígeno (ROS) (Kim et al., 1999b). Los 

compuestos responsables de su nocividad no han sido completamente 

confirmados, sin embargo, ésta varía entre cepas y se desconocen sus posibles 

efectos en el humano (Kudela & Gobler, 2012).  

Cochlodinium fulvescens recientemente se describió como nueva especie 

(Iwataki et al., 2007), es un dinoflagelado formador de FAN que se ha reportado en 

Japón, Sumatra e Indonesia (Curtiss et al., 2008; Iwataki et al., 2008; Kudela & 

Gobler, 2012; Munir et al., 2012). En México se ha reportado en el sur del Golfo de 

California (Morquecho-Escamilla & Alonso-Rodríguez, 2008; Gárate-Lizárraga et 

al., 2009a), registrándose por primera vez en Bahía de La Paz, B. C. S. durante un 

florecimiento en junio 2008 (Gárate-Lizárraga et al., 2009a), con densidades 

máximas de 4 a 66 x 103 cél L-1. En diciembre del 2012, en enero a abril de 2013 

se reportó una mayor abundancia, alcanzando densidades de 27,8 a 45,8 x 103 cél 

L-1 (Gárate-Lizárraga, 2014). En la Bahía de Mazatlán también existen reportes de 

esta especie con abundancias de 380 a 490 x 103 cél L-1 (Morquecho-Escamilla & 

Alonso-Rodríguez, 2008). 

Gymnodinium impudicum es un dinoflagelado desnudo que se encuentra en 

el Golfo de California, es considerado como una especie nociva debido a que sus 

FAN se han asociado a una disminución del oxígeno disuelto y del pH en el 

ambiente donde proliferan (Sar et al., 2002). Los FAN de G. impudicum han sido 

asociados con la muerte de peces, ya que segrega substancias mucilaginosas que 

tornan viscosa el agua de mar y afectan al sistema de filtración/branquial de los 
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organismos, también puede ocasionar acumulación de espuma en la playa, 

además, por su elevada biomasa compiten por los nutrientes y disminuyen la 

penetración de luz, afectando negativamente a los productores primarios 

bentónicos (Sar et al., 2002). Al morir las células liberan niveles importantes de 

amonio y abaten el oxígeno en el fondo marino (Sar et al., 2002). En México se 

han documentado pérdidas asociadas a esta especie en la industria del camarón 

en Sinaloa (Alonso-Rodríguez & Páez-Osuna, 2003); en peces confinados en 

jaulas y peces silvestres en B. C. y B. C. S. (Gárate-Lizárraga et al., 2004, 2007; 

Guluarte-Castro & Bañuelos, 2007; López-Cortés et al., 2005). 

Se ha reportado que Gymnodinium catenatum puede co-existir en el 

ambiente con organismos de otros grupos planctónicos, como es el ciliado 

Mesodinium rubrum, los dinoflagelados C. polykrikoides y Pyrodinium bahamense 

var. compressum, la diatomea Pseudo-nitzschia sp., y las rafidofíceas Chattonella 

marina y C. ovata (Barraza-Guardado et al., 2004; Cortés-Altamirano et al., 2006; 

Gárate-Lizárraga et al., 2009a, 2009b, 2011; López-Cortés et al., 2011). La 

coexistencia de G. catenatum y C. polykrikoides en el ambiente natural fue 

documentado en la Bahía de Acapulco de 2005 hasta el 2008 en donde se reporta 

el primer FAN donde la concentración de C. polykrikoides fue de 1,264 a 8,228 

x103 cél L-1 y de 141 a 1,604 x 103 cél L-1 de G. catenatum. De enero a febrero del 

2006 las concentraciones oscilaron entre 980 y 1,600 x 103 cél L-1 para C. 

polykrikoides y G. catenatum osciló en un intervalo de 4,2 a 10,0 x 103 cél L-1, un 

año después en diciembre del 2007 C. polykrikoides alcanzó una concentración de 

532 x 103 cél L-1 mientras G. catenatum llego a 1,942 x103 cél L-1 (Gárate-Lizárraga 

et al., 2010).  

Tradicionalmente, se ha pensado que los cambios temporales y espaciales 

de la biomasa y la composición de especies en el plancton marino están regulados 

principalmente por la disponibilidad de los nutrientes y por factores abióticos. Sin 

embargo, hay una creciente evidencia de que las interacciones interespecíficas en 

el plancton desempeñan un papel importante en la sucesión poblacional, la 
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estructura de la red alimentaria y el desarrollo de los FAN (Verity & Smetacek, 

1996).  

La competencia entre especies fitoplanctónicas puede implicar 

interacciones indirectas o directas; las indirectas se dan por las diferencias en sus 

tasas de crecimiento, características del ciclo de vida, densidades celulares, 

competencia por luz y nutrientes (Prince et al., 2008). Las directas son la 

depredación selectiva, parasitismo y la liberación de productos químicos tales 

como péptidos extracelulares, quelantes hidroxamatos, aldehídos poliinsaturados 

y toxinas que pueden inhibir el crecimiento, la movilidad o causar daño celular en 

otras especies; a la liberación de metabolitos que afectan el crecimiento de otras 

especies se conoce como alelopatía (Lampert & Sommer, 1997; Fistarol et al., 

2004; Granéli, 2008; Labry et al., 2008). 

El concepto de alelopatía fue propuesto por Molisch en 1937 (citado por 

Rizvi et al., 1992), para describir el efecto negativo en las interacciones entre las 

especies de plantas incluyendo microorganismos. “La alelopatía es el efecto 

directo o indirecto, perjudicial o beneficioso de las plantas, protista (microalgas, 

ciliados), bacterias y virus, que se produce a través de otros compuestos químicos 

liberados en el ambiente” (Rice, 1984). La liberación de estos aleloquímicos podría 

explicar los patrones de dominancia y cambios en la estructura de la comunidad 

que aparentemente no pueden ser explicados por factores ambientales (Strom, 

2008). 

El efecto alelopático fue observado por primera vez en especies de 

fitoplancton en 1917 por Harder (citado por Wolfe & Rice, 1979), quienes reportan 

la auto-inhibición en agua dulce de la cianobacterias Nostoc punctiforme en 

condiciones de laboratorio. La alelopatía es una estrategia competitiva importante 

en los dinoflagelados de crecimiento lento (Maestrini & Bonin, 1981; Smayda, 

1997) y se refiere a cuando los organismos interaccionan entre sí, y una especie 

libera sustancias químicas que afectan el crecimiento, supervivencia y/o el 

comportamiento de la otra especie (Whittaker & Feeny, 1971). 
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Smayda (1997) afirma que la interacción aleloquímica es una estrategia que 

facilita la formación de FAN y es un factor importante en la competencia del 

fitoplancton por los recursos e influye en la sucesión de especies (Maestrini & 

Bonin, 1981; Rengefors & Legrand, 2001; Legrand et al., 2003; Fistarol et al., 

2004; Kubanek et al., 2005; Granéli & Hansen, 2006; Yamasaki et al., 2009; 

Hattenrath-Lehmann & Gobler, 2011).  

Varias especies del fitoplancton producen aleloquímicos, que afectan el 

crecimiento y función de otros microorganismos (Cembella, 2003; Legrand et al., 

2003), confiriéndoles una ventaja competitiva al provocar mortalidad o al reducir el 

crecimiento de otras especies fitoplanctónicas (Kubanek et al., 2005; Tillmann et 

al., 2008). Algunas especies provocan lisis celular en pocos minutos a sus 

competidores (Granéli & Hansen, 2006). Los aleloquímicos también pueden actuar 

como un mecanismo de defensa contra el pastoreo (Tillmann & John, 2002; 

Tillmann, 2004; Oberhaus et al., 2008).  

La actividad alelopática puede incrementar bajo estrés biótico o abiótico 

(Lovett et al., 1989; Tang et al., 1995; Reigosa et al., 1999). Por lo tanto, las 

interacciones alelopáticas entre organismos acuáticos autótrofos son más 

probables si los organismos provienen de regiones geográficas diferentes (Gross, 

2003). Considerando que algunos aleloquímicos son inducidos o producidos por el 

estrés y otros factores ambientales, se espera una susceptibilidad cambiante de 

los organismos diana ante las especies alelopáticas activas dentro de un hábitat 

(Gross, 2003). Entonces la alelopatía puede provocar una disminución en la 

abundancia celular, cambios morfológicos e inducir a la formación de quistes 

temporales (Fernández-Herrera et al., 2016). 

Por su complejidad, aún es complicado deducir los mecanismos de acción 

de la alelopatía en el ambiente marino, además de que la diversidad de formas y 

estructuras de las especies de fitoplancton es mayor, comparado con las plantas 

terrestres (Cembella, 2003). Adicionalmente, la alelopatía en el océano es 

complicada no sólo porque se desarrolla en una escala de tiempo corto, sino que 

además la dilución de los aleloquímicos en el ambiente marino hace que estos 
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estén presentes en concentraciones nanomolares (10-9) o menores (Legrand et al., 

2003).  

Se ha demostrado que estos metabolitos pueden tener efectos biológicos 

sobre diversos organismos marinos, actuando como compuestos ictiotóxicos, 

neurotóxicos, citotóxicos, hepatotóxicos y con actividad hemolítica (Shilo, 1981; 

Igarashi et al., 1996).  

Los efectos alelopáticos de un alga sobre otras especies de algas se 

pueden documentar utilizando experimentos mixtos de crecimiento (Granéli & 

Turner, 2001). Uno de los métodos más utilizados para el estudio de las 

interacciones bióticas en condiciones de laboratorio, es el cultivo de dos especies 

en conjunto en condiciones controladas, generalmente con un medio de cultivo 

enriquecido para asegurar un óptimo crecimiento de ambas especies. Los cultivos 

mixtos de fitoplancton tóxico permiten la producción continua de aleloquímicos, y 

por lo tanto la oportunidad de estudiar los efectos tóxicos, simulando las 

concentraciones celulares de un FAN en el ambiente natural (Granéli & Turner, 

2001). El efecto de estos metabolitos se puede evidenciar empleando filtrados de 

los exudados celulares liberados al medio de cultivo. 

Ambas técnicas permiten detectar cambios en el crecimiento y la inhibición 

de las especies que coexisten y en ocasiones ha permitido elucidar el aleloquímico 

en cuestión (Windust et al., 1996; Arzul et al., 1999; Van Donk et al., 1999). En 

aguas del Golfo de California algunas especies productoras de toxinas y otros 

metabolitos tóxicos proliferan simultáneamente, sin embargo, se desconoce qué 

factores bióticos determinan su dominancia. Es muy escasa la información sobre 

las posibles interacciones bióticas entre C. polykrikoides, G. impudicum y G. 

catenatum, por ende se desconoce si entre ellas existe competencia o alelopatía. 

Por lo anterior es necesario comprender los mecanismos o estrategias potenciales 

que ayuden a explicar los roles ecológicos que pueden resultar de estas 

interacciones ya que la competencia y alelopatía pueden ser claves en la 

dominancia de las especies y por lo tanto en el desarrollo y decaimiento de los 

FAN. 
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Con el propósito de poder comprender los mecanismos o estrategias 

potenciales que ayuden a explicar los roles ecológicos entre estas especies de 

dinoflagelados; que puede resultar de estas interacciones, ya que estas 

interacciones pueden ser claves en la dominancia de las especies y por ende en el 

desarrollo y decaimiento de los FAN. Este trabajo se buscó determinar las 

interacciones bióticas existentes entre los dinoflagelados Cochlodinium 

polykrikoides y Gymnodinium impudicum y sus efectos en el dinoflagelado 

productor de toxinas paralizantes G. catenatum, en condiciones de laboratorio.  

 

3. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Los florecimientos algales nocivos (FAN) son eventos naturales que en las 

últimas décadas se han incrementado a nivel mundial en número, intensidad y 

distribución geográfica (Hallegraeff, 1993; Anderson, 1994; Zingone & Oksfeldt, 

2000; Smayda, 2002; Heisler et al., 2008). Las costas mexicanas no son la 

excepción, particularmente en el Pacífico donde ha habido un mayor registro de 

estos fenómenos (Mee et al., 1986; Cortés-Altamirano, 1987; Cortés-Altamirano & 

Alonso-Rodríguez, 1997; Cortés-Altamirano et al., 1999; Gárate-Lizárraga et al., 

2001, 2008). En la Bahía de La Paz, se ha registrado a Gymnodinium catenatum 

en diversas ocasiones (Gárate-Lizárraga et al., 2004, 2008) y su presencia se ha 

asociado a toxinas paralizantes en moluscos bivalvos (Hernández-Sandoval et al., 

2009). Se han realizado varios estudios sobre el efecto de diversos factores 

abióticos sobre el crecimiento y la toxicidad de G. catenatum: temperatura, 

salinidad, proporción N:P (Band-Schmidt et al., 2004, 2014; Bustillos-Guzmán et 

al., 2012), probándose que bajo condiciones de laboratorio esta especie tolera un 

amplio rango de condiciones ambientales. Este dinoflagelado puede coexistir en el 

ambiente con otros organismos planctónicos, como son los ciliados Myrionecta 

rubra, los dinoflagelados Cochlodinium polykrikoides, Noctiluca scintillans, 

Pyrodinium bahamense var. compressum, diatomeas del género Pseudo-nitzschia 

sp., y las rafidofíceas Chattonella marina y Chattonella ovata (Barraza-Guardado 

et al., 2004, Cortés-Altamirano et al., 2006; Gárate-Lizárraga et al., 2009a, 2009b, 
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2011; Bustillos-Guzmán et al., 2013; López-Cortés et al., 2015), sin embargo 

existe muy poca información sobre el efecto de las interacciones bióticas sobre 

esta especie. Es por ello que en este trabajo se investigaron las interacciones 

bióticas entre C. polykrikoides, G. impudicum y G. catenatum, tres especies que 

pueden co-existir en la Bahía de La Paz. El comprender los mecanismos o 

estrategias potenciales que determinen la dominancia de especies formadores de 

FAN nos permite inferir los roles ecológicos que pueden resultar de estas 

interacciones ya que la competencia y alelopatía pueden ser efectos claves que 

promueven la dominancia en las especies. 

 

4. JUSTIFICACIÓN 

Los florecimientos algales nocivos (FAN) o mareas rojas son eventos comunes 

en la Bahía de La Paz (Gárate-Lizárraga & Muñetón-Gómez, 2008). La mayoría de 

estos eventos han tenido consecuencias inocuas, sin embargo, en los últimos 

años se han reportado especies tóxicas y nocivas Cochlodinium polykrikoides, 

Gymnodinium catenatum, Chattonella spp., entre otras (Gárate-Lizárraga et al 

2016). Los FAN pueden afectar la economía de la zona, así como a la salud 

pública. Estos eventos pueden causar mortalidades masivas de peces, aves, 

mamíferos, tanto de vida silvestre como en cautiverio, así como intoxicaciones en 

el hombre por el consumo de moluscos bivalvos con toxinas.  

