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1 INTRODUCCIÓN 

1.1 HISTORIA 
El uso de colorantes orgánicos e inorgánicos por el hombre se remonta 
a tiempos prehistóricos y su uso obedecía a motivos religiosos, 
culturales, sociales, ambientales etc. 

Los egipcios, los utilizaban para colorear dulces, el mineral de 
cobre para sombrear los ojos, la hena para el cabello, el carmín para 
los labios, khol y compuestos de antimonio para pintar cejas, párpados 
y pestañas. En la India la gente empleaba el azafrán para pintarse la 
cara de amarillo y con hena los pies. En China usaban los extractos 
vegetales para pintarse los pies y en América las mejillas; de este 
modo podrían enumerase mas ejemplos de diferentes culturas, que 
representan la historia en el uso de los colorantes. 

1.2 USO DE LOS COLORANTES EN ALIMENTOS MEDICAMENTOS Y COSMETIC0S 

Es incuestionable que el color es un importante atributo de la 
comida. Este es probablemente una de las primeras características 
percibidas por los sentidos y es indispensable para el moderno 
consumidor como una manera mas rápida para la identificación y última 
aceptación de la comida. (Noonan, 1980). 

Definición del color. El color puede ser considerado como una 
combinación de un tipo de luz y una característica física de un 
objeto, percibidos visualmente por cada sujeto en particular; la 
percepción del color se basa en una serie de procesos físicos, 
químicos, fisiológicos y psicológicos (Zollinger, 1978). En este caso 
la fuente de iluminación condiciona fuertemente la apreciación del 
color por las personas.'El color es pues un factor muy importante en 
la calidad y aceptación de un producto, puesto que las sensaciones que 
percibe el hombre cuando observa un objeto en particular, las asocia 
con las cosas que le rodean, esto es especialmente evidente en el área 
alimentaria donde la relación entre el color y el sabor son muy 
importantes para que el consumidor adquiera un producto. 

El atractivo visual de los alimentos es uno de los primeros 
factores de elección para el consumidor, esto se debe a que el color 
exterior es un índice inmediato de calidad, no siempre razonable pero 
que influye en la aceptación de un producto novedoso. Un producto 
fresco o procesado debe tener un color que provoque una estimulación 
de la percepción visual; incluso que evoque un sabor y un olor 
agradable, así como la sensación de que es bueno para la salud. 
(Trimolieres, 1979). 

En el área de los alimentos los colorantes son usados como 
aditivos. De acuerdo con el Codex Alimentarius 1988. Un aditivo es 
aquella substancia que se añade de manera intencional a los alimentos, 
por lo general en pequeña cantidad para mejorar su apariencia, sabor, 
color, para ayudar a su preservación, etc. (Marmion, 1979). De acuerdo 
con la definición utilizada por• la Secretaria de Salud, en México los 
aditivos son aquellas substancias que se añaden a los alimentos y 
bebidas con el objeto de proporcionar o intensificar el aroma, color o 
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sabor, prevenir cambios indeseables o modificar en general su aspecto 
físico. No obstante queda prohibido su uso para ocultar sus defectos 
de calidad (Diario Oficial de la Federación, Ley General de Salud, 
1988) 

Con respecto a los colorantes , un aditivo colorido es cualquier 
colorante, pigmento u otra substancia obtenida por síntesis o 
artificio similar o extraída, aislada o derivada, con o sih 
intermediarios del cambio final de identidad a partir de un vegetal, 
animal o mineral u otra fuente y que cuando es añadida o aplicada a 
los alimentos, medicamentos o cosméticos, al cuerpo humano o cualquier 
parte por si misma es capaz de impartir color (sola o a través de una 
reacción con otra sustancia) (FDA, 1986). Esta definición trata de 
englobar tanto a la fuente de procedencia como a las partes donde 
puede ser aplicado el colorante. 

En México, la Secretaria de Salud en su definición de colorantes 
atiende el origen de la substancia, caracterizándola como aquella 
obtenida de los vegetales, animales, minerales o por sínliesis y que es 
empleada para impartir o acentuar el color a los alimentos y bebidas y 
mejorar la aceptación de los consumidores (Diario Oficial de la 
Federación, Ley General de Salud, 1988), sin especificar su uso o 
aplicación. Los colorantes pueden clasificarse en varias formas, estas 
se basan en su procedencia o fuente de origen, en su certificación, o 
por su grupo cromóforo, esto es, el radical que le confiere un 
determinado color. 

En el cuadro 1 tenemos un ejemplo de clasificación de colorantes 
por su procedencia, según Santos, 1988. 

CUADRO I. CLASIFICACIÓN DE COLORANTES POR SU PROCEDENCIA 

	

NATURALES 	 SINTÉTICOS 

ORGÁNICOS: 	 ORGANICOS: 

	

Vegetales 	Antocianinas 	 Azo 
Retal:tinas 	 Atraquinonas 
Carotenoides 	 Otros 
Flavonoides 
Clorofila 
Otros 

	

Animales 	Ácido e:minoico 
Ácido kermésico 

INORGÁNICOS: 

	

Minerales 	Azul ultravioleta 
Negro carbón 
Diosido de titanio 
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Las mejoras en el procesamiento de los alimentos han hecho 
necesario el uso de colorantes para cubrir las deficiencias que 
ocurren por el mismo; la adición de colorantes se utiliza para: 
1) Reestablecer la apariencia original de los alimentos 

donde los colorantes originales han sido destruidos por 
el proceso de manufactura, el almacenamiento y control 
de los alimentos. 