Uno de los aspectos de interés, en el estudio de los FAN, son las interacciones 

bióticas que se desarrollan entre especies fitoplanctónicas para comprender el 

papel que desempeñan en la regulación de los FAN (Franks, 1997; Donaghay & 

Osborn, 1997; Zingone & Wyatt, 2005; Labry et al., 2008; Prince et al., 2008). Es 

necesario conocer las diferentes interacciones bióticas que existen entre G. 

catenatum y otras especies planctónicas para comprender los diversos factores 

que intervienen en la regulación de los FAN de esta especie.  
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5. HIPOTESIS 

Las interacciones bióticas como la competencia y alelopatía, entre otras, 

promueven la dominancia de algunas especies de fitoplancton cuando coexisten 

en el ambiente natural. Bajo condiciones de laboratorio, se espera evaluar un 

efecto alelopático de C. polykrikoides y G. impudicum; ya sea mediante una 

disminución de la densidad celular o cambios en la morfología de G. catenatum. 

 

6. OBJETIVO GENERAL 

Determinar las interacciones bióticas existentes entre los dinoflagelados 

Cochlodinium polykrikoides y Gymnodinium impudicum con el dinoflagelado 

productor de toxinas paralizantes Gymnodinium catenatum bajo condiciones de 

laboratorio.  

6.1. Objetivos particulares 

Realizar la identificación molecular de las cepas de Cochlodinium 

polykrikoides y Gymnodinium impudicum. 

Determinar la tasa de crecimiento en cultivos monoespecíficos de las cepas 

de dinoflagelados. 

Evaluar los cambios en el crecimiento y la morfología de G. catenatum en 

presencia de células y filtrados de C. polykrikoides y G. impudicum. 

 

7. METODOS 

7.1. Identificación molecular 

7.1.1.  Obtención de biomasa celular 

Las cepas de C. polykrikoides, G. impudicum y G. catenatum se cosecharon 

en la fase de crecimiento exponencial y fueron concentradas con una centrifuga 
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marca LW Scientific E8 a 3,500 rpm por 15 min en tubos de plástico de 

polipropileno (PP) de 15 mL, obteniendo una pastilla celular la cual se mantuvo a 

una temperatura de -18°C hasta la extracción de ADN. 

 

7.1.2. Extracción de ADN 

Se realizó la extracción de ADN de las diferentes cepas de Cochlodinium 

sp. y Gymnodinium sp. A cada pastilla celular se le añadió 200 µL CTAB buffer en 

tubos eppendorf de 1.5 mL manteniéndolos a 60°C, agitándolo con un vortex cada 

10 min durante una hora. A cada tubo se le agregó 800 µL de CTAB buffer y se 

incubó a 60°C por 1 hora. Posteriormente se agregó 800 µL de una mezcla de 

cloroformo:alcohol isoamílico. Se centrifugaron las muestras a 14,000 rpm durante 

10 min. El sobrenadante se transfirió a un tubo nuevo agregándole 400 µm de 

isopropanol frío y 40 µm de acetato de amonio. Nuevamente se centrifugaron a 

14,000 rpm a 4°C durante 20 min, se decantó el sobrenadante, se adicionó 500 µL 

de etanol frío al 70% y se centrifugó por 10 min a 14,000 rpm. Después de 

centrifugar decantó el sobrenadante líquido sin alterar el pellet y se le añadió 50 

µL de TE. Posteriormente se agregaron 0.5 µL de ARNasa. Se incubo a 

temperatura ambiente, se verifico la integridad del ADN y la eliminación del ARN 

degrado en un gel de agarosa al 105% en una electroforesis con buffer TBE 1X y 

se almacenaron en el congelador a una temperatura de -18°C (Baker et al., 2008; 

Doyle & Doyle, 1990). 

 

7.1.3. Reacción en cadena de la polimerasa (PCR) 

Se preparó una mezcla de Buffer Gotaq (Baker et al., 2008; Doyle & Doyle, 

1990) con diferentes reactivos la cual se elaboró con los primer F 

ACCCGCTGAATTTAAGCATA, primer R TGGTCCGTGTTTCAAGAGACT (Hosoi-

Tanabe et al., 2006); (nucleótidos); taq (polimerasa); agua libre de nucleasas (libre 

de contaminantes) y el templado (ADN conocido) para llevar a cabo la reacción en 
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cadena de la polimerasa de la región 28S de la LSU del ADNr. La muestra se 

amplificó en un termociclador (TECHNE) Prime bajo los siguientes ciclos: 94 min/ 

4 seg, 94 min/35 seg, 51 min/ 1:10 seg, 72 min/ 1:10 seg y 72 min/ 10:00 seg. Los 

resultados se compararon con secuencias obtenidas de la base de datos del 

National Center for Biotechnology Information (NCBI) (Tabla 1). 

Tabla 1. Claves de acceso a las secuencias de G. impudicum y C. polykrikoides de la 

región 28s obtenidas de la base de datos NCBI. 

Especie Clave  Clave (NCBI) Zona geográfica 

G. impudicum GIBACO-13 DQ286734.1 Hong Kong 

KJ508393.1 Francia 

DQ785884.2 Corea 

DQ779993.1 Corea  

DQ779992.1 Corea 

C. polykrikoides CPEPAZ-11 JQ616826.1 B. C. S. 

JX967271.1 China 

AB295050.1 Japón 

EF506625.1 Estados Unidos 

AB295048.1 Japón 

AB295049.1 Japón 

EF506627.1 México 

 

7.1.4. Gel de agarosa y electroforesis  

Para analizar los fragmentos amplificados, se realizó una electroforesis en 

gel de agarosa. La agarosa de disolvió en 75 mL de 1X TBE y se dejó enfriar. Se 

agregaron 4 µL de la muestra amplificada y 1 µL de GelRed. La electroforesis se 

realizó a 70V durante 40 min, utilizando una fuente de poder (BIORAD PowerPAc 

Basic). El gel fue digitalizado en un fotodocumentador (BIORAD PowerPac Basic). 

 

7.2. Aislamiento, cepas y condiciones de cultivo 

Se utilizaron las cepas de Cochlodinium polykrikoides (CPEPAZ-11), G. 

impudicum (GIBACO-1 y GIBACO-13) y una cepa de G. catenatum (G7) aisladas 
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por el método de micropipeta (Stein, 1973). Cochlodinium polykrikoides fue aislada 

de la Ensenada de La Paz, las dos cepas de G. impudicum de Bahía de 

Concepción, B. C. S. y la cepa de G. catenatum de la Bahía de Manzanillo, Colima 

(Tabla 2 y Fig. 1).  

Todas las cepas se mantuvieron por triplicado en medio GSe (Blackburn et 

al., 2001), modificado con la adición de extracto de lombricompostaje (Bustillos-

Guzmán et al., 2015) en tubos de vidrio de 50 mL de capacidad con 20 mL de 

cultivo. Las condiciones de cultivo fueron: salinidad de 34 ups, temperatura 24ºC ± 

1ºC, con iluminación continua de luz blanca fría de 150 μmol m-2 s-1 y un ciclo de 

luz: oscuridad 12h: 12h. El desdoblamiento de los cultivos se realizó cada 15 días.  

 

Tabla 2. Origen de las cepas de dinoflagelados utilizadas en este estudio. 

Cepa Clave Lugar y fecha de 

aislamiento  

Responsable de 

aislamiento 

Cochlodinium 

polykrikoides 

CPEPAZ-11 Ensenada de La Paz, 

B.C.S., octubre, 2010 

C. Band-Schmidt 

Gymnodinium 

impudicum 

GIBACO-1 Bahía Concepción, 

B.C.S., febrero, 2015 

M. Zumaya-

Higuera  GIBACO-13 

Gymnodinium 

catenatum 

G7 Bahía de Manzanillo, 

Col., mayo, 2010 

S. Quijano-

Scheggia  
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Figura 1. Microfotografías de las especies de dinoflagelados. a) G. catenatum. b) C. 

polykrikoides, c) G. impudicum. Tomada por: Zumaya-Higuera. 

7.3. Escalamiento y curvas de crecimiento  

Se realizaron escalamientos progresivos de todas las cepas; C. 

polykrikoides, G. impudicum y G. catenatum, de 20 mL hasta 150 mL, 

desdoblando los cultivos en la fase exponencial tardía con un volumen del 5%. Se 

realizaron conteos cada dos días por triplicado en una cámara Sedgwick-Rafter 

con capacidad de 1.0 mL y con un microscopio invertido (Zeiss). Se registró el 

número de células y se calcularon según Guillard (1979) las tasas de crecimiento 

en la fase exponencial, con la siguiente ecuación: 

 

Donde N y N0 representan el número de células por mL final e inicial 

respectivamente, t y t0 representan el tiempo final e inicial, µ es el resultado 

expresado en número de divisiones por día.  
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7.4. Cultivos bi-algales (mixtos) de G. catenatum con C. polykrikoides y 

de G. catenatum con G. impudicum 

7.4.1. Cultivos con contacto celular  

A partir de cultivos monoespecíficos de cada una de las cepas se realizaron 

cultivos mixtos con las siguientes combinaciones: C. polykrikoides/G. catenatum, 

G. impudicum (GIBACO-1)/G. catenatum y G. impudicum (GIBACO-13)/G. 

catenatum. Los cultivos se realizaron por triplicado en matraces Erlenmeyer de 

250 mL con 150 mL de medio GSe y una densidad inicial de 200 cél mL-1 de cada 

cepa con las siguientes proporciones: 200:200 cél mL-1 para 1:1, 400:200 cél mL-1 

para 2:1 y 200:400 cél mL-1 para la proporción 1:2. Para determinar cambios en la 

densidad celular se tomaron 2 mL de la muestra cada 24 h, además se cuantifico 

la longitud de cadenas y se documentaron los cambios morfológicos. Los conteos 

se realizaron en una cámara de Sedgwick-Rafter de 1 mL y un microscopio óptico 

compuesto (LABOMED CXRII). En todos los casos se realizaron cultivos 

monoalgales como tratamiento testigo. 

7.4.2. Cultivos sin contacto celular  

En un matraz Erlenmeyer de 250 mL, se colocó un tubo de plástico de 

polipropileno (PP) de 15 mL al cual se le retiró la base inferior y en su lugar se 

colocó una membrana de nylon de 10 µm (NY10 Millipore). En el matraz se 

inocularon 150 mL de un cultivo de G. catenatum con una densidad celular de 200 

cél mL-1 y dentro del tubo de polipropileno se inocularon por separado 15 mL de: 

Cochlodinium polykrikoides o de las dos cepas de G. impudicum, utilizando las 

proporciones celulares de 1:1, 2:1 y 1:2. Los tratamientos testigos se iniciaron con 

las mismas densidades y proporciones celulares de cada especie por separado, 

todos se realizaron por triplicado. Cada 24 h se tomó una alícuota de 2 mL para 

realizar observaciones y conteos celulares. 
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7.4.3. Filtrados celulares  

Para determinar si existía un efecto negativo de las cepas de Cochlodinium 

polykrikoides y G. impudicum sobre G. catenatum, se cultivaron las diferentes 

especies hasta la fase exponencial tardía. En esta fase las células se retiraron del 

medio de cultivo concentrándolas en filtros de fibra de vidrio de 0.7 μm GF/F 

Whatman International Ltd., utilizando una bomba de vacío manual. El 

sobrenadante de los cultivos filtrados se agregó en diferentes volúmenes (10, 20 y 

50 mL) en 150 mL de G. catenatum en matraces de 250 mL. Se utilizaron dos 

tratamientos testigo; para el primer tratamiento testigo se utilizaron los mono-

cultivos de G. catenatum y se les añadió el mismo volumen (10, 20 y 50 mL) de 

sus propios filtrados y como segundo tratamiento testigo se le agregó medio GSe 

a G. catenatum en los volúmenes correspondientes (10, 20 y 50 mL). De todos los 

cultivos se tomó una alícuota de 2 mL cada 24 h, para conteos celulares y 

observaciones morfológicas. 

 

7.5. Cambios morfológicos de G. catenatum ante la presencia de C. 

polykrikoides y G. impudicum 

En todos los experimentos se registró la longitud de las cadenas, lisis 

celular, formación de quistes temporales, pérdida de movilidad o cualquier otra 

deformación, comparando los resultados con los tratamientos testigos de G. 

catenatum. Así mismo se tomaron microfotografías con una cámara (ScopePhoto 

3.0) a diferentes aumentos en un microscopio óptico (Zeiss Axioscop). 

 

7.6. Pruebas estadísticas 

Se realizaron las pruebas de Normalidad, la prueba de Tukey y la prueba de 

Kruskal-Walis en Matlab para evaluar los efectos de los diferentes tratamientos de 

los cultivos (concentraciones, exposición directa o indirecta, cultivos vivos o 
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muertos), y/o la duración de la exposición hacia las cepas C. polykrikoides y G. 

impudicum. 

8. RESULTADOS 

8.1. Identificación molecular 

8.1.1. Extracción de ADN 

De las tres especies consideradas en este estudio, se obtuvo ADN de 

buena calidad al realizar una modificación a las metodologías, desarrollados por 

Doyle & Doyle (1990) y Baker et al. (2008). Se redujo la pérdida del ADN por 

manejo y dilución, lo que repercutió directamente en la mejora de la eficiencia de 

amplificación (Fig. 2). 

 

 

Figura 2. Electroforesis en gel de agarosa-TBE al 1% de ADN total de dinoflagelados. 

A) C. polykrikoides. B) G. impudicum. 

8.1.2. Secuenciación y análisis de alineamiento 

Las secuencias de nucleótidos de la región 28S del LSU del ADNr 

obtenidas a partir de los productos de PCR, fueron comparadas con la base de 

datos más redundante mediante el algoritmo BLAST 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PAGE_TYPE=BlastSearch), para excluir o 

confirmar la identificación de la especie. Después de un análisis preliminar 

B A 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PAGE_TYPE=BlastSearch
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(realizado para confirmar la identidad de los genes blanco), el análisis de 

alineamiento completo se realizó sólo con aquellas secuencias que presentaron 

alta similitud con los respectivos genes homólogos registrados en el GenBank 

(tabla 3). Con el análisis de alineamiento se confirmó la identificación de las tres 

cepas aisladas. Las dos cepas aisladas de Bahía Concepción se identificaron 

como Gymnodinium impudicum y la cepa aislada de la Ensenada de La Paz se 

identificó como C. polykrikoides, observándose el 100% de identidad con las 

secuencias de ambas especies registradas en el GenBank. 

 

Tabla 3. Secuencias de nucleótidos registradas en el GenBank (National Center for 

Biotechnology Information) utilizadas en la construcción del árbol filogénico de la 

región 28S del ADNr. 

Cepa No. De 

acceso 

Longitud 

(pb) 

Fecha Zona geográfica 

G. impudicum DQ286734.1 1013 07-12-2005 Hong Kong 

DQ779993.1 5807 01-7-2007 Corea 

DQ779992.1 6054 01-7-2007 Corea 

C. fulvescens AB295051.1 1658 05-05-2014 Japón 

KP790180.1 635 20-04-2015 España 

G. catenatum JQ616844.1 1077 
 

08-11-2013 
 

México 
 

JQ616841.1 1077 
 

08-11-2013 
 

México 
 

C. 

polykrikoides 

JQ616826.1 3619 08-11-2013 México 

JX967271.1 3640 22-01-2014 Estados Unidos 

AB295050.1 2448 05-03-2014 Japón 

EF506625.1 968 23-10-2009 
 

Estados Unidos 

AB295048.1 2448 05-03-2014 
 

Japón 
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AB295049.1 1975 
 

05-03-2014 
 

Japón 

EF506627.1 963 
 

23-10-2009 
 

México 

A. tamarense JX524268.1 651 20-02-2015 China 

 

El árbol filogenético donde se utilizó la secuencia JX524268.1 de 

Alexabndrium tamarense como grupo externo mostró la formación de dos clados 

principales, el primero con las secuencias de C. polykrikoides incluyendo a la cepa 

CPEPAZ-11 con un 100% de similitud, un segundo clado con secuencias de G. 

impudicum que se separó en dos subclados, siendo uno de estos donde se 

agruparon las secuencias de las cepas GIBACO-1 y GIBACO-13 con la secuencia 

DQ286734.1 de una cepa de Hong Kong de esta misma especie. Tanto C. 

fulvescens, como G. catenatum formaron dos clados bien definidos (Fig. 3).  
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Figura 3. Árbol filogenético de especies de dinoflagelados a partir de las secuencias 

nucleotídas parciales del gen 28S del LSU ADNr, utilizando el algoritmo de Máxima 

Parsimonia.  

 

8.2. Curvas de crecimiento 

El cultivo de C. polykrikoides tuvo una fase de adaptación de 4 días; la fase 

de crecimiento exponencial inicio el día 6 y duró hasta el día 22 del cultivo, 

alcanzando una densidad máxima promedio de 7,158 ± 510 cél mL-1 con una tasa 

de crecimiento de 0.11 ± 0.003 div·día-1 (Fig. 4). Posterior al día 22 inicia el declive 

de la curva de crecimiento o fase de muerte. 

 

 

CPEPAZ-11 
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Figura 4. Curva de crecimiento de C. polykrikoides en medio GSe, a 34 ups, 24°C, 

12:12 oscuridad/luz 150 µmol m
-2 

s
-1

, pH 8. Líneas verticales: desviación estándar. 

 

Gymnodinium impudicum (cepa GIBACO-1) mostró una fase de adaptación 

de 3 días, la fase de crecimiento fase exponencial inició el día 4 y duró hasta el día 

14, con una biomasa máxima promedio de 12,867 ± 359 cél mL-1 y una tasa de 

crecimiento de 0.12 ± 0.03 div·día-1 (Fig. 5). En el día 20 inició el declive de la 

curva de crecimiento o fase de muerte. 
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Figura 5. Curva de crecimiento de G. impudicum (GIBACO-1) en medio GSe, 34 ups, 

24°C, 12:12 oscuridad/luz 150 µmol m
-2 

s
-1

, pH 8. Líneas verticales: desviación 

estándar. 

 

Gymnodinium impudicum (cepa GIBACO-13) tuvo una fase de adaptación 

de 2 días, la fase de crecimiento exponencial inició el día 4 y se mantuvo hasta el 

día 14 alcanzando una biomasa máxima promedio de 12,263 ± 1,179 cél mL-1 con 

una tasa de crecimiento de 0.13 ± 0.02 div·día-1 (Fig. 6). En el día 18 inició la fase 

de muerte. 
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Figura 6. Curva de crecimiento de G. impudicum (cepa GIBACO-13) en medio GSe, 

34 ups, 24°C, 12:12 oscuridad/luz 150 µmol m
-2 

s
-1

, pH 8. Líneas verticales: desviación 

estándar. 

Gymnodinium catenatum no mostró una fase de adaptación y la fase de 

crecimiento exponencial se mantuvo hasta el día 10, con una densidad promedio 

de 5,717 ± 1,233 cél mL-1 y una tasa de crecimiento de 0.20 ± 0.03 div·día-1 (Fig. 

7). Esta especie tampoco tuvo una fase estacionaria, por ende a partir del día 10 

inició su fase de muerte. 
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Figura 7. Curva de crecimiento de G. catenatum en medio GSe, 34 ups, 24°C, 12:12 

oscuridad/luz 150 µmol m
-2 

s
-1

, pH 8. Líneas verticales: desviación estándar. 

 

8.3. Cultivos bi-algales de C. polykrikoides y G. catenatum 

8.3.1. Cultivos con contacto celular  

8.3.1.1. Proporción 1:1 

En los cultivos con contacto celular entre C. polykrikoides y G. catenatum 

en la proporción 1:1 (200:200 cél mL-1) a las 24 h, la densidad de G. catenatum 

aumentó ligeramente (297 ± 34 cél mL-1) y la densidad de C. polykrikoides 

decreció a 179 ± 26 cél mL-1. A partir del segundo día la densidad de G. 

catenatum disminuyó a 43 ± 26 cél mL-1, mostrando diferencias significativas 

respecto al tratamiento testigo (P<0.05), mientras que C. polykrikoides aumentó 

hasta 228 ± 57 cél mL-1. Los testigos monoalgales de ambos dinoflagelados 

crecieron durante los 5 días alcanzando G. catenatum una biomasa de 2,383 ± 

402 cél mL-1 y C. polykrikoides de 1,406 ± 573 cél mL-1 (Fig. 8A). 
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8.3.1.2. Proporción 2:1 

El tratamiento con proporción 2:1 (400:200 cél mL-1) de C. polykrikoides y G. 

catenatum) solo duró dos días ya que hubo una mortalidad de más del 90% de G. 

catenatum en el segundo día. A las 24 h la abundancia de ambas especies 

decreció, y en el segundo día C. polykrikoides tuvo una densidad promedio de 154 

± 66 cél mL-1 y G. catenatum de 9 ± 2 cél mL-1. Ambas especies mostraron 

diferencias significativas (P<0.05) respecto a su tratamiento testigo. Los cultivos 

monoalgales de ambos dinoflagelados incrementaron su abundancia alcanzando 

G. catenatum al segundo día 2,383 ± 402 cél mL-1 y C. polykrikoides 1,406 ± 573 

cél mL-1 (Fig. 8B).  

8.3.1.3. Proporción 1:2 

En los cultivos con contacto celular en la proporción 1:2 (200:400 cél mL-1), 

C. polykrikoides creció hasta el 5° día, alcanzando una densidad promedio de 680 

± 10 cél mL-1, mientras que G. catenatum decreció continuamente hasta tener 58 ± 

19 cél mL-1, mostrando diferencias significativas respecto a su tratamiento testigo 

(P<0.05). En contraste los cultivos monoalgales de ambos dinoflagelados tuvieron 

un crecimiento mayor, alcanzando en el último día del tratamiento G. catenatum 

una abundancia de 2,383 ± 402 cél mL-1 y C. polykrikoides de 1,406 ± 573 cél mL-1 

(Fig. 8C).  
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Figura 8. Cultivos con contacto celular entre C. polykrikoides y 

G. catenatum. A) Proporción 1:1, B) Proporción 2:1 y C) 

Proporción 1:2. Línea continua negra: testigo de G. 

catenatum, línea continua gris: testigo de C. polykrikoides, 

línea punteada negra: G. catenatum con contacto celular y 

línea punteada gris: C. polykrikoides con contacto celular. 

Líneas verticales: desviación estándar. Asterisco: diferencias 

significativas (P<0.05) entre el tratamiento y su testigo. 
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5.2.1.1.1.  Longitud de cadenas de G. catenatum  

En el tratamiento con contacto celular en la proporción 1:1, en el testigo 

monoalgal de G. catenatum predominaron las cadenas largas (≥ 7 células) 

representando el 63% al 67%, mientras que en los cultivos en contacto con C. 

polykrikoides las células individuales en el primer día representaron el 26% y en el 

cuarto día representaron el 100% del cultivo (Fig. 9A').  

El tratamiento con proporción 2:1 el primer día el 65% de las cadenas 

tenían una longitud de 2 a 3 células y en el segundo día solo se observaron 

células individuales (Fig. 9B´). Por el contrario en el cultivo testigo entre 63% y 

65% de las cadenas fueron de ≥ 7 células, mientras las células individuales 

representaron menos del 3%. 

En el tratamiento con proporción celular de 1:2 de C. polykrikoides y G. 

catenatum durante los cinco días del tratamiento predominaron las células 

individuales con un porcentaje de 73% al 98% (Fig. 9C´), por el contrario en el 

cultivo testigo predominaron las cadenas de ≥ 7 células (entre 60 y 67%). 
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Figura 9. Porcentaje de cadenas en G. catenatum en 

contacto celular con C. polykrikoides. A´) Proporción 1:1. 

B´) Proporción 2:1. C´) Proporción 1:2. A: Testigo de G. 

catenatum. B: cultivo de G. catenatum con C. 

polykrikoides. Azul: células individuales. Naranja: 

cadenas de 2 a 3 células. Gris: cadenas de 4 a 6 

células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 células.  

A´ 

B

 A  

B´ 

C´ 
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8.3.1.4. Cambios morfológicos en G. catenatum  

Al estar G. catenatum en contacto con células de C. polykrikoides en las 

proporciones celulares probadas, se observaron células esféricas sin flagelo, 

desprendimiento de la membrana plasmática y lisis celular (Fig. 10).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Morfología de G. catenatum expuesta a células de C. polykrikoides. (a y b) 

células de G. catenatum en el tratamiento testigo sin cambios morfológicos; c) célula 

individual redonda sin flagelos, d) desprendimiento de la membrana celular (48 h) (e y 

f) lisis celular (72 h). Tomada por: Zumaya-Higuera. 

 

8.3.2. Cultivos sin contacto 

8.3.2.1. Proporción 1:1 

En los cultivos sin contacto celular entre C. polykrikoides y G. catenatum en 

la proporción 1:1 (200:200 cél mL-1), la densidad celular de G. catenatum continuó 
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aumentando durante todo el tratamiento llegando a una densidad de 400 ± 66 cél 

mL-1 y no presentó diferencias significativas con el testigo. La abundancia de C. 

polykrikoides se mantuvo entre 100 y 236 ± 170 cél mL-1 en los cinco días del 

experimento (Fig. 11A). 

8.3.2.2. Proporción 2:1 

En la proporción 2:1 (400:200 cél mL-1) la densidad de G. catenatum tanto 

en presencia de C. polykrikoides como en el testigo aumentó constantemente 

hasta alcanzar 470 ± 142 y 430 ± 89 cél mL-1 en el quinto día, respectivamente 

(Fig. 11B), sin haber diferencias significativas entre ellas C. polykrikoides aumentó 

a 389 ± 42 cél mL-1 en el segundo día, a partir de ese día decreció continuamente 

hasta llegar a 238 ± 51 cél mL-1.  

8.3.2.3. Proporción 1:2  

En la proporción 1:2 (200:400 cél mL-1) G. catenatum aumentó 

constantemente hasta alcanzar una densidad promedio de 653 ± 295 cél mL-1 al 

quinto día. Durante este tratamiento, el cultivo testigo mantuvo su densidad entre 

269 ± 42 y 345 ± 137 cél mL-1 (Fig. 11C), tampoco hubo diferencias significativas 

en el crecimiento de G. catenatum con respecto al testigo. C. polykrikoides 

mantuvo su densidad celular entre 254 ± 71 y 371 ± 29 cél mL-1, sólo en el cuarto 

día aumentó a 739 ± 63 cél mL-1, disminuyendo su densidad en el último día a 365 

± 46 cél mL-1.  
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Figura 11. Densidades celulares de cultivos sin contacto 

celular entre C. polykrikoides y G. catenatum. A) 

Proporción 1:1. B) Proporción 2:1. C) Proporción 1:2. 

Azul: densidad celular de G. catenatum. Naranja: 

tratamiento control de G. catenatum. Gris: densidad 

celular de C. polykrikoides. Líneas verticales: desviación 

estándar. 
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8.3.2.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum  

En la proporción celular 1:1 de los cultivos sin contacto entre G. catenatum 

y C. polykrikoides no hubo diferencias en la longitud de las cadenas con respecto 

al testigo (Fig. 12A´). En ambos casos, predominaron las células individuales 

hasta el cuarto día entre un 50 y un 60%, disminuyendo en el último día a un 41%. 

Las cadenas de 2 a 3 células se mantuvieron en un rango de 26 a un 35% hasta el 

último día donde incrementaron a 46%. Las cadenas de 4 a 6 representaron un 

porcentaje menor, manteniéndose los primeros 3 días entre 4 y 5%, 

incrementando al cuarto día a 17% y disminuyendo nuevamente en el último día a 

un 11%. También se observaron pocas cadenas de ≥ 7 células con un porcentaje 

entre 2 y 4%.  

En los cultivos sin contacto celular entre G. catenatum y C. polykrikoides en 

la proporción 2:1, tampoco hubo diferencias en la longitud de cadenas con 

respecto al tratamiento control (Fig. 12B´). Las células individuales tendieron a 

dominar en ambos casos (de 45 a 61%), seguidas de las cadenas de 2 a 3 células 

(de 25 a 42%), mientras que las cadenas de 4 o más células representaron menos 

del 20%. 

En los cultivos sin contacto entre C. polykrikoides y G. catenatum en la 

proporción 1:2, nuevamente no se observaron diferencias importantes con 

respecto al testigo en la longitud de cadenas (Fig. 12C´). En ambos casos 

dominaron las células individuales (de 49 a 71%), seguidas por las cadenas de 2 a 

3 células (de 23 a 33%) y las cadenas de 4 o más células representaron menos 

del 20%.  
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Figura 12. Porcentaje longitud de cadenas de G. 

catenatum en cultivo sin contacto celular con C. 

polykrikoides. A´) Proporción 1:1. B´) Proporción 2:1. 