2) Uniformar las variaciones naturales en la intensidad del 
color y asegurar su apariencia constante y aceptabilidad. 

3) Para ayudar a proteger el sabor. 
4) Ayudar a preservar la identidad o carácter por el cual 

los alimentos son reconocidos. 
5) Para servir como indicativo visual de la calidad del 

producto (Newsome, 1986; Diario oficial de la federación, 
1988). 

Según Drew y Lyons, (1988) los colorantes para alimentos; 
idealmente deben: 

a) Tener una alta fuerza de color, ser baratos y estar 
disponibles en un rango variado y reproducible de tonos. 

b) Tener consistentemente una alta pureza y ser aceptables 
toxicologicamente. 

c) Estar disponibles en una forma hidrosoluble y 
liposoluble. 

d) Ser estables a diversas condiciones de procesamiento y 
almacenamiento. 

Estas condiciones son cubiertas por los colorantes artificiales, 
sin embargo, aquellos permitidos para alimentos, varían de un país a 
otro, y además el número de colorantes permitidos ha sido reducido 
gradualmente. 

Los colorantes naturales que se utilizan para alimentos 
frecuentemente tienen propiedades tintoreas mucho menores que los 
sintéticos, su pureza varia considerablemente de lote a lote, además 
de que son relativamente costosos según su nivel de uso. Generalmente 
están disponibles en un amplio rango de tonos, sin embargo, se 
encuentran limitados por problemas de solubilidad en el alimento y de 
inestabilidad durante el proceso y el almacenamiento. A pesar de esto, 
la mentalidad típica de un consumidor actual tiene preferencia por los 
alimentos de aspecto natural, asociándolos a una noción subjetiva de 
inocuidad (Drew y Lyons, 1988); por lo que el interés en el uso de 
colorantes naturales se ha ido incrementando, y este interés 
persistirá si los colorantes artificiales continúan siendo prohibidos. 

1.3 PROHIBICIÓN DE LOS SINTÉTICOS 

Hasta mediados del siglo XIX los colorantes que se utilizaban eran de 
origen natural, pero en 1856 Perkin desarrolló el primer colorante 
orgánico sintético (el mauve, púrpura de anilina o púrpura de tiro), 
el cual fue el primer ejemplo del grupo de colorantes azo derivados 
del naftaleno. Con este descubrimiento se incrementaron las 
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investigaciones sobre otros colorantes sintéticos, los cuales 
demostraron en poco tiempo, ser mejores que los naturales en cuanto a 
uniformidad, valor tintóreo y en sus propiedades de aplicación. 
Comparados con los colorantes naturales los sintéticos presentan las 
siguientes ventajas: 

- Gran firmeza en el color 
- Amplio intervalo de tinte 
- Bajo costo en su uso 
- Alta efectividad 
- Baja variación de lote a lote 
- No presentan aromas o sabores de especias. 
(Zollinger, 1978). 

Bajo estas bases se inició el auge de los compuestos sintéticos, 
los cuales incluyeron sustancias nocivas para la salud del consumidor. 
Uno de los atributos mas grandes de los alimentos es el color; los 
alimentos pueden adquirir su color de varias fuentes. Una de las 
principales fuentes es la de los pigmentos naturales de vegetales y 
animales. Estos pigmentos naturales son altamente suceptibles a los 
cambios químicos como la maduración de la fruta; también son sensibles 
a los efectos químicos y físicos durante el procesamiento de los 
alimentos. Por lo anterior en su procesamiento se lleva a cabo la 
adición de colorantes naturales o sintéticos que favorecen la 
apariencia del mismo. 

La adición de aditivos en alimentos puede tener riesgos para la 
salud del consumidor según sea la naturaleza de estos y la 
suceptibilidad particular del mismo; por lo que el público debe ser 
protegido en los asuntos relacionados con su salud y su economía, en 
conceptos tan amplios como la seguridad, pureza, sanidad y valor 
justo.(Potter, 1973). 

En los Estados Unidos después de una serie de trabajos sobre 
reglamentación en estos aspectos se estableció con carácter 
obligatoria, el Acta de Alimentos, Medicamentos y Cosméticos (1938). 
En ella se restringe y especifica el uso de colorantes artificiales. 
Dentro de esta ley quedó incluida "La Enmienda Sobre Aditivos de 
Colorantes" en 1960. Esta enmienda incluye en su definición a todos 
los aditivos colorantes como los tintes, pigmentos y otras sustancias 
que pueden transmitir color a un alimento, ya sea sintéticos o 
elaborados de otra manera. Además enumera todos los aditivos 
colorantes permitidos y sus tolerancias, en los casos en los que estas 
se hayan establecido. Establece normas de composición para los 
aditivos colorantes y estipula la certifcación por el fabricante de 
lotes individuales mediante examen químico,  por la FDA (La 
Administración de Alimentos y Medicamentos de los Estados Unidos) para 
sujetar su pureza y seguridad (Potter, 1973; Noonan, 1980). En su 
titulo primero, la FDA trata sobre la permisibilidad de un colorante 
para cualquier uso, fundamentalmente si este tiene riesgos para 
inducir cáncer cuando es ingerido por el hombre o un animal; el titulo 
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segundo trata sobre la Ley temporal, diseñada para permitir el uso 
corriente de aditivos de color, pendientes de documentación científica 
necesaria para determinar los sustituyentes de este material, para la 
lista permanente. La lista provisional y permanente de la FD&C se 
agrupa así: (cuadro 2); (Noonan, 1980). 