C´) Proporción 1:2. A: Cultivo de G. catenatum sin 

contacto celular con C. polykrikoides. B: Testigo de G. 

catenatum. Azul: células individuales. Naranja: 

cadenas de 2 a 3 células. Gris: cadenas de 4 a 6 

células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 células.  
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8.3.2.4. Cambios morfológicos de G. catenatum  

Los principales cambios celulares observados en G. catenatum en el 

experimento de competencia sin contacto celular separados por una membrana de 

C. polykrikoides en las diferentes proporciones (1:1, 2:1 y 1:2), fueron desarreglos 

en el cíngulo y el sulcus, células en forma trapezoidal o redondas, 

desprendimiento de membrana plasmática y núcleo prominente (Fig. 13). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Morfología G. catenatum en cultivos sin contacto con C. polykrikoides 

en las tres proporciones (1:1, 2:1 y 1:2). (a) forma típica de la célula individual sin 

cambios observados en las primeras 24 h. b) cadena de dos células redondeadas 

mostrando desprendimiento de membrana. c) deformación de la célula, cíngulo y 

sulcus. d) núcleo prominente, célula redonda. Tomada por: Zumaya-Higuera. 
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8.3.3. Exposición a filtrado celulares de C. polykrikoides 

8.3.3.1. Proporción 1:1 

Al agregarle a cultivos de G. catenatum 10 mL del cultivo filtrado de C. 

polykrikoides en la proporción 1:1 (200:200 cél mL-1), se observó que G. 

catenatum incremento su densidad de 200 ± 22 a 259 ± 62 cél mL-1 (Fig. 14), 

estas abundancias fueron menores a las del testigo, que incrementaron de 200 ± 

13 a 425 ± 14 cél mL-1. Al adicionar 20 mL del filtrado de C. polykrikoides se 

observaron diferencias significativas (P <0.05) respecto a los controles, 

disminuyendo la abundancia de G. catenatum a 23 ± 20 cél mL-1 al 5° día, 

mientras que en el tratamiento testigo las abundancias variaron entre 202 ± 0.3 a 

392 ± 53 cél mL-1. Al adicionar 50 mL del filtrado de C. polykrikoides al cultivo de 

G. catenatum a las 24 h hubo una mortalidad del 100%, teniendo una densidad 

final de 4 ± 3 cél mL-1. 
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Figura 14. Abundancia celular de G. catenatum expuesto a filtrados celulares de C. 

polykrikoides (10, 20 y 50 mL) en la proporción 1:1. Azul: G. catenatum en filtrados de 

C. polykrikoides. Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris G. catenatum con su 

mismo filtrado. Líneas verticales: desviación estándar. Asterisco: diferencias 

significativas (P<0.05) entre el tratamiento y sus testigos. 

 

8.3.3.1.1. Longitud de cadenas de G. catenatum  

Al agregar 10 mL del filtrado de C. polykrikoides al cultivo de G. catenatum 

las células individuales fluctuaron entre 60 y 80%, tanto en el tratamiento como en 

los cultivos testigo, seguido de las cadenas de 2 a 3 células con un porcentaje de 
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un ~20% (Fig. 15A´). Las cadenas de cuatro o más células se observaron a partir 

del segundo día en el testigo con medio GSe y a partir del tercer día en el resto de 

los tratamientos.  

Al agregar 20 mL del filtrado de C. polykrikoides en la proporción 1:1, al 

primer día las células individuales representaron el 50%, mientras que las cadenas 

de 2 a 3 células correspondieron al 25%, las cadenas de 4 a 6 células al 8% y las 

cadenas de ≥ 7 células al 17% (Fig. 15B´). En ambos testigos también 

predominaron las células individuales, en el tratamiento testigo con medio GSe a 

las 24 h sólo hubo células individuales y cadenas de 4 a 6 células y en el 

tratamiento testigo con filtrado del mismo G. catenatum hubo células individuales y 

cadenas de ≥ 2 células. A partir del segundo día en todos los tratamientos 

incrementó el porcentaje de células individuales (entre 60 y 89%). En el cuarto y 

quinto día de exposición al filtrado de C. polykrikoides, G. catenatum sólo se 

observaron células individuales.  

Con la adición de 50 mL del cultivo filtrado de C. polykrikoides en la 

proporción 1:1, en todos los tratamientos sólo hubo células individuales en las 

primeras 24 h (datos no mostrados). 
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Figura 15. Porcentaje de longitud de cadenas de G. catenatum. A´) Con 10 mL de cultivos filtrados de C. polykrikoides. B´) Con 

20 mL de cultivos filtrados de C. polykrikoides en una proporción 1:1. A: G. catenatum con cultivo filtrado de C. polykrikoides. 

B: G. catenatum sin filtrado. C: G. catenatum con su propio filtrado. Azul: células individuales, Naranja: cadenas de 2 a 3 

células. Gris: cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 células. 
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8.3.3.2. Proporción 2:1 

Al agregar 10 mL del filtrado de C. polykrikoides al cultivo de G. catenatum, 

este mantuvo su densidad entre 200 ± 75 y 329 ± 64 cél mL-1 sin diferencias 

significativas con el tratamiento control (Fig. 16). Al adicionar 20 mL de los filtrados 

de C. polykrikoides la densidad de G. catenatum aumentó constantemente hasta 

al quinto día a 393 ± 84 cél mL-1, con densidades significativamente menores 

(P<0.05) con respecto al tratamiento testigo (572 ± 0.1 cél mL-1), el cual sólo 

contenía medio GSe. Al agregar 50 mL del filtrado de C. polykrikoides, G. 

catenatum aumentó alcanzando 227 ± 42 cél mL-1 al quinto día, con densidades 

significativamente menores (P>0.05) que en el tratamiento testigo, el cual contenía 

filtrados de G. catenatum y alcanzó una abundancia de 341 ± 23 cél mL-1.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

- 43 - 
 

Figura 16. Abundancia celular de G. catenatum expuesto a filtrados celulares de C. 

polykrikoides (10, 20 y 50 mL) en la proporción 2:1. Azul: G. catenatum en filtrados de 

C. polykrikoides. Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris: G. catenatum con su 

mismo filtrado. Líneas verticales: desviación estándar. Asterisco: diferencias 

significativas (P<0.05) entre el tratamiento y sus testigos. 

 

8.3.3.2.1. Longitud de cadenas de G. catenatum  

Al agregar 10 mL del filtrado de C. polykrikoides a G. catenatum en 

proporción 2:1, en todos los tratamientos más del 50% de la población fueron 

células individuales (Fig. 17A´). Las cadenas de 2 a 3 células representaron el 

31% en los cultivos expuestos a los filtrados. En los dos controles el porcentaje de 
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cadenas de 2 a 3 células fue de 21 y 30% y las cadenas de 4 a 6 células 

correspondieron a menos del 23%. 

Al agregar al cultivo de G. catenatum 20 mL del cultivo filtrado de C. 

polykrikoides en la proporción 2:1 nuevamente en todos los tratamientos más del 

60% fueron células individuales (Fig. 17B´), las cadenas de 2 a 3 células 

fluctuaron entre 18 y 37% y las cadenas de 4 a 6 células representaron menos del 

15%. En ningún tratamiento se observaron cadenas de ≥ 7 células. A partir del 

tercer día en los cultivos de G. catenatum con el filtrado de C. polykrikoides 

aumentó el porcentaje de células individuales (del 69 a 82%), con respecto a los 

tratamientos testigos que tuvieron un 70% de células individuales. 

Con 50 mL del cultivo filtrado en la proporción 2:1 en todos los tratamientos 

G. catenatum presentó principalmente células individuales (más de 50%), durante 

los cinco días monitoreados (Fig. 17C´). En el tratamiento de G. catenatum con el 

filtrado de C. polykrikoides, el porcentaje de células individuales fue de 72 a 83%, 

en el testigo con medio GSe las células individuales representaron del 56 al 73% y 

en el testigo al que se adicionó el filtrado de su mismo cultivo el porcentaje de 

células individuales fue de 61 y 73%. Del 11 al 40% de la población fueron 

cadenas de 2 a 3 células y las cadenas de 4 a 6 células representaron menos del 

10%. Al exponer a G. catenatum al filtrado de C. polykrikoides, sólo en el primer 

día se encontraron cadenas de 7 o más células. 
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Figura 17. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum. A´) Con 10 mL de cultivos filtrados de C. 

polykrikoides. B´) Con 20 mL de cultivos filtrados de C. 

polykrikoides. C´) Con 50 mL de cultivos filtrados de C. 

polykrikoides en una proporción 2:1. A: G. catenatum con 

cultivo filtrado de C. polykrikoides. B: G. catenatum sin 

filtrado. C: G. catenatum con su propio filtrado. Azul: 

células individuales, Naranja: cadenas de 2 a 3 células. 

Gris: cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 

células. 
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8.3.3.3. Proporción 1:2 

En la proporción 1:2 (200:400 cél mL-1) el crecimiento de G. catenatum fue 

similar al agregar diferentes volúmenes del filtrado de C. polykrikoides (10, 20 y 50 

mL), obteniendo una densidad promedio al quinto día de 789 ± 173 cél mL-1, 781± 

155 cél mL-1 y 568 ± 125 cél mL-1 respectivamente, superando en todos los casos 

las densidades de los testigos controles (de 400 ± 4 a 510 ± 34 cél mL-1) (Fig. 18). 

Figura 18. Abundancia celular de G. catenatum expuesto a filtrados celulares de C. 

polykrikoides (10, 20 y 50 mL) en la proporción 1:2. Azul: G. catenatum en filtrados de 

C. polykrikoides. Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris: G. catenatum con su 

mismo filtrado. Líneas verticales: desviación estándar.  
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8.3.3.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

Al agregar 10 mL del cultivo filtrado de C. polykrikoides en la proporción 1:2 

del día 2 al 4 se observó un pequeño incremento de células individuales (66 a 

83%) con respecto a los dos testigos (62 al 82%) (Fig. 19A´). Las cadenas de 2 a 

3 células representaron del 11 a 25%, mientras que las cadenas de 4 a 6 

representaron menos del 11%. Las cadenas de ≥ 7 células solo se observaron en 

el primer día en uno de los tratamientos con el 2%. 

Al agregar 20 mL del cultivo filtrado de C. polykrikoides en proporción 1:2, al 

cultivo de G. catenatum, se observó mayor variabilidad que en los tratamientos 

descritos previamente, dominando nuevamente las células individuales (de 65 a 

86%) (Fig. 19B´). En los primeros tres días al agregar el filtrado el porcentaje de 

células individuales fue mayor (de 79 a 86%) a los testigos (64%). De las células 

formando cadenas, las cadenas más abundantes fueron las cadenas de 2 a 3 

células (9 a 38%), las cadenas de 4 a 6 representaron menos del 23%, mientras 

que las cadenas de ≥ 7 células no fueron detectadas. 

Al agregar 50 mL del cultivo filtrado de C. polykrikoides en una proporción 

1:2 nuevamente dominaron las células individuales con más del 60%, incluso en 

algunos casos llegaron a representar el 99% (Fig. 19C´). En general el porcentaje 

de las células en cadenas es mayor en los tratamientos testigos con excepción de 

los últimos días del tratamiento (4° y 5°), siendo más comunes las cadenas de 2 a 

3 células de longitud (4 a 46%).  
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Figura 19. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum. A´) Con 10 mL de cultivos filtrados de C. 

polykrikoides. B´) Con 20mL de cultivos filtrados de C. 

polykrikoides. C´) Con 50 mL de cultivos filtrados de C. 

polykrikoides en una proporción 1:2. A: G. catenatum con 

cultivo filtrado de C. polykrikoides. B: G. catenatum sin 

filtrado. C: G. catenatum con su propio filtrado. Azul: células 

individuales, Naranja: cadenas de 2 a 3 células. Gris: 

cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 

células. 
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8.3.3.4. Cambios morfológicos de G. catenatum  

Cuando se agregaron diferentes volúmenes de filtrado (10, 20 y 50 mL), en 

los experimentos de exposición a los filtrados de C. polykrikoides en las diferentes 

proporciones (1:1, 2:1 y 1:2), se observaron células redondas, sin flagelos, núcleo 

evidente, desprendimiento de la membrana plasmática y lisis celular (Fig. 20). 

Figura 20. Morfología de G. catenatum al exponerlo a cultivos filtrados de C. 

polykrikoides. (a y b) Controles de las células de G. catenatum sin cambios 

morfológicos. c) células en cadenas y célula individual redondeada, sin flagelos 

mostrando núcleo evidente. d) desprendimiento de la membrana plasmática en 48 h. 

e) lisis celular. Tomada por: Zumaya-Higuera. 
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8.3.4. Gymnodinium impudicum (GIBACO-1) y G. catenatum  

8.3.4.1. Cultivos con contacto celular 

8.3.4.1.1. Proporción 1:1 

En los cultivos con contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum 

proporción celular 1:1 (200:200 cél mL-1), a las 24 h G. impudicum y G. catenatum 

aumentaron a 470 ± 22 y 260 ± 146 cél mL-1, respectivamente. G. impudicum 

continuó creciendo hasta el 5° día alcanzando una densidad de 2,059 ± 117 cél 

mL-1, G. catenatum mantuvo una densidad promedio de 229 ± 99 cél mL-1 hasta el 

tercer día, aumentando al 5° día a 514 ± 299 cél mL-1 (Fig. 21A). Los cultivos 

monoalgales de ambos dinoflagelados crecieron durante los 5 días, G. catenatum 

alcanzó una densidad de 2,383 ± 402 cél mL-1 y G. impudicum de 3,526 ± 787 cél 

mL-1.  

8.3.4.1.2. Proporción 2:1 

En los cultivos con contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum en 

la proporción 2:1 (400:200 cél mL-1) G. catenatum mantuvo su densidad entre 190 

± 54 cél mL-1 y 200 ± 136 cél mL-1. G. impudicum continuo creciendo hasta 

alcanzar al cuarto día a una densidad de 2,493 ± 507 cél mL-1 (Fig. 21B). Los 

cultivos monoalgales de ambos dinoflagelados crecieron durante los 5 días, de tal 

manera que G. catenatum llegó a 2,383 ± 402 cél mL-1 y G. impudicum a 3,526 ± 

787 cél mL-1.  

8.3.4.1.3. Proporción 1:2  

 En los cultivos con contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum con 

proporción 1:2 (200:400 cél mL-1), G. impudicum aumentó constantemente 

alcanzando una densidad promedio de 1,406 ± 228 cél mL-1 en el último día del 

tratamiento (Fig. 21C). G. catenatum también creció alcanzando una densidad 

menor de 928 ± 173 cél mL-1. Los cultivos monoalgales de ambos dinoflagelados 

crecieron durante los 5 días, alcanzando G. catenatum 2,383 ± 402 cél mL-1 y G. 

impudicum 3,526 ± 787 cél mL-1. 
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Figura 21. Cultivos con contacto de G. impudicum (GIBACO-

1) y G. catenatum. A) Proporción 1:1. B) Proporción 2:1. C) 

Proporción 1:2. Línea continua negra: testigo G. catenatum. 

Línea continua gris: testigo G. impudicum (GIBACO-1). Línea 

punteada negra: G. catenatum en cultivo con contacto 

celular. Línea punteada gris: G. impudicum (GIBACO-1) en 

cultivo con contacto celular. Líneas verticales: desviación 

estándar. 
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8.3.4.1.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

En los cultivos con contacto entre G. impudicum (GIBACO-1) y G. 

catenatum en proporción 1:1, se observó que a las 24 h predominaron las cadenas 

de 4 a 6 células. Al cuarto día de estar expuesto G. catenatum a células de G. 

impudicum la proporción de células individuales aumentó a 42%, disminuyendo en 

el 5° día a 26%. Las cadenas de ≥ 7 células también disminuyeron, del 33 al 4% 

(Fig. 22A´). En el cultivo testigo las cadenas de ≥7 células fueron las más 

abundantes de 63% al 67% 

En los cultivos con contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum con 

proporción 2:1 (400:200 cél mL-1), G. catenatum presentó un mayor porcentaje de 

células individuales (de 16 a 40%) y cadenas más cortas en comparación con el 

tratamiento testigo, predominando las cadenas de 4 a 6 células (36 a 43%) (Fig. 

22B´), esta tendencia aumenta con los días del tratamiento. En el cultivo testigo 

las cadenas de ≥ 7 células fueron las más abundantes en los cinco días del 

experimento representando del 60 al 67%. 

En los cultivos con contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum en 

la proporción 1:2, tuvo un efecto similar a lo observado en el experimento con la 

proporción 2:1 con ambas especies (Fig. 22C´). Se observó un mayor porcentaje 

de células individuales (de 2 a 42%) y cadenas cortas (44%) las cuales 

aumentaron constantemente hasta el 5° día. Después del segundo día las 

cadenas de ≥7 células representaron del 44 al 10%. En el cultivo testigo no se 

observan cambios importantes en el número de células que forman cadenas, los 

porcentajes más altos corresponden a las cadenas de ≥ 7 células (de 60 a 67%). 

 

 

 

 

 



 
 

- 53 - 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 22. Porcentaje de longitud de cadenas % de G. 

catenatum expuesto a G. impudicum. A´) Proporción 1:1. 

B´) Proporción 2:1. C´) Proporción 1:2. A: Testigo de G. 

catenatum. B: cultivo de G. catenatum con contacto 

celular con G. impudicum. Azul: células individuales. 

Naranja: cadenas de 2 a 3 células. Gris: cadenas de 4 a 

6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 células. 
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8.3.4.4. Cambios morfológicos de G. catenatum  

Al estar en contacto G. catenatum con G. impudicum se observaron células 

redondeadas, ausencia de flagelos, desarreglos en el cíngulo y sulcus y lisis 

celular (Fig. 23). Estos cambios ocurrieron en todas las proporciones probadas y 

fueron más notables a partir de las 48 h. 
  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23. Morfología de G. catenatum al estar en contacto con G. impudicum cepa 

GIBACO-1 (a y c) G. catenatum sin cambios morfológicos. b) célula redondeada, sin 

flagelos. d) muerte celular. e) desprendimiento de la membrana plasmática. f) lisis 

celular. Tomada por: Zumaya-Higuera. 
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8.3.5. Cultivo sin contacto 

8.3.5.1. Proporción 1:1 

En los cultivos sin contacto celular entre G. impudicum (GIBACO-1) y G. 

catenatum, proporción 1:1 (200:200 cél mL-1), G. catenatum mantuvo una 

densidad entre 200 ± 7 a 365 ± 345 cél mL-1 al igual que su tratamiento testigo y 

G. impudicum creció constantemente hasta alcanzar 3,337 ± 114 cél mL -1 al 

quinto día (Fig. 24A). 

8.3.5.2. Proporción 2:1  

En el cultivo sin contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum en la 

proporción celular de 2:1 (400:200 cél mL-1), G. catenatum mantuvo una densidad 

entre 322 ± 102 y 477 ± 42 cél mL-1 al igual que su testigo. G. impudicum aumentó 

constantemente su abundancia hasta tener al 5° día 2,987 ± 152 cél mL -1 (Fig. 

24B). 

8.3.5.3. Proporción 1:2 

En los cultivos sin contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum en la 

proporción 1:2 (200:400 cél mL-1), G. catenatum continuó su crecimiento durante 

los cinco días del experimento alcanzando 500 ± 115 cél mL-1, superando al 

testigo (400 ± 130 cél mL-1), sin haber diferencia significativa. Por su parte, G. 

impudicum creció hasta 2,684 ± 158 cél mL -1 (Fig. 24C). 
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Figura 24. Densidades celulares en cultivos de 

interacción entre G. impudicum (GIBACO-1) y G. 

catenatum sin contacto celular. A) proporción 1:1. B) 

Proporción 2:1. C) Proporción 1:2. Azul: densidad 

celular de G. catenatum. Naranja: tratamiento control de 

G. catenatum. Gris: densidad celular de G. impudicum. 

Líneas verticales: desviación estándar. 
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8.3.5.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

En el tratamientos sin contacto entre G. catenatum y G. impudicum en 

proporción 1:1 no hubo diferencia en el largo de las cadenas, con respecto al 

testigo o al tiempo de exposición (Fig. 25A´). Tanto en el tratamiento como en el 

testigo las células individuales oscilaron de 34 a un 65%, seguidas de las cadenas 

de 2 a 3 células con porcentajes de 16 a 39%, las cadenas de 4 a 6 células 

tuvieron la misma proporción (16 a 39%) y las cadenas de ≥ 7 células 

representaron menos del 10%. 

En el tratamiento sin contacto de G. catenatum y G. impudicum en la 

proporción 2:1 tampoco hubo diferencia en el largo de las cadenas, ni con el 

testigo, ni respecto al tiempo. Tanto en el tratamiento como en el testigo las 

células individuales representaron del 33 a un 45%, seguidas de las cadenas de 2 

a 3 células con 22 al 39%, las cadenas de 4 a 6 células correspondieron del 19 al 

33% y las cadenas de ≥7 células fueron menos del 8% (Fig. 25B´). 

En el tratamiento sin contacto entre G. catenatum y G. impudicum en la 

proporción 1:2 nuevamente no hubo diferencia significativa en el largo de las 

cadenas, ni con el testigo, ni con el tiempo de exposición. En el tratamiento y en el 

testigo las células individuales representaron del 39 al 55%, seguidas de las 

cadenas de 2 a 3 células del 22 al 26%, las cadenas de 4 a 6 células se 

encontraron con un porcentaje del 25 al 36% y las cadenas de ≥7 células 

representaron menos del 5% (Fig. 25C´).  
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Figura 25. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum en cultivo sin contacto celular con G. impudicum 

(GIBACO-1). A´) Proporción 1:1. B´) Proporción 2:1. C´) 

Proporción 1:2. A: Cultivo de G. catenatum sin contacto 

celular con G. impudicum. B: Testigo de G. catenatum. 

Azul: células individuales. Naranja: cadenas de 2 a 3 

células. Gris: cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas 

de ≥ 7 células. 
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8.3.5.3.2. Cambios morfológicos de G. catenatum 

Los cambios morfológicos observados en células de G. catenatum 

expuestas al cultivo de G. impudicum (GIBACO-1), sin contacto celular, 

(separados por una membrana) en las diferentes proporciones celulares fueron: 

desarreglos en el cíngulo y el sulcus, forma trapezoidal en células individuales, 

pérdida de flagelos y desprendimiento de una membrana plasmática (Fig. 26). 

    

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 26. Morfología de G. catenatum en cultivos sin contacto celular con G. 

impudicum (GIBACO-1). a) G. catenatum sin cambios morfológicos; b) célula con 

deformación en el cíngulo y sulcus; c) célula redonda, sin flagelos; d) desprendimiento 

de la membrana plasmática y lisis celular. 

 

8.3.6. Exposición a filtrados celulares de G. impudicum (GIBACO-1) 

8.3.6.1. Proporción 1:1 

Al adicionar a cultivos de G. catenatum cultivos filtrados de G. impudicum, 

en proporción 1:1 (200:200 cél mL-1), se observó que al agregar 10 mL de filtrado 

de G. impudicum, G. catenatum al cuarto día disminuyó su densidad a 127 ± 2 cél 
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mL-1. Al agregar 20 mL de filtrado de G. impudicum, G. catenatum mantuvo su 

densidad entre 150 ± 51 y 213 ± 56 cél mL-1 durante los 5 días del tratamiento. 

Cuando se adicionaron 50 mL de los filtrados, G. catenatum mantuvo una 

densidad entre 140 ± 46 y 165 ± 40 cél mL-1 hasta el cuarto día, al 5° día esta 

aumentó a 280 ± 54 cél mL-1 (Fig. 27). En ningún caso hubo diferencias 

significativas entre los tratamientos. 
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Figura 27. Abundancia de G. catenatum expuesto a filtrados celulares de G. 

impudicum (10, 20 y 50 mL) en la proporción 1:1. Azul: G. catenatum en filtrados de 

G. impudicum. Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris: G. catenatum con su 

mismo filtrado. Líneas verticales: desviación estándar.  

 

8.3.6.1.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

Al agregar 10 mL del cultivo filtrado de G. impudicum a G. catenatum tanto 

en el tratamiento como en los cultivos controles predominaron las células 
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individuales (del 86 al 93%) (Fig. 28A´). Al exponer a G. catenatum a filtrados de 

G. impudicum, durante todo el experimento se formaron cadenas de 2 a 3 células 

(del 10 al 18%) y en menor proporción de cadenas de 4 a 6 células (del 3 al 5%). 

Al agregar 20 mL del filtrado de G. impudicum en la proporción 1:1, G. 

catenatum y sus dos testigos presentaron un patrón similar en la formación de 

cadenas, un mayor porcentaje de células individuales (más del 70%) (Fig. 28B´), 

seguido por cadenas de 2 a 3 células (9 a 37%) y las cadenas de 4 a 6 células (7 

a 18%). Con excepción del primer día, en el testigo con medio GSe se presentó 

una mayor cantidad de cadenas de 2 a 3 células (56%).  

Al agregar al cultivo de G. catenatum 50 mL del filtrado de G. impudicum en 

proporción 1:1, nuevamente en todos los tratamientos se observa un mayor 

porcentaje de células individuales (más del 60%) (Fig. 28C´), seguido de cadenas 

de 2 a 3 células (11 a 37%), cadenas de 4 a 6 células (2 a 19%) y cadenas de ≥7 

o más células (2 a 8%). 
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Figura 28. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum. A´) Con 10 mL de cultivos filtrados de G. 

impudicum (GIBACO-1). B´) Con 20 mL de cultivos filtrados 

de G. impudicum. C´) Con 50 mL filtrados de G. impudicum. 

En proporción 1:1. A: G. catenatum con cultivo filtrado de G. 

impudicum. B: G. catenatum sin filtrado. C: G. catenatum 

con su propio filtrado. Azul: células individuales, Naranja: 

cadenas de 2 a 3 células. Gris: cadenas de 4 a 6 células. 

Amarillas: cadenas de ≥ 7 células. 
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8.3.6.2. Proporción 2:1  

Al agregar 20 mL del filtrado de G. impudicum, G. catenatum disminuyó su 

tasa de crecimiento constantemente, hasta alcanzar una densidad promedio de 95 

± 51 cél mL-1, mostrando diferencias significativas (P<0.05) respecto a su testigo al 

cual se le agregaron filtrados de G. catenatum (Fig. 29).  

Al agregar 50 mL de los filtrados de G. impudicum, la densidad de G. 

catenatum aumentó en las primeras 24 h (220 ± 115 cél mL-1), aunque al segundo 

día a disminuyó a 160 ± 26 cél mL-1 y a partir del tercer día empezó a aumentar 

hasta alcanzar 254 ± 134 cél mL-1 en el quinto día (Fig. 29).  

Figura 29. Abundancia celular de G. catenatum expuesto a filtrados celulares de G. 

impudicum (GIBACO-1) (20 y 50 mL) en la proporción 2:1. Azul: G. catenatum en 

filtrados de G. impudicum (GIBACO-1). Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris G. 

catenatum con su mismo filtrado. Líneas verticales: desviación estándar. Asterisco: 

diferencias significativas (P<0.05) entre el tratamiento y su testigo. 

 

8.3.6.2.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

Al agregar 20 mL del filtrado de G. impudicum, G. catenatum en proporción 

2:1, predominaron las células individuales (de 46 a 85%), las cadenas de 2 a 3 

células representaron del 5 al 33%, las cadenas de 4 a 6 células tuvieron un 
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porcentaje del 4 al 27% y las cadenas de ≥7 células representaron menos del 7% 

además solo se observan en el primer, tercer y cuarto día (Fig. 30A´).  

Con 50 mL de filtrado en la proporción 2:1 G. catenatum en todos los 

tratamientos predominaron las células individuales durante los primeros cinco días 

del experimento (más del 50%) (Fig. 30B´). En el tratamiento con el cultivo filtrado 

de G. impudicum el porcentaje de células individuales fue mayor (de 44 a 47%), en 

el tratamiento testigo con medio GSe las células individuales representaron del 44 

al 62% y en el tratamiento testigo, al que se le adicionó de su mismo filtrado el 

porcentaje de células individuales fue del 51 al 64%. Las cadenas de 2 a 3 células 

estuvieron en un porcentaje del 18 al 22%, las cadenas de 4 a 6 células entre 12 y 

30% y las cadenas de ≥7 células de 6 a 23% con excepción del tercer día donde 

no se detectaron estas cadenas. Para los tratamientos testigos el porcentaje de 

cadenas de 2 o más células representó del 35 al 55%. 
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Figura 30. Porcentaje de longitud de cadenas de G. catenatum. A´) Con 20 mL de cultivos filtrados de G. Impudicum. B´) Con 

50 mL de cultivos filtrados de G. Impudicum en una proporción 2:1. A: G. catenatum con cultivo filtrado de G. impudicum. B: G. 

catenatum sin filtrado. C: G. catenatum con su propio filtrado. Azul: células individuales, Naranja: cadenas de 2 a 3 células. 

Gris: cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 células. 
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8.3.6.3. Proporción 1:2  

Al agregar 10 mL del filtrado de G. impudicum, G. catenatum mantuvo su 

densidad entre 200 ± 93 y 259 ± 101 cél mL-1, disminuyendo su densidad en un 

50%, siendo significativamente menores que las densidades de los dos testigos 

(P<0.05) (Fig. 30).  

Al agregar 20 mL de los filtrados de G. impudicum, la densidad de G. 

catenatum aumentó en las primeras 24 h alcanzando 547 ± 155 cél mL-1, en el 

segundo día disminuyó su crecimiento a 466 ± 144 cél mL-1, a partir de ese día 

aumentó constantemente su densidad hasta 671 ± 266 cél mL-1, ambos 

tratamientos testigos tienen el mismo patrón de comportamiento que el tratamiento 

al cual se le agregaron filtrados de G. impudicum (Fig. 30).  

Al agregar 50 mL del filtrado de G. impudicum, G. catenatum mantuvo su 

densidad entre 263 ± 132 y 337 ± 85 cél mL-1 en todos los días del tratamiento 

(Fig. 30).  
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Figura 31. Abundancia celular de G. catenatum expuesto a filtrados celulares de G. 

impudicum (10, 20 y 50 mL) en la proporción 1:2. Azul: G. catenatum con cultivos 

filtrados de G. impudicum. Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris G. catenatum 

con su mismo filtrado. Líneas verticales: desviación estándar. Asterisco: diferencias 

significativas (P<0.05) entre el tratamiento y su testigo. 
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8.3.6.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

Al agregar 10 mL del cultivo filtrado de G. impudicum a cultivos de G. 

catenatum en la proporción 1:2 en todos los tratamientos incluyendo los 

tratamientos testigos predominan las células individuales (más del 60%) (Fig. 

32A´) siguiendo las cadenas de 2 a 3 células (de 9 a 17%), cadenas de 4 a 6 

células (de 10 a 20%) y cadenas de ≥7 células (5%). 