Cuadro 2. Lista provisional y permanente de aditivos de color 
certificados por la FDA. 

Lista provisional 	 Lista permanente 

FD&C Rojo N°.2 	 FD&C Amarillo N'.5 
FD&C Rojo N°.4 	 FD&C Rojo N°.3 
FD&C Amarillo N°.6 	 FD&C Azul N°.1 
FD&C Azul N°.2 	 FD&C Rojo N°.40 
FD&C Violeta N°.1 	 Naranja 13 
FD&C Verde N°.3 	 Rójo Cítrico N°.2 

El mismo trabajo incluye la clasificación y estructura de los 
colorantes certificados (FD&C Dyes);(cuadro 3). 

Cuadro 3. Colorantes certificados para alimentos 

Nombre oficial Clasificación Aplicaciones Estado actual 

Rojo N°3 (eritrosina) >Canten° Rosa •azulado Listado 

Rojo N°40 Moneasen Rojo-amarillento Listado 

Amarillo N° 5 (tarlrazina) Pirazolona Verde-amarillo Listado 

Azul N° 1 Trifenilmetano Verde-azul Listado 

Azul N° 2 Indigoide Azul intenso Listado 

Verde N° 3 Trifunilmetano Verde-azulado Listado 

Naranja 13 Pirazolana Rojo-amarillo Listado 



Los colorantes artificiales merecen considerable atención en su 
uso como aditivos de alimentos, pues posiblemente tienen relación con 
la hiperquínesis como se reporta en los trabajos de Slamy y Shucard y 
Col. 1982; y Stare y Col. 1980, los cuales evalúan en sus trabajos la 
relación entre la hiperquinesis, los salicilatos, colorantes y 
saborizantes artificiales, los cuales son propuestos por el Dr. 
Feingold como responsables de' este síndrome; y la relación con 
alergias provocadas en algunos individuos; también por la posible 
carcinogenicidad de algunos como lo son: el Rojo 8, 9, 19 y 37 D y C y 
el Naranja 17. (Huls, 1987). 

Muchos colorantes al parecer causan ciertos daños menores como 
por ejemplo el amarillo sunset, al que se asocian problemas de 
alergia; la tartrazina con reacciones como el asma o la rinitis y 
parece inducir o agravar síntomas de hiperactividad, especialmente en 
los niños (Walford, 1980). 
Después de 1980, en E.U.A. se permitieron solo ocho clorantes 
sintéticos y veinte de origen natural (cuadro 4). 

Cuadro 4, Colorantes exentos de certificación para los Estados Unidos de América. 

Extracto de annato 
13ciabel deshidratado (polvo) 
Azul ultramarino 
Cantaxantina 
Caramelo 
(3.apo•8•carotenol 
)3•caroteno 
Extracto de cochinilla (cannln) 
Harina de semilla de algodón (parcialmente tostada) 
Glutamato de hierro 
Extracto de cáscara de uva (enocianina) 
Oxido de hierro sintético 
Jugo de frutas 
Jugo de vegetales 
Harina de algas secas 
Tagetcs y extracto (oro azteca) 
Aceite de zanahoria 
Aceite de endospenno de maíz 
l'aprika 
Oleorresina de paprikn 
Ribollavina 
Azafrán 
Dioxido de titanio 
Turmérico 
Olcoresina homérica 



El uso de determinados colorantes varia según el país; en el 
cuadro 5, se muestran como ejemplo, los colorantes permitidos para la 
Comunidad Económica Europea y los permitidos para la Administración de 
Alimentos, Medicamentos y Cosméticos (AMC) de los Estados Unidos. 

Cuadro 5. Colorantes permitidos por la Comunidad Económica Europea (CEE) y por la 
Administración de Alimentos, Medicamentos y Cosméticos (A.M. y C.) 

Color 	 CEE 	 A.M. y C. 