Con 20 mL del cultivo filtrado en la proporción 1:2 G. catenatum en todos 

los tratamientos presenta una dominancia de células individuales en los cinco días 

monitoreados (más del 50%) (Fig. 32B´). En todos los tratamientos incluyendo los 

tratamientos testigos el porcentaje de células individuales es de 55 a 57%, la 

cadenas de 2 a 3 células representan del 14 al 27%, las cadenas de 4 a 6 células 

se encuentran en un porcentaje de 18 a 24% y las cadenas de ≥ 7 células 

representan menos del 10%. 

Al agregar 50 mL del cultivo filtrado de G. impudicum a cultivos de G. 

catenatum, tanto en el tratamiento como en los cultivos controles predominaron las 

células individuales (del 31 al 57%). Al exponer a G. catenatum con el filtrado de 

G. impudicum las cadenas de 2 a 3 células aumentaron de 4 a 19% en los 5 días 

del experimento, las cadenas de 4 a 6 células mantuvieron un porcentaje entre 21 

y 37% y las cadenas de ≥ 7 células disminuyeron a 6%. Una tendencia similar en 

la longitud de cadenas se observa en los dos tratamientos testigos (Fig. 32C´). 
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Figura 32. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum. A´) Con 20 mL de cultivos filtrados de G. 

impudicum (GIBACO-1). B´) Con 50 mL de cultivos filtrados 

de G. impudicum en una proporción 1:2. A: G. catenatum 

con cultivo filtrado de G. impudicum. B: G. catenatum sin 

filtrado. C: G. catenatum con su propio filtrado. Azul: 

células individuales, Naranja: cadenas de 2 a 3 células. 

Gris: cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 

células. 
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8.3.6.4. Cambios morfológicos de G. catenatum  

En los experimentos de exposición a las diferentes cantidades de cultivo 

filtrados de G. impudicum (10, 20 y 50 mL) y con las diferentes proporciones 

celulares (1:1, 2:1 y 1:2) se observaron células trapezoidales, células 

redondeadas, desprendimiento de la membrana plasmática, lisis y muerte celular 

(Fig. 33). 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 33. Morfología de G. catenatum al exponerlo a cultivos filtrados de G. 

impudicum. a) G. catenatum sin cambios morfológicos. b) células redondeada, sin 

flagelos; c) célula redondeada con deformación en el cíngulo y sulcus. d) lisis celular. 

e) cadena de G. catenatum de cuatro células sin flagelos y desprendimiento de la 

membrana plasmática. Tomada por: Zumaya-Higuera. 
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8.3.7. Cultivos bi-algales de G. impudicum (GIBACO-13) y G. catenatum  

8.3.7.1. Cultivos con contacto celular 

8.3.7.1.1. Proporción 1:1 

En los cultivos con contacto celular entre G. impudicum y G. catenatum, 

proporción 1:1 (200:200 cél mL-1) a las 24 h G. catenatum decreció a 176 ± 29 cél 

mL-1 y la densidad de G. impudicum aumentó a 556 ± 134 cél mL-1 (Fig. 34A). G. 

catenatum aumentó hasta aproximadamente 410 ± 19 cél mL-1 hasta el tercer día, 

a partir del cuarto día decreció a 246 ± 34 cél mL-1. G. impudicum aumentó su 

densidad constantemente hasta el cuarto día (1,844 ± 478 cél mL-1), al quinto día 

disminuyó a 1,074 ± 143 cél mL-1. Los cultivos monoalgales de ambos 

dinoflagelados crecieron durante los 5 días, alcanzando G. catenatum una 

abundancia promedio de 2,838 ± 402 cél mL-1 y G. impudicum 4,471 ± 766 cél mL-

1 el último día del experimento. 

8.3.7.1.2. Proporción 2:1 

En la proporción 2:1 (400:200 cél mL-1) en los cinco días del tratamiento G. 

catenatum no creció manteniendo su densidad entre 200 ± 83 y 264 ± 28 cél mL-1 

(Fig. 34B). G. impudicum aumentó su densidad constantemente hasta el tercer día 

a 1,548 ± 160 cél mL-1, en el cuarto día disminuyó discretamente (1,426 ± 114 cél 

mL-1), aumentando nuevamente en el último día del tratamiento a 2,984 ± 294 cél 

mL-1. Los cultivos testigos de ambos dinoflagelados crecieron durante los 5 días 

alcanzando el último día G. catenatum una abundancia promedio de 2,838 ± 402 

cél mL-1 y G. impudicum de 4,471 ± 766 cél mL-1. 

8.3.7.1.3. Proporción 1:2  

En los cultivos con contacto celular en la proporción 1:2 (200:400 cél mL-1) 

(Fig. 34C), G. impudicum aumentó constantemente su densidad durante el periodo 

del experimento hasta alcanzar 2,421 ± 124 cél mL-1, lo mismo ocurrió con G. 

catenatum que aumentó su densidad hasta 724 ± 169 cél mL-1. Los cultivos 

monoalgales de ambos dinoflagelados también crecieron durante los 5 días, de 
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estos G. catenatum alcanzó una abundancia promedio de 2,838 ± 402 cél mL-1 y 

G. impudicum de 4,471 ± 766 cél mL-1. 
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 Figura 34. Cultivos con contacto de G. impudicum 

(GIBACO-13) y G. catenatum. A) proporción 1:1. B) 

proporción 2:1. C) Proporción 1:2. Línea continua negra: 

testigo G. catenatum. Línea continua gris: testigo de G. 

impudicum. Línea punteada negra: G. catenatum en 

cultivo con contacto celular. Línea punteada gris: G. 

impudicum en cultivo con contacto celular. Líneas 

verticales: desviación estándar. 
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8.3.7.1.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

En el tratamiento con contacto celular con G. impudicum en la proporción 

1:1, el porcentaje de las células individuales de G. catenatum aumentaron hasta el 

cuarto día (30%) disminuyendo a 14% en el quinto. Las cadenas más abundantes 

fueron las cadenas cortas de 2 a 6 células en todo el tratamiento (Fig. 35A´). En el 

testigo de siempre predominan las cadenas de ≥7 células (de 63 a 67%). 

Para el tratamiento con proporción 2:1 de G. impudicum y G. catenatum, al 

mantener a las dos especies en contacto las células individuales aumentan a lo 

largo de todo el tratamiento (14 a 39%), el porcentaje de las cadenas de 2 a 3 

células también incrementan (9 a 31%), disminuyendo las cadenas de 4 a 6 

células (46 a 15%) y de ≥7 células (31 a 15%) (Fig. 35B´). En el testigo de siempre 

predominaronn las cadenas de ≥7 células (de 63 a 67%). 

En el tratamiento con contacto celular con la proporción celular de 1:2, el 

porcentaje de las células individuales de G. catenatum aumentó a 40% en el 5° día 

del tratamiento. Las cadenas de 2 a 3 células también aumentaron a 25%, las de 4 

a 6 células disminuyeron del 51 al 18%, al igual que las cadenas de ≥ 7 células 

que disminuyeron al 9%. En el cultivo testigo tampoco se observaron cambios 

importantes en la longitud de las cadenas, siendo de mayor abundancia las ≥ 7 

células (de 60 a 67%) (Fig. 35C´). 
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Figura 35. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum expuesto a G. impudicum (GIBACO-1). A´) 

Proporción 1:1. B´) Proporción 2:1. C´) Proporción 1:2. 

A: Testigo de G. catenatum. B: Cultivo de G. catenatum 

con contacto celular con G. impudicum. Azul: células 

individuales. Naranja: cadenas de 2 a 3 células. Gris: 

cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 

células. 
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8.3.7.1.4. Cambios morfológicos de G. catenatum 

Al estar G. catenatum en contacto con células de G. impudicum (cepa 

GIBACO-13) en las diferentes proporciones (1:1, 2:1 y 1:2), se observaron células 

semiesféricas, desprendimiento de la membrana plasmática, desarreglos en el 

cíngulo y sulcus, núcleo prominente, apoptosis y lisis celular (Fig. 36). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 36. Morfología de G. catenatum expuesta a células de G. impudicum. a) 

Control de G. catenatum sin cambios morfológicos. b) célula semiesférica con 

desprendimiento de la membrana plasmática y núcleo prominente. c) lisis células y 

muerte celular. d) apoptosis. Tomada por: Zumaya-Higuera. 

 

8.3.8. Cultivos sin contacto 

8.3.8.1. Proporción 1:1 

En los cultivos sin contacto celular entre G. impudicum (GIBACO-13) y G. 

catenatum en proporción 1:1 (200:200 cél mL-1), G. catenatum mantuvo su 
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densidad entre 200 ± 60 y 261 ± 34 cél mL-1 en todo el tratamiento, con 

densidades menores respecto a su testigo (< 380 ± 70 cél mL-1). G. impudicum 

aumentó constantemente su densidad hasta aproximadamente 3,296 ± 500 cél mL 

-1 (Fig. 37A). 

8.3.8.2. Proporción 2:1 

En los cultivos sin contacto en la proporción 2:1 (400:200 cél mL-1) la 

densidad de G. catenatum tanto en presencia de G. impudicum como en el testigo 

mantuvieron una densidad entre 200 ± 58 y 389 ± 72 cél mL-1, sin observarse 

diferencias significativas entre los tratamientos. En el cultivo monoalgal de G. 

impudicum este alcanzó una abundancia de 3,120 ± 195 cél mL-1 al quinto día 

(Fig. 37B). 

8.3.8.3. Proporción 1:2 

En los cultivos sin contacto celular en la proporción 1:2 (200:400 cél mL-1) 

G. catenatum aumentó constantemente hasta alcanzar en el cuarto día una 

densidad promedio de 1,228 ± 414 cél mL-1, disminuyendo su densidad en el 

último día del tratamiento a 999 ± 170 cél mL-1, con una mayor densidad que el 

testigo (500 ± 228 a 592 ± 10 cél mL-1). G. impudicum alcanzó una biomasa al 

quinto día de 3,800 ± 86 cél mL -1 (Fig. 37C). 
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Figura 37. Densidades celulares en cultivos de interacción 

entre G. impudicum (GIBACO-13) y G. catenatum sin 

contacto celular A) Proporción 1:1. B) Proporción 2:1. C) 

Proporción 1:2. Azul: densidad celular de G. catenatum. 

Naranja: tratamiento control de G. catenatum. Gris: 

densidad celular de G. impudicum. Líneas verticales: 

desviación estándar. 
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8.3.8.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum 

En la proporción 1:1 de los cultivos sin contacto celular entre G. catenatum 

y G. impudicum (GIBACO-13) no hubo diferencias en la longitud de cadenas entre 

el tratamiento y el testigo (Fig. 38A´). Predominaron las células individuales (más 

del 50%) y aumentaron constantemente durante el tratamiento (de 32 a 71%), las 

cadenas de 2 a 3 células disminuyeron (de 41 a 22%), al igual que las cadenas de 

4 a 6 células que disminuyeron de 41 al 22%. Las cadenas de ≥7 células no 

siempre se observaron y representaron solo del 4 al 8% (Fig. 65). 

En los cultivos sin contacto de G. catenatum y G. impudicum en la 

proporción 2:1 tampoco hubo diferencias en la longitud de cadenas con respecto 

al testigo (Fig. 38B´). Las cadenas de 2 a 3 células se mantuvieron en una 

proporción de 24 a 36% y las cadenas de 4 a 6 células con menor porcentaje entre 

8 a 20%.  

En los cultivos sin contacto celular en la 1:2, tampoco se observaron 

diferencias importantes respecto al testigo en el patrón de las cadenas (Fig. 38C´). 

En ambos tratamientos dominaron las células individuales (más del 60%), 

seguidas por las cadenas de 2 a 3 células (de 20 a 21%), en menor porcentaje las 

cadenas de 4 a 6 células (de 2 a 10%) y cadenas de ≥ 7 células aún en menor 

proporción (4%).  
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Figura 38. Porcentaje de longitud de cadenas % de G. 

catenatum en cultivo sin contacto celular con G. impudicum 

(GIBACO-13). A´) Proporción 1:1. B´) Proporción 2:1. C´) 

Proporción 1:2. A: Cultivo de G. catenatum sin contacto 

celular con G. impudicum. B: Testigo de G. catenatum. 

Azul: células individuales. Naranja: cadenas de 2 a 3 

células. Gris: cadenas de 4 a 6 células. Amarillas: cadenas 

de ≥ 7 células. 
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8.3.8.4. Cambios morfológicos de G. catenatum  

Los principales cambios celulares observados en G. catenatum en el 

experimento sin contacto celular al separarlo por una membrana de G. impudicum 

(GIBACO-13) en las diferentes proporciones celulares (1:1, 2:1 y 2:1), fueron: 

células esféricas sin flagelos, desarreglos en el cíngulo y el sulcus, 

desprendimiento de membrana plasmática (Fig. 39). 

 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 39. Morfología de G. catenatum sin contacto con G. impudicum en las tres 

proporciones (1:1, 2:1 y 1:2). a) forma típica de una cadena de tres células de G. 

catenatum sin cambios morfológico. b y c) célula esférica no se observa el flagelos 

mostrando desarreglos en el cíngulo y sulcus. d) cadena de seis células mostrando 

desprendimiento de la membrana plasmática. Tomada por: Zumaya-Higuera. 
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8.3.9. Exposición a filtrados celulares de G. impudicum  

8.3.9.1. Proporción 1:1 

Al agregar a cultivos de G. catenatum cultivos filtrados de G. impudicum en 

proporción 1:1 (200:200 cél mL-1), se observó que con 50 mL de G. impudicum, G. 

catenatum mantuvo su densidad entre 169 ± 25 a 227 ± 41 cél mL-1 durante los 

cinco días del tratamiento (Fig. 40A), sin haber diferencias significativas con los 

testigos (202 ± 31 a 286 ± 42 cél mL-1). 

8.3.9.2. Proporción 2:1  

Al agregar 50 mL del filtrado de G. impudicum al cultivo de G. catenatum 

este último mantuvo su densidad entre 144 ± 20 cél mL-1 y 224 ± 55 cél mL-1 sin 

haber diferencias significativas con los testigos (Fig. 40B). 

8.3.9.3. Proporción 1:2 

Al agregar 50 mL de cultivo filtrado de G. impudicum en la proporción 1:2 

(200:400 cél mL-1) el crecimiento de G. catenatum  alcanzó una densidad al tercer 

día de 404 ± 11 cél mL-, en el cuarto día decreció a 288 ± 66 cél mL-1 y en el 

quinto día del tratamiento aumentó a 414 ± 146 cél mL-1 superando la densidad 

del tratamiento testigo con medio GSe (de 259 ± 56 cél mL-1 a 404 ± 95 cél mL-1), 

pero sin diferencias significativas  (Fig. 40C). 
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Figura 40. Abundancia celular de G. catenatum expuesto 

a filtrados celulares de G. impudicum (GIBACO-13) (50 

mL) en la A) proporción 1:1. B) Proporción 2:1. C) 

Proporción 1:2. Azul: G. catenatum en filtrados de G. 

impudicum. Naranja: G. catenatum en medio GSe. Gris: 

G. catenatum con su mismo filtrado. Líneas verticales: 

desviación estándar. 
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8.3.9.3.1. Longitud de cadenas de G. catenatum  

Al agregar 50 mL del filtrado de G. impudicum (GIBACO-13) al cultivo de G. 

catenatum tanto en el tratamiento como en los testigos predominaron las células 

individuales (del 55 al 81%), seguidas de las cadenas de 2 a 3 células (del 14 al 

32%), las cadenas de 4 a 6 células (del 2 a 21%) y cadenas de ≥ 7 células solo se 

observaron en el tercer y cuarto día para G. catenatum (4%) (Fig. 41A´).  