Sintéticos 

Rojonlima 	 No permitido 	 Rojon°40 
Azul brillante FCF 	 No permitido 	 Azul N° 1 
Carmoisitta 	 E122 	 No permitido 
Eritrocina 	 E127 	 RojoN°3 
Verde rápido FCF 	 No permitido 	 VerdeN°3 
Indigotina 	 E132 _ 	 AmIN°2 
Potwerm4R 	 E124 	 No permitido 
AnutrillosmmetFCF 	 El ° 	 AnmdlloN°6 
Tartmzina 	 EH° 	 AmarilioN°5 
Colomspolimericos 	 No permitido 	 No permitido 

Naturales 

Antocianinas 	 E163 	 Permitido 
Maitines 	 11162 	 Permitido 
Carotenoides 	 E160 	 Permitido 
Clorofila 	 E140 	 Permitido 
Ribollavinas 	 E101 	 Permitido 
Idénticos a los naturales 	Permitido 	 Permitido 

En el cuadro 6 se muestran los colorantes permitidos para México. 
En este cuadro se observa que ambas listas (cuadro 5 y G) presentan 
semejanza en cuanto a los colorantes orgánicos naturales. Sin embargo 
en nuestro país no existe un reglamento especifico en la utilización 
de los colorantes naturales. El primer paso para la solución de este 
problema es el anteproyecto de normatividad para colorantes naturales 
que esta desarrollando la CANACINTRA (1988). En el cual pretenden 
incluirse los colorantes orgánicos que se muestran en el cuadro 7. 
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Colcho 6. Colorantes permitidos en México 

I. Colorantes orgánicos naturales 

Aceite de zanahoria (Daueus carota) 
Achiote, minoro (extracto de semillas de !lisa rellana) 
Azafrán, (estigmas de Cromos salivas 1..) 
ff-apo-8 carotenol 
fletaba! deshidratado 
0.caroteno 
Caramelo 
Clorofila 
Cochinilla (extracto de Comas caen Lo carmin) 
Curcuma (polvo y oleoresinas del rizoma de Coralina loma) 
Extracto de tegumento de uva (enocianina) 
Harina de semilla de algodón cocida y tostada (parcialmente desgrasada) 
Jugos de frutas 
Jugos de vegetales 
Pimiento 
Ribollavina 
Xantotilas, flavoxantina, nibixamina, zeaxantina y los productos naturales 
aprobados que las contengan y otros 

2. Colorantes orgánicos sintéticos o artificiales 

Amarillo N° 5 (tanrazina) 
Azul N°2 (indigotina) 
Rojo cítrico N° 2 (solo se permite para colorear la corteza de la naranja) 
Rojo N° 3 (eritrocina) 
Rojo N° 40 
Verde N° 3 

3. Colorantes orgánicos minerales 

Gluconato ferroso 
Dióxido de titanio 

Cuadro 7. Colorantes orgánicos 

Naturales 	 Sintéticos 
Carotenos 	 Azul, nums. I y 2 A.M. y C. 
Antocianinas 	 Amarillos, núms. 5 y 6 A.M. y C. 
Ribollavinas 	 Verde A.M. y C. 
Clorofila ' 	 Rojo, núm. 3 A.M. y C. 
Orchinilla y curruma 	 Rojo, núm. 5 A.M. y C. 
Xantófilas 	 Rojo, núm. 6 A.M. y C. 
Bija, bixina y norbixina 	 Rojo, núm. 40 A.M. y C. 
Cochinilla y ác. carmlnico 
A.M. y C. (1,1/1c) significa alimentos medicamentos y cosméticos, según la Administración de Alimentos y 
Medicamentos de Estados Unidos (FDA). 
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1.4 MERCADO 
La producción mundial de colorantes fue estimada para 1987 en 700 000 
toneladas; mas de la mitad correspondieron a la industria textil, y el 
75% de los compuestos producidos fueron inorgánicos. 

El porcentaje destinado para el sector alimentos, medicamentos y 
cosméticos se estimó en 2.2%; y de acuerdo con la Asociaciación de 
Productores de Colorantes Naturales, se estima que el crecimiento 
anual del mercado mundial para estos es del 10%. Para los E.U. se 
pronostico que se tendrían 135 millones de dólares para este rubro. 
Sin embargo cerca del 801: de las ventas totales de colorantes para 
alimentos en E.U. es cubierto por tres químicos. La Tartrazina 
(amarillo), dos azonaftoles y el rojo FD y C N°40. 

En México, el mercado estimado para colorantes (excluyendo el 
color caramelo) es cubierto en su mayor parte por los amarillo-naranja 
(55%) y los rojos (25%). 
De acuerdo con CANACINTRA, con la Asociación Nacional de la Industria 
Química y con los datos reportados por SECOFI-BANCOMEXT, las empresas 
productoras de colorantes son las que ahora presentamos en el cuadro 
8. 

Cuadro 8. Empresas productoras de colorantes en México, de acuerdo con la CANACINTRA, la 
Asociación Nacional de la Industria Qulmica y con los datos reportados por 
SECOFI-BANCOMEXT 

• Anyl•Mex, S. A. de C. V. 	 • Aceites y Esencias 
• Argo, S. A. 	 • Aster Alimentaria 
• Basf Mexicana 	 • Kolmstan de México 
• Bayer de México 	 • Florasynth 
• Bioquimex, S. A. de C. V. 	 • Commes, S. A. de C. V. 
• Ciba•Geigi Mexicana 	 • Krauss 
• Consejo de Exportadores Mex. 	 • Rivacolor 
• Desbidratames 	 • Spectrum 
• Industrias Alcosa 	 • Frutas Concentradas 
• Mexim, S. A. de C. V. 	 • Gillenno SIdemen 
• Montan, S. A. de C. V. 	 • balsa 
• Pigmentos y Oxidas, S. A. de C. V. 	• Ortega González 
• Qulmica I loeclist, S. A. 	 • Sabores 
• Química Mexibras, S. A. 	 • Sulcolor, S. A. de C. V. 
• Warner Jenkinson, S. A. de C. V. 

Fuente: ANIC, 1985. 

De entre ellas, las empresas productoras y exportadoras de 
colorantes mas importantes en México son: Laboratorios Bioquimex, 
fabricantes de colores amarillo naranja, y rojo el cual cubre el 68% 
del mercado; Industrias Alcosa que cubre el 10.2% del mismo, 
Deshidratamex con el 6.4%, y Mexicana de Extracción con el 2.2%. 
(SECOFI BANCOMEXT 1984-1987). 
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La información sobre mercados señala que se podrá incrementar el 
volumen de producción para los principales mercados como Estados 
Unidos, Japón y Europa (8th International Symposium on Carotenoida, 
1987). Gran parte de esta producción se dedica a la pigmentación de 
piel de pollo y yema de huevo, ya que la industria avícola a notado la 
importancia que tiene la coloración amarillo-dorada de la carne y el 
huevo de las aves en el mercado; para ello en México se ha comenzado a 
incorporar en los alimentos para aves un pigmento natural originado de 
la flor de cempasuchitl la cual contiene una apreciable cantidad de la 
xantofila denominada 	luteina, que es la que le confiere el color 
amarillo dorado a la carne y huevo de ave. 

México es un país productor-exportador de diversas mezclas de 
carotenoides e importador de compuestos sintéticos idénticos a los 
naturales. Los principales destinos de tales exportaciones son Estados 
Unidos (62% en volumen), Francia (19%) y España 10%), distribuyéndose 
el resto en paises europeos y latinoamericanos. 

Comparando los montos de las exportaciones y las importaciones de 
colorantes naturales, podemos observar que los valores en las ultimas 
es menor, por lo que podemos inferir que la producción de colorantes 
naturales en México tiene un mercado en crecimiento y posibilidades de 
exportación, por que los requerimientos de estos están relacionados 
con el aumento en la producción de alimentos procesados, el cambio 
preferencial al uso de colorantes naturales y los ajustes de la 
reglamentación en el uso de colorantes sintéticos a nivel mundial. 

1.5 LOS CAROTENOIDES EN EL MERCADO 
La situación y perspectivas actuales de los colorantes se puede 
ejemplificar con los carotenos, que es uno de los grupos mas 
importantes en las arcas de alimentos, medicamentos y cosméticos. Este 
grupo presenta un crecimiento anual en el mercado del 2% para usos 
tradicionales (Taylor, 1987), no obstante este puede incrementarse si 
se le confirman nuevas aplicaciones tales como anticancerigenos y 
agentes radioprotector, propiedades que se han venido investigando por 
diversos autores.(Banerjee, Kornhauser y Col., 1987). 

Si bien los carotenoides han sido usados por muchos años como 
colorantes en la industria, también lo han sido en varios niveles como 
protectores de piel humana (Krinshky, 1987). 

Al igual que los carotenoides, los retinoides, como la vitamina 
A, son también de considerable valor comercial como agentes 
anticancerigenos.(Hanson, 1977; Hennekens y Col., 1986). Los 
carotenoides son antioxidantes efectivos y capturadores de oxigeno 
simple.(Will y Scovel, 1987; Leonida y Bianchi, 1987). Además 
independientemente de su función biológica, los carotenoides son 
comúnmente usados como colorantes de forrajes,(Klaui y Bauernfeind, 
1981; Simson y Col., 1981). 

El uso principal de los carotenoides para la alimentación humana, 
es en el campo de los :ácteos y productos de base grasosa como las 
margarinas, quesos procesados, yoghurt, crema y helados. Los 
colorantes derivados de Tagetes  arena , aceite de palma o de maíz 
pueden ser utilizados como vehículos en estas aplicaciones. Por su 
parte, el extracto de zanahoria puede utilizarse en sopas, botanas y 
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bebidas cítricas. Finalmente, los extractos de cascaras de frutas 
cítricas pueden ser utilizados en bebidas (Coulson, 1978). 

Cuadro 9. Principales carotenoides utilizados como aditivos de alimentos 

PIGMENTOS 	FUENTES NO 	 FUENTES. 	 USO 
MICROMANAS 	MICROBIANAS 

13.CarMeno 
	

Zanahoria 
	

Malielea IrisPora 
	

Clorantes en alimentos 
Sintético 
	

Dunaliella salina 

Licopeno 
	

Tomates 	 Blakeslea Jrispora 
	

Colorantes en alimentos 
S. chrestomiceticuS 

Luteina 
	

Alfalfa 
	

Spangiococcutu 
	

Alimentación de aves 
Maíz 	 excentricutu 
Plantas verdes 
	

Cifiraella pyreneidon 
Cempasuchil 

Zeaxantina 	cf. Luteina 
	

plavobacterium 
	

Alimentación de aves y 
peces 

Cantaxantina 	Crustaceos 
	

enntharellus 
	

Alimentación de aves y 
Pluma de aves 	einnnabarinus 

	peces 
sintética 
	 ►}revibacteriuiu KY•4313 

Astaxantina 
	

Crustaceos 	 Micobacteriurn Iacticola 
	

Alimentación de peces 
Pluma de aves y flores de Drevibacterium  103 
AdonuS etnia 	Ilhaffia rhodozyrna 

Piniphora sp 

Rodoxantina 	Uojas verdes 
Pescado (Tilapia) 

Captaxantina 

Bixina 

Crocetina 

p•Apo•8•carotenal 

p•Apo•8•carotenal 
ácido etil ester 

Paprika 

117.a prellana 

Azafrán 

Sintético 

Sintético 

Colorantes en alimentos 

Colorantes en alimentos 

Colorante en alimentos 

Alimentación de aves 

13 



2 GENERALIDADES DE CAROTENOIDES 

2.1 DEFINICIÓN Y ESTRUCTURA 
Carotenoides es el nombre con el que se definió a los pigmentos 
amarillos de la zanahoria (Daves carota), de la cual fueron aislados 
estos compuestos en 1931 (Emodi, 1978). 

Los carotenoides son uno de los grupos de pigmentos naturales mas 
importantes, que deben su color a un gran número de átomos de carbono 
coordinadamente insaturados, dobles enlaces dispuestos sucesivamente o 
intercalados, se denominan también colorantes poliénicos (Babor e 
Ibarnz, 1977); poseen un esqueleto de cuarenta carbonos, constituido 
por terpenos (tetra terpenos) 	liposolubles, usualmente en color 
amarillo a rojo, formados por la condensación de ocho unidades de 
isoprenilo (Nelis y Leenheer, 1991);que forman una estructura 
alifática , aliciclica la mayoría de ellos consiste de hidrocarburos 
(carotenos) pero también existen sus derivados oxigenados (xantofilas) 
(Emodi, 1978), ambos contienen cuarenta átomos de carbono (Ninet y 
co1.1979)'. Sin embargo existen otros compuestos con menos de cuarenta 
átomos de carbono en su esqueleto, a los que se les denomina 
apocarotenoides. 

La brillantes del color de los carotenoides se debe al cromóforo 
de la molécula, la cual consiste como se mencionaba anteriormente en 
una cadena de dobles enlaces conjugados. Una reducción en la 
conjugación produce formas amarillas, mientras que una oxidación da 
formas rojas (Witcoff y Col. 1980). 

Los primeros carotenoides fueron descubiertos alrededor de 1800 y 
ahora mas de cuatrocientos compuestos diferentes son conocidos (isler, 
1977); por su gran número de dobles enlaces carbono-carbono son 
intrínsecamente inestables cuando se exponen al aire como componentes 
cristalinos, su solubilidad ocurre generalmente a 25 °C en agua, 
etanol, aceites vegetales o cloroformo. (Gordon, 1977). 

Los carotenoides son también afectados en su estabilidad por 
diferentes factores como las altas temperaturas, las cuales fragmentan 
las moléculas de caroteno en los puntos de unión de los anillos; en 
presencia de ácidos orgánicos como el ascórbico existe una reducción 
de la molécula; los agentes quelantes como el EDTA son secuestrantes 
de los metales que inducen la oxidación y se utilizan para evitar 
perdidas de vitaminas y cambios en los colores; la mayoría de los 
antioxidantes estabilizan a los carotenoides; por que en presencia de 
oxigeno ocurre su oxidación (Emodi, 1978). 

Los carotenoides se encuentran ampliamente distribuidos en la 
naturaleza, en procariontes, plantas y animales (Nelis, y Leenheer, 
1991); sin embargo solo los microorganismos y las plantas tienen los 
sistemas necesarios para sintetizar un rango natural de estas 
sustancias. Todos ellos surgen de variaciones menores en los pasos 
finales de una ruta biosintética común(Goodgwin, 1972; Beytia y 
Porter, 1976). Los carotenos se presentan principalmente en hongos y 
algas, mientras que las xantofilas se presentan mas en bacterias y 
algas (Ciegler,1956 a Goodgwin, 1972, Weedon, 1971). En las xantofilas 
se incluyen la luteina, la canthaxantina, criptoxantina, neoxantina, 
violaxantina, zeaxantina y astaxantina (Ninet y col; 1979). Por su 
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estructura los carotenos se presentan fundamentalmente en tres formas, 
alfa, beta y gamma, tal y como ocurre en la zanahoria y en las hojas 
verdes, asociados a la clorofila (Babor e Ibarz, 1977). 

Actualmente el número de carotenoides naturales encontrados de 
estructura conocida es de 563, para muchos de los cuales ya se 
escuentran duplicados. La principal razón para este explosivo 
desarrollo ha sido la aplicación de nuevos métodos físicos y químicos. 
de síntesis Un número de estos nuevos carotenoides contienen rasgos 
estructurales originales. Aunque algunos carotenoides son específicos 
de plantas y animales, la mayoría de los carotenoides naturales 
existentes, se han encontrado en microorganismos, los cuales sin duda 
tienen alta inventiva para modificaciones estructurales de la molécula 
carotenoide (S,Liaaen-Jensen y Andrews, 1972). 

2.2 BIOSÍNTESIS 
Los estudios de la biosíntesis del colesterol, permitieron elucidar 
los mecanismos de la biosíntesis de terpenos (Lehninger, 1981). 

La biosíntesis de los carotenoides y sus aspectos de regulación 
han sido estudiados en microorganismos y en plantas (Schwartz y Col., 
1989), estos estudios han revelado que los mecanismos son similares en 
plantas superiores, en algas hongos y bacterias, (Goodwin, 1971). El 
ácido acético en forma de acetil-CoA es el precursor no solo de los 
ácidos grasos, esteroides y prostaglandinas sino también de los 
terpenos y las acetogeninas (Lehninger, 1981) 	En 	las 	etapas 	de 
biosíntesis del colesterol, tres moléculas de Acetil-CoA se combinan 
para dar mevalonato que se fosforila y rinde 3-fosfo-S-
pirofosfomevalonato. Por perdida de CO2 y de fosfato, se forma el 
pirofosfato. de 3-isoprenilo. El ensamblaje escalonado de seis 
moléculas de este ultimo rinde el hidrocarburo lineal escualeno (este 
ultimo se cicla y forma el lanosterol que a su vez se convierte en 
colesterol), este es considerado como una de las moléculas precursoras 
en los carotenoides. 

La primera fase de la biosíntesis del colesterol (y otros 
compuestos, entre ellos los carotenoides) conduce a un intermediario 
que es el ácido mevalónico (Fig. 1). 

En la biosíntesis de los carotenoides se pueden distinguir tres 
etapas (Fig. 2). la) La formación del ácido mevalónico por 
condensación de tres moléculas de acetil-CoA; 2a) La conversión del 
ácido mevalónico en geranil-geranil pirofosfato a través de reacciones 
de fosforilación, isomerización y condensación, y la 3a) La formación 
del primer tetraterpeno denominado fitoeno, pigmento precursor sujeto 
a transformaciones metabólicas para dar lugar a otros tetraterpenos, 
según el organismo del que se trate: planta, alga, bacteria, levadura 
u hongo. De lo que se sabe, los E-carotenos son sintetizados mas por 
hongos y algas, mientras que las xantofilas por algas levaduras y 
bacterias (Goodwin, 1971). 

En la ruta biosintetica que se muestra, (Goodwin, 1971; Ninet y 
'Renault, 1979; Schwartz y Col., 1979), los aspectos que destacan son 
los siguientes: la) El ácido mevalónico se forma por la condensación 
de tres moléculas de acetil-CoA. El intermediario importante de estas 
reacciones es el 3-hidroxi,3-metil glutaril-CoA (Bmo-CoA), que 
posteriormente es reducido por una reductasa para formar mevalonato. 
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En la segunda el ácido mevalónico, que es considerado como 
precursor específico de todos los terpenoides, se fosforila por el 
ATP, para formar un ester 5-monoEosfato y posteriormente ocurre una 
segunda fosforilación por el ATP para formar un compuesto 5-
pirofosfato, el cual luego de una descarboxilación formara el 
isoprenil pirofosfato (IPP) y a partir de este ultimo, se construyen 
los terpenoides precursores, iniciando con una isomerización de este 
compuesto a dimetil alil pirofosfato (DMAPP) que funciona como 
iniciador de la elongación de la cadena terpenoide. En la secuencia de 
reacciones siguiente se unen al mevalonato tres grupos fosfato y 
después el mevalonato fosforilado pierde un grupo carboxilo y un par 
de átomos de hidrógeno para dar el pirofosfato de A3-isoprenilo que es 
una forma activada de una unidad de isopreno. 

El pirofosfato de isoprenilo que se deriva de Acetil-CoA es el 
precursor de otras muchas biomoleculas liposolubles que contienen 
unidades de isopreno, entre ellas las vitaminas A,D,E y K, los 
carotenoides, el caucho, la cadena lateral del fitol de la clorofila y 
muchos aceites esenciales. La propia vitamina A o retinol no aparece 
en plantas pero muchas de ellas contienen carotenoides que se pueden 
convertir enzimaticamente en vitamina A (Lehninger, 1985). 

La enzima prenil-transferasa transfiere una molécula de IPP a 
DMAPP para formar geranil pirofosfato (GPP). Posteriormente, la 
transferencia de una molécula de IPP a GPP conduce a la formación de 
farnesil pirofosfato (FPP), apartir del cual mediante una nueva 
transferencia de IPP se formará geranil geranil pirofosfato (GGPP). 
Finalmente para estas dos etapas, dos moléculas de GGPP se condensan 
para producir el fitoeno, primer molécula de la síntesis con 40 átomos 
de carbono. 

En la tercera, la desaturación secuencial del fitoeno a licopeno 
implica una serie de deshidrogenaciones sucesivas que producen en el 
orden siguiente: fitoflueno, zeta-caroteno, neurosporeno y licopeno. 
En ciertas bacterias fotosintéticas el zeta-caroteno es reemplazado 
por su isómero asimétrico el 7,8,11,12- tetrahidroxilicopeno. Mientras 
que en hongos y bacterias ambos isomeros están presentes. 
Por otra parte, también se a visto que el licopeno puede cilizarse 
para formar y-caroteno y posteriormente 5-caroteno. 

En la biosíntesis de carotenoides es generalmente considerada la 
condensación de dos moléculas de 20 átomos de carbono, del precursor 
geranyl geranyl pirofosfato, para producir fitoeno vía el 
intermediario prefitoeno pirofosfato, (prelicoperseno pirofosfato), 
(Altman y Col., 1972; Qureshi y Col., 1972,1973; Barnes y Col., 1973). 
Seguida por una desaturación secuencial del fitoeno quedando 
sucesivamente, fitoflueno, Z-caroteno, neurosporeno y finalmente 
licopeno el cual es propuesto como el precursor de los carotenos 
cíclicos (Fig. 3). 

Aunque en la biosíntesis de los carotenos hidrocarbonados se 
dispone de poca información sobre la introducción de otras 
modificaciones estructurales como la introducida por la función 
oxigeno de las xantofilas, (Mc Dermont y Col. 1974), proponen que la 
introducción de los grupos hidroxilo ocurre en el ultimo estado de la 
vía biosintética, luteina, zeaxantina, después de una ciclización del 
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licopeno. Aunque permanece en duda, la detección de f3-caroteno y f3-
criptoxantina, pueden indicar la secuencia licopeno, f3-caroteno, Ji-
criptoxantina, zeaxantina (Fig. 3). 

2.3 IMPORTANCIA (función biológica, en salud, clínica y económica) 
En general, aunque no parezca sorprendente, a los carotenoides por su 
estructura les han sido atribuidas en un tiempo o en otro una larga 
variedad de funciones (Gordon y Bauernfeind, 1983). En recientes 
publicaciones se tiene comentado extensivamente lo virtual sobre esto 
y exhaustivamente revisiones sobre funciones especificas. Los 
carotenoides han sido implicados en la fotoprotección, para evitar el 
blanqueamiento junto a la clorofila, y con enzimas de la membrana, 
contra la fotodestrucción dinámica, en la fotosíntesis como pigmentos 
accesorios, en los cloroplastos de hojas verdes están asociados en el 
grana como complejos proteicos solubles en agua, y funcionan también 
como cofactores en reacciones fotosintéticas, probablemente fijados a 
la misma proteína para formar los complejos conocidos como 
"fotosistemas" (La existencia de caroteno proteínas es demostrada 
según Goodwin 1959, por el fracaso para extraer los pigmentos con un 
solvente no polar); en fototrofismos, en fototaxis, fotorecepción y 
como substratos, son arcas en las cuales se han hecho importantes 
contribuciones (S.Liaaen-Jensen y Andrews, 1972). 

Una de las funciones más sostenidas es la fotoprotección sugerida 
por Stainer, ellos pueden proteger células y tejidos contra el letal 
daño fotodinamico (Fujimori y Livingston en S.Liaaen-Jensen, y 
Andrews, 1972); pero tal vez la función mejor conocida de los 
carotenoides, tales como _y-caroteno, fi-caroteno y criptoxantina, es 
la de ser provitamina A. En humanos y animales este derivado es 
convertido en retinal y después en retinol (vitamina A) (Nelis y 
Leenheer, 1990). En humanos estas propiedades tienen relación con la 
presumida protección contra ciertas formas de cáncer, (Sennekens y 
Col., 1986). Algunos carotenoides están normalmente presentes en 
alimentos y estos tienen funciones biológicas esenciales, en vista de 
estas actividades biológicas, ellos son usados como suplementos de 
alimentos para prevenir o curar deficiencias vitamínicas. La carencia 
de vitamina A conduce a una variedad de síntomas característicos en 
los individuos y animales de laboratorio entre ellos piel seca, 
xecoftalmia (ojos secos) desecación de las membranas mucosas, 
desarrollo y crecimiento retrasados, esterilidad en machos y ceguera 
nocturna. (Lehninger, 1985). En adición con otros carotenoides 
pigmentados son usados como aditivos de alimentos para intensificar o 
modificar el color en grasa, aceite, queso y bebidas, y también como 
suplemento en forrajes y alimentos para aumentar el color de los 
alimentos tales como yema de huevo y carne de pollo. En estos últimos 
usos se aplican a los alimentos o forrajes, como aditivos, productos 
puros derivados de procesos orgánicos, principalmente de las plantas 
(Ciegler, 1956; Goodwin, 1972; Weedon, 1971). 

Las xantofilas como la luteina, cantaxantina, criptoxantina, 
neoxantina, violaxantina y zeaxantina, son agentes coloreados 
utilizados en farmacia y ordinariamente incluidos en la dieta, son 
susceptibles de adicionarse en forrajes corra biomasa seca de algunos 
microorganismos que las producen (Ninet y Renault, 1979). 
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3 ANTECEDENTES 

3.1 INVESTIGACIÓN EN CAROTENOIDES 
Una alternativa ya comprobada