Al agregar 50 mL del filtrado de G. impudicum a G. catenatum en 

proporción 2:1 en todos los tratamientos predominaron las células individuales 

disminuyendo su porcentaje con los días (del 82 a 67%), seguidas de las cadenas 

de 2 a 3 células (más de 31%) y las cadenas de 4 a 6 células con una proporción 

menor del 8%. En los dos testigos se observaron cadenas de ≥ 7 células con un 

porcentaje menor a 4% (Fig. 41B´).  

Al agregar 50 mL de cultivo filtrado de G. impudicum en la proporción 1:2 a 

un cultivo de G. catenatum (Fig. 41C´), las células individuales representaron del 

47 hasta el 74%, las cadenas de 2 a 3 células disminuyeron su proporción de 41% 

a 17% en el tercer día aumentando nuevamente en el cuarto y quinto día a 43%. 

Las cadenas de 4 a 6 células aumentaron del 2 al 8% y las cadenas de ≥ 7 células 

se observaron en el tercer y último día del tratamiento con una proporción menor 

al 3%. En los dos tratamientos testigos también predominaron las células 

individuales (del 43 a 61%), seguidas de las cadenas de 2 a 3 células (del 27 a 

47%), cadenas de 4 a 6 células con una proporción menor a 19% y en ocasiones 

se observaron cadenas de ≥ 7 células con una proporción menor al 4%.  
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Figura 41. Porcentaje de longitud de cadenas de G. 

catenatum con cultivos filtrados de G. impudicum (GIBACO-

13) (50 mL). A´) Proporción 1:1. B´) Proporción 2:1. C´) 

Proporción 1:2. A: G. catenatum con cultivo filtrado de G. 

impudicum (GIBACO-13). B: G. catenatum sin filtrado. C: G. 

catenatum con su propio filtrado. Azul: células individuales, 

Naranja: cadenas de 2 a 3 células. Gris: cadenas de 4 a 6 

células. Amarillas: cadenas de ≥ 7 células. 
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8.3.9.4. Cambios morfológicos de G. catenatum 

Al adicionar 50 mL de filtrados celulares de G. impudicum, a cultivos de G. 

catenatum en las diferentes proporciones celulares (1:1, 2:1 y 1:2), se observaron 

células esféricas, sin flagelo, deformación en el cíngulo y sulcus, núcleo evidente y 

lisis celular (Fig. 42). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 42. Morfología de G. catenatum al exponerlo a cultivos filtrados de G. 

impudicum. a) cadena de cuatro células de G. catenatum sin cambios. b) célula 

esférica. c) lisis celular. d) cadena de dos células redondeadas mostrando núcleo 

evidente, desarreglos en el cíngulo, sulcus y pérdida del flagelo. e) cadena de seis 

células mostrando núcleo evidente, deformación de la cadena, desarreglos en el 

cíngulo, sulcus y lisis celular. Tomada por: Zumaya-Higuera. 
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9. DISCUSIÓN 

9.1. Identificación molecular de las cepas de Cochlodinium 

polykrikoides y Gymnodinium impudicum. 

Al utilizar la taxonomía clásica para identificar morfológicamente las 

especies de este trabajo, se observó que existen algunas similitudes entre ellas 

que dificulta su clasificación (Fraga et al., 1995) por ejemplo, C. polykrikoides es 

morfológicamente similar a G. catenatum y G. impudicum y otras especies de 

Cochlodinium. También se sabe que C. polykrikoides es similar a C. fulvescens ya 

que ambas especies forman cadenas de hasta 4 células y tienen un núcleo y una 

mancha oscura (estigma) situada en la parte dorsal anterior de la célula (Iwataki et 

al., 2007; Matsuoka et al., 2008). C. polykrikoides se caracteriza por mostrar 

células más alargadas que anchas, epicono de tipo cónico, hipocono bilobulado, 

cíngulo profundo que rodea la célula entre 1.8-1.9 veces. El sulcus se encuentra 

situado por debajo de éste, presenta en vista dorsal una estigma de color rojo en 

la parte posterior del epicono, el núcleo se encuentra localizado anteriormente, se 

puede presentar en cadenas de 2, 4 y raramente de 8 células, puede llegar a 

medir de largo 56-60 µm y de ancho 39-42 µm (Maciel-Baltazar & Hernández-

Becerril, 2013). Mientras que C. fulvescens se caracteriza por mostrar células 

redondeadas y de forma elipsoidal. El cíngulo rodea la célula dos veces y el sulcus 

se desplaza hacia abajo aparte del cíngulo. Un cuerpo pigmentado rojizo naranja 

se encuentra en lado dorsal del epicono. El núcleo es esférico y se localiza en la 

parte anterior del epicono. Presenta cloroplastos granulares y distribuidos a lo 

largo del cíngulo y periferia de la célula (Gárate-Lizárraga, 2014), y sus medidas 

son similares a las de C. polykrikoides, midiendo 32-55 µm de largo y 25- 38 µm 

de ancho (Iwataki et al., 2007).  

Por otro lado Fraga et al. (1995) comentan que G. catenatum puede llegar a 

confundirse con G. impudicum especialmente cuando se fija en lugol, Hallegraeff y 

Fraga (1996) y Cho et al. (2001) también mencionan que C. polykrikoides puede 

confundirse con G. catenatum, aunque esta generalmente es más pequeña que G. 

catenatum. Además, G. impudicum presenta un hipocono ligeramente más 

pequeño que el epicono, y la célula es convexa en vista lateral, en las células de 
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G. catenatum los lados del hipocono son cóncavos, el cíngulo es afilado y forman 

un ala gruesa mientras que en G. impudicum los lados del hipocono son lisos. G. 

impudicum cuenta con un cingulum distinto con desplazamiento 1.3-1.4 de 

longitud total de la célula. El sulcus es estrecho, penetrando entre el epicono hasta 

el ápice, donde gira en sentido contrario viéndolo desde el ápice (Fraga et al., 

1995). Se puede encontrar como célula individual o puede formar cadenas de 

hasta 8 células (Fraga et al., 1995), aunque generalmente de 4 células. Mide entre 

14 y 37 µm de longitud y 16 y 32 µm de ancho (Fraga et al., 1995). 

Ante la dificultad de identificar morfológicamente a G. impudicum y a las 

especies de Cochlodinium sp., se opto por el uso de herramientas moleculares, lo 

cual fue un complemento para reforzar o dilucidar la identificación que se había 

hecho con base a la morfología de las células. Esto se llevó a cabo a través de la 

amplificación de las región 28S del LSU ADN ribosomal, a partir de cultivos 

monoalgales (Blackburn et al., 1989; Hallegraeff et al., 2003; Iwataki et al., 2007, 

2008; Matsuoka et al., 2008). Utilizando la secuenciación de los productos del 

PCR y el análisis BLAST se confirmó que las morfo-especies C. polykrikoides y G. 

impudicum tuvieron una identidad del 100% con las secuencias de sus con-

específicos en la base de datos de GenBank. La cepa CPEPAZ-11 se agrupó con 

100% de similitud con secuencias de C. polykrikoides. GIBACO-13 se agrupó con 

un 89% de similitud con la secuencia de G. impudicum de Hong kong; esta 

secuencia es el primer reporte de esta especie para las costas mexicanas. La 

cepa GIBACO-1 por sus características morfológicas y una secuencia preliminar 

de la región ITS, se había identificado como C. cf. fulvescens, al amplificar un 

fragmento de la región 28S de ADN ribosomal y realizar el analísis de las 

secuencia se tuvo un 100% de similitud con G. impudicum, para descartar algún 

problema de contaminación por la inadecuada manipulación de la muestra se 

inicio un nuevo cultivo de estas cepas, se volvió a extraer ADN, se amplifició 

nuevamente la región S, coincidiendo y confirmando su identificación molecular.  

La incongruencia entre la identificación morfológica y la identificación molecular en 

dinoflagelados ha sido un problema recurrente (Gómez et al., 2011). En este caso 

en particular es conveniente profundizar en el análisis morfológico para distinguir 
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los caractéres que distinguen a las especies. Llama la atención la similitud de las 

secuencias de G. impudicum de Bahía de Concepción con la reportada en 

GenBank de Hong Kong a tal grado que forman un subclado, sugiriendo una 

mayor relación filogenética entre ellas. Será conveniente realizar trabajos para 

determinar cuales si también comparten caractarísticas morfológicas que además 

las separe del resto de sus con-específicas.  

9.2.  Tasas de crecimiento de cultivos monoespecíficos de los 

dinoflagelados C. polykrikoides, G. impudicum y G. catenatum.  

La tasa de crecimiento es un parámetro importante en la dinámica de las 

poblaciones y en la ecología del fitoplancton, ya que integra numerosos procesos 

bioquímicos que dan un único resultado, generalmente definido en términos de 

cambios en el número celular o la biomasa (Tillmann et al., 2009). Las curvas de 

crecimiento obtenidas en este trabajo muestran diferente número de días para 

aclimatarse e iniciar y finalizar su fase de crecimiento exponencial, sin embargo la 

tasa de crecimiento de C. polykrikoides y G. impudicum (GIBACO-1 y GIBACO-13) 

fueron muy similares (0.11, 0.12, 0.13 div·día-1 respectivamente), siendo menores 

a las de G. catenatum (0.20 div·día-1). Se han reportado tasas de crecimiento 

mayores para C. polykrikoides (0.39 div·día-1) utilizando medio GSe y f/2+Se ha 

23°C ± 2°C, ciclo de luz/oscuridad 12:12 hrs y 75 iE m-2 s-1 de intensidad lumínica 

con salinidad de 36 ups (Dorantes-Aranda, 2006) y para G. impudicum con 

diferentes fuentes de fosfato tiene tasas de crecimiento entre 0.31 y 0.41 div día-1. 

En G. catenatum se han reportado tasas de crecimiento entre 0.07 y 0.82 div·día-1 

en medio GSe, en condiciones similares a las de este trabajo (Band-Schmidt et al., 

2010; Hallegraeff et al., 2012; Durán-Riveroll, 2014). Lo anterior sugiere que la 

tasa de crecimiento puede variar entre cepas de la misma especie. En este trabajo 

se mantienen las mismas condiciones de cultivo para los todos los diferentes 

tratamientos los cuales fueron descritos en la metodología; en los trabajos en 

donde se evalúa la temperatura, salinidad y medio de cultivo no se observan 

diferencias significativas (Band-Schmidt et al., 2004, 2006; Bustillos-Guzmán et al., 

2012; Durán-Riveroll, 2014). G. catenatum se caracteriza por tolerar amplios 
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intervalos de temperatura (11.5 – 30 °C) y una salinidad entre 28 y 38 ups (Band-

Schmidt et al., 2004).  

9.3.  Efecto de C. polykrikoides y G. impudicum en el crecimiento y 

morfología de G. catenatum. 

Se obtuvieron evidencias del papel que juegan las interacciones bióticas 

como la alelopatía y la competencia, cuando especies como C. polykrikoides y G. 

impudicum al estar en contacto celular o mediante la liberación de metabolitos al 

medio, afectan negativamente al dinoflagelado tóxico G. catenatum, sugiriendo 

que ambas especies podrían influir en el declive de florecimientos algales de G. 

catenatum inhibiendo su crecimiento y causando cambios en su morfología.  

Se ha demostrado que la densidad celular inicial de dos especies de 

fitoplancton es crucial para determinar la interacción en un cultivo bi-algal (Uchida 

et al., 1999; Yamasaki et al., 2011), ya que el efecto alelopático de una especie 

sobre otra se manifiesta cuando una especie depende de la densidad de otra 

(Maynard-Smith, 1974; Sato et al., 2005; Zhu et al., 2005).  

La intensidad y la rapidez de la inhibición del crecimiento entre cepas de 

dinoflagelados pueden determinarse al realizar cultivos bi-algales que permitan el 

contacto celular entre las especies de interés, empleando diferentes proporciones 

celulares. Tang y Gobler (2010) mostraron que el efecto de los aleloquímicos 

depende en gran medida de la población inicial de la comunidad. En el presente 

estudio esto fue más notorio con C. polykrikoides en el tratamiento con la 

proporción 2:1, donde la densidad celular de G. catenatum disminuyó en un 90% 

al segundo día de haber contacto celular entre ambas especies. En las 

proporciones 1:1 y 1:2 también se observó una disminución importante en el 

crecimiento de G. catenatum después de 5 días de cultivo. Los cultivos bi-algales 

de Gymnodinium impudicum con G. catenatum en todas las proporciones 

probadas también causaron una mortalidad del 50% en G. catenatum, siendo 

menor que la causada por C. polykrikoides. 

El efecto del contacto celular entre dinoflagelados ha sido documentado 

previamente por Yamasaki et al. (2011), los autores expusieron células de 
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Heterocapsa cirulariscuama a Prorocentrum dentatum en un mismo cultivo; 

observando que la densidad celular de H. circulariscuama disminuyó hasta un 

50% después de 5 h; cuando fueron separados por una barrera física permeable, 

no se encontró disminución de su densidad, concluyendo que la mortalidad de H. 

circulariscuama depende del contacto celular. En trabajos anteriores de alelopatía 

con G. catenatum, Fernández-Herrera et al. (2016) reportaron una mortalidad de 

100% en G. catenatum al estar en contacto con células de Chattonella marina var. 

marina en una proporción 2:1 en 72 h. Ramírez-Rodríguez (2015) observó que al 

exponer a cepas de G. catenatum (500 cél mL-1) a una comunidad bacteriana 

(9000 cél mL-1) en proporción 1:2, se observan diferencias en el crecimiento del 

dinoflagelado; además observó dos patrones de comportamiento dependiendo de 

la cepa: el primero fue la obtención de densidades celulares altas y el segundo fue 

la inhibición en el crecimiento de G. catenatum, dando lugar a un descenso de 

más del 90% de la abundancia, así como a diferencias en el perfil de toxinas 

paralizantes y cambios en la morfología de la célula. En nuestro trabajo fue 

evidente que el contacto celular, particularmente con C. polykrikoides afecta el 

crecimiento de G. catenatum causando una mortalidad de más del 90% en menos 

de 48 h. 

Al separar a las especies de dinoflagelados mediante una membrana 

permeable no se observó efecto alguno en el crecimiento que pudiera asociarse a 

la presencia de metabolitos liberados por C. polykrikoides o de G. impudicum en 

las tres proporciones probadas, ya que la densidad celular de G. catenatum fue 

similar a la del tratamiento testigo. Estos resultados sugieren que no existe un 

efecto alelopático entre estas especies de dinoflagelados, o por lo menos no se 

observa algún efecto en el crecimiento en las proporciones probadas, sin 

embargo, sí se observaron cambios en la morfología de las células demostrando 

que si hay aleloquímicas pero en concentraciones bajar para inhibir su tasa de 

crecimiento.  

Tang & Gobler (2010) observaron un efecto alelopático de C. polykrikoides 

sobre diversas especies de dinoflagelados sin contacto celular, separados 
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mediante una membrana permeable de 5 µm, así como en cultivos con contacto 

celular. Cuando C. polykrikoides y A. sanguinea no tienen contacto (al separarse 

por una membrana), disminuyó la densidad celular de A. sanguínea a las 72 h. Al 

estar en contacto C. polykrikoides y con la rafidofícea C. marina, esta última 

disminuyó su densidad celular, en contraste, en los cultivos separados por una 

membrana creció (2,400 cél mL-1), no obstante fue un crecimiento menor al del 

control (3,360 cél mL-1). Sus resultados indican que no es necesario el contacto 

directo entre estas especies para tener un efecto alelopático, sugiriendo que al 

menos algunos de los aleloquímicos responsables son liberados al medio de 

cultivo. También mencionan que las sustancias liberadas (ROS) se disuelven en el 

medio de cultivo y no causan un gran impacto en las células mostrando una 

disminución celular significativamente menor que su testigo. También mencionan 

que este daño se observó durante el análisis microscópico de células de G. 

catenatum, observándose únicamente células redondeadas. La exposición directa 

de C. polykrikoides a G. catenatum causó un efecto más fuerte al estar separados 

por una membrana permeable, al registrarse las mortalidades más altas de G. 

catenatum en los tratamientos con contacto celular. Es probable que C. 

polykrikoides tenga otros mecanismos para hacer daño a las células, por ejemplo 

la literatura menciona que posee tricocistos (Hallegraeff & Hará, 1995) que 

pudieran ser liberados y ejercer un daño físico a la membrana celular de G. 

catenatum.  

Muchos de los metabolitos alelopáticos no han sido identificados 

químicamente, sin embargo, hay evidencia de su actividad la cual varía entre 

cepas (Kudela & Gobler, 2012). En este trabajo al agregar cultivos filtrados de C. 

polykrikoides a G. catenatum, solo hubo una mortalidad significativa (50 y 100%) 

en las proporciones 1:1 y 2:1, cuando se utilizaron 20 y 50 mL del filtrado. 

Fernández-Herrera et al. (2016) observaron resultados similares y sólo obtuvieron 

mortalidades del ~50% al agregar 50 mL en la proporción 2:1 y 1:2 de cultivos 

filtrados de Chattonella marina var. marina a cultivos de G. catenatum. Este 

comportamiento puede deberse a que las células al momento de filtrarse se dañen 
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y se rompan y segreguen más aleloquímicos u otras sustancias al medio que 

pueden dañar a G. catenatum. 

Al agregar cultivos filtrados de las de dos cepas de G. impudicum no hubo 

diferencias significativas en el crecimiento con respecto al testigo en la mayoría de 

los tratamientos, sin embargo, sí se observaron algunas células con cambios 

morfológicos, indicando que la concentración de las sustancias excretadas al 

medio de cultivo no fue lo suficientemente dañina o que fueron concentraciones 

bajar como para no inhibir la tasa de crecimiento. 

En este trabajo se observaron algunos efectos negativos sobre G. 

catenatum al estar expuesto a C. polykrikoides y G. impudicum, siendo más 

evidente en los experimentos con contacto celular y en menor grado cuando se 

utilizaron filtrados celulares. Al utilizar una membrana permeable como barrera 

física no se detectaron cambios en el crecimiento de G. catenatum. Se ha 

sugerido que en el ambiente natural las especies de fitoplancton están 

constantemente expuestas a los compuestos químicos de otras especies, pero 

que en condiciones de cultivo están expuestos a los metabolitos secundarios 

exudados por una sola especie, teniendo esto un efecto mayor sobre la especie 

blanco (Tang & Gobler, 2010). Sin embargo, además de la concentración en el 

ambiente, factores como la fotosensibilidad y la actividad bacteriana ocasionan la 

degradación de esos metabolitos, provocando que algunas poblaciones afectadas 

logren recuperarse (Windust et al., 1997; Gleason & Paulson, 1984). Tang y 

Gobler (2010) mencionan que puede haber pérdida de la toxicidad de C. 

polykrikoides después de filtrar el cultivo o separar las células con una membrana 

de nylon. Yamasaki et al. (2007) evaluaron el efecto de C. polykrikoides sobre A. 

sanguinea, encontrando que es necesario el contacto celular entre ambas 

especies para afectar a las células de A. sanguinea, ya que al separarlas con una 

malla de 3 µm no detectaron un efecto alelopático. Por otro lado, estos mismos 

autores experimentando con C. polykrikoides, utilizando una malla de 5 µm, 

mencionan que los aleloquímicos producidos por C. polykrikoides fueron liberados 

y disueltos en el medio de cultivo y que el contacto directo no es un requisito para 
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tener efectos alelopáticos en las células blanco. En el presente estudio los 

resultados coincidieron con las observaciones reportadas por estos autores, en 

virtud de que al utilizar una malla de 10 µm en las tres cepas confrontadas con G. 

catenatum se logró detectar daño morfológico en sus células, probablemente por 

la liberación de metabolitos que tuvieron un efecto alelopático sobre G. catenatum. 

Esto puede estar relacionado con la hipótesis de ecología química 

planteada por Cembella et al. (2003), quien menciona que ante un agente de 

competencia, otras microalgas o depredadores provocan la activación y excreción 

de metabolitos al medio, que actúan como una señal (Ives, 1987; Turriff et al., 

1995; Turner et al., 1998), ocasionando la producción de una mayor cantidad de 

metabolitos secundarios (John et al., 2010).  

Se sabe que la toxicidad de C. polykrikoides se relaciona con agentes 

citotóxicos (Kim et al., 1999b, 2002), neurotoxinas y sustancias hemolíticas, que 

pueden ser ácidos grados poliinsaturados libres (18:5 n3, 22:6 n3) (Kim et al., 

2001; Dorantes-Aranda et al., 2009, 2010), así como sustancias reactivas de 

oxígeno.  

La disminución de la población de G. catenatum en los tratamientos con 

contacto celular con G. impudicum pudo deberse a que esta especie segrega 

sustancias mucilaginosas cuando está en contacto con otra especie (Fraga et al., 

1995), tornado viscosa el agua de mar. Se ha documentado que cuando alcanza 

abundancias elevadas, puede variar bruscamente los niveles de oxígeno disuelto 

o el pH del medio; o por su elevada biomasa compiten por los nutrientes y 

disminuyen la penetración de luz, afectando negativamente los productos 

primarios bentónicos, al morir libera niveles importantes de amonio, o causa 

fermentaciones en el fondo (Sar et al., 2002). A la fecha, no existen reportes de 

que esta especie produzca toxinas. 

Gentien & Arzul (1990) muestran que la actividad alelopática de los filtrados 

depende del crecimiento de los cultivos y la concentración celular de las 

microalgas. El poco efecto de los cultivos filtrados de C. polykrikoides en G. 

catenatum podría explicarse por la viabilidad de los metabolitos en el medio de 
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cultivo, como es el caso de las especies reactivas de oxígeno (ROS) las cuales se 

degradan en un corto tiempo debido a su fotosensibilidad y por la degradación 

bacteriana (Gleason & Paulson, 1984; Windust et al., 1996).  

La producción de aleloquímicos es una estrategia usada en los 

florecimientos algales para dominar, competir y coexistir entre especies de 

fitoplancton (Smayda 1997; Granéli & Hansen 2006; Tillmann et al., 2008b), en 

nuestros resultados se observó que C. polykrikoides siempre dominó y en algunos 

casos inhibió el crecimiento de G. catenatum cuando hubo contacto celular y al 

agregar filtrado de su cultivo. Por otra parte G. impudicum en los filtrados celulares 

no afectan el crecimiento de G. catenatum, está especie sólo afectó 

negativamente el crecimiento de G. catenatum al haber contacto celular entre 

ellas. 

Una de las adaptaciones, en algunos dinoflagelados es la formación de 

cadenas que le confiere una mayor rapidez de natación, ayudándole a realizar 

migraciones verticales para una mejor captación de luz y aprovechamiento de 

nutrientes (Smayda, 2002). La sobrevivencia de las cadenas de G. catenatum es 

mayor cuando está expuesto a C. marina var. marina, mientras que las células 

individuales de G. catenatum son más vulnerables al efecto alelopático 

(Fernández-Herrera et al., 2016). Este comportamiento fue contrario a lo 

observado en este trabajo, en los tratamientos con contacto celular y en los 

cultivos filtrados con las dos especies de dinoflagelados en todas las proporciones 

1:1, 2:1 y 1:2 predominaron las células individuales; este comportamiento fue más 

notorio en los tratamientos que estuvieron expuestos a C. polykrikoides. En los 

experimentos con contacto celular las cadenas más largas fueron las más 

afectadas ya que posiblemente las células en cadena al tener una mayor 

superficie de contacto, pueden ser más susceptibles al efecto por contacto directo, 

por ende al transcurrir los días de exposición el incremento en el número de 

células individuales fue mayor, sufriendo fragmentación. Lo anterior concuerda con 

el predominio de cadenas menores a 4 células y células individuales cuando G. 

catenatum estuvo en contacto celular con C. polykrikoides, ya que ésta especie es 
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productora de aleloquímicos y sustancias reactivas de oxigeno (ROS). Cabe 

resaltar que el mismo efecto en la longitud de cadenas se observó al estar G. 

catenatum en contacto con G. impudicum. 

Blackburn et al. (1989) señalan que a una mayor longitud de cadenas en los 

cultivo de G. catenatum indica que están en mejores condiciones fisiológicas pues 

observaron que durante la fase de crecimiento exponencial, la mayoría de las 

células formaban cadenas de 4-16 células y al ir avanzando en tiempo y bajo 

condiciones limitantes de nutrientes estas cadenas se fragmentan en células 

individuales. El largo de las cadenas también está influenciado por las condiciones 

y composición del medio de cultivo (Blackburn et al., 1989), encontrando que en 

medio GSe se obtiene una mayor producción de cadenas largas (Band-Schmidt et 

al., 2004; Durán-Riveroll, 2014) debido a que este medio tiene extracto de suelo 

que estimula el crecimiento, agregando una cantidad extra de micronutrientes 

(González-González, 2010; Ortiz-Moreno et al., 2012).  

En los diferentes experimentos se registraron cambios morfológicos de las 

células de G. catenatum al estar en contacto celular, al agregarle cultivos filtrados 

y al separarlas por una membrana permeable de las células de C. polykrikoides y 

G. impudicum. Los cambios que se observaron, fueron células esféricas sin 

flagelo, desprendimiento de la membrana plasmática, desarreglos en el cíngulo y 

sulcus, núcleo evidente y lisis celular. Los cambios morfológicos y la longitud de 

cadenas no se deben a las proporciones de nutrientes, temperatura, salinidad y 

fotoperiodo ya que estas variables fueron iguales en los tratamientos y los 

controles. El único agente de estrés fue la presencia de células, filtrados celulares 

y los exudados de las cepas de C. polykrikoides y G. impudicum. 

Cambios morfologicos también se presentaron cuando G. catenatum estuvo 

expuesto a células o filtrados de Chattonella marina var. marina (Raphidophyceae) 

mostrando células redondeadas con núcleos prominentes, ruptura de la 

membrana celular, lisis celular, desarreglos en el cíngulo y el sulcus (Fernández-

Herrera et al., 2016). Las defensas ante cualquier ataque o situación desfavorable 

depende de la forma de las microalgas (espinas y proyecciones) así como de sus 
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estrategias ontogénicas (palatabilidad, agregación o formación de colonias) (Van 

Donk, 1999; Wolfe, 2000).  

El comportamiento de G. catenatum cuando estuvo expuesto a células, 

exudados o filtrados de C. polykrikoides y G. impudicum fue una inhibición en el 

crecimiento o disminución de su densidad celular. En los tratamientos donde G. 

catenatum estuvo expuesto a C. polykrikoides se sugiere que es un efecto 

alelopático. Al estar expuesto a G. impudicum entre ellas hay una competencia, 

por lo que podemos asumir que estas interacciones promueven la dominancia de 

una especie de fitoplancton sobre la otra, cuando coexisten en el ambiente natural.  

 

10. CONCLUSIONES 

Mediante la secuenciación de la región 28S de la LSU del ADNr se confirmó 

la identificación de Cochlodinium polykrikoides y Gymnodinium impudicum. 

C. polykrikoides y G. impudicum inhiben el crecimiento de G. catenatum 

particularmente en los cultivos con contacto celular y al exponer a G. catenatum a 

los cultivos filtrados de estas especies, siendo mayor la inhibición del crecimiento 

con C. polykrikoides.  

En todos los tratamientos probados, el efecto fue mayor al exponer G. 

catenatum a células o filtrados de C. polykrikoides, sugiriendo que C. polykrikoides 

puede inhibir con mayor eficacia el crecimiento de G. catenatum en el ambiente 

natural. 

Las cadenas largas de G. catenatum son más vulnerables al efecto 

alelopático de las tres cepas analizadas ya que estas cadenas se disgregaron a 

células individuales, predominando las células individuales en la mayoría de los 

tratamientos.  

Al estar G. catenatum expuesto a cultivo o filtrados de C. polykrikoides y de 

G. impudicum se observaron cambios en la morfología de las células: 
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desprendimiento de la membrana celular, células redondeadas, pérdida de 

flagelos, deformaciones del cíngulo y el sulcus, núcleo prominente y lisis celular.  

Las interacciones de C. polykrikoides y G. impudicum en condiciones de 

laboratorio sobre G. catenatum demostraron que ambas especies tiene un efecto 

negativo sobre este; esto se observó con la disminución de su densidad celular y 

cambios morfológicos, aceptando así la hipótesis propuesta y concluyendo que en 

su ambiente natural estas especies pudieran inhibir el crecimiento de G. 

catenatum. 

 

11. SUGERENCIAS Y RECOMENDACIONES 

Dado que se ha observado que los FAN están incrementando en frecuencia 

y duración es importante continuar con estudios que permitan comprender las 

interacciones inter-específicas entre las especies de dinoflagelados, incluyendo 

aquellas que pueden tener efectos adversos en la fauna silvestre y el humano.  

En este estudio se identificó molecularmente la cepa GIBACO-1 de G. 

impudicum, sin embargo es conveniente profundizar en sus análisis morfológico 

para poder describir y complementar su identificación taxonómica.  

Todavía no se sabe en sí que interacciones predomina en un FAN, para esto 

se necesita seguir haciendo experimentos en el laboratorio con diferentes 

especies de dinoflagelados ya sea tóxico o nocivo y a diferentes proporciones, 

tomando en cuenta los factores externos. 

Continuar con los estudios de G. catenatum, debido a su alta toxicidad y sus 

probables efectos en la salud animal y salud pública. 
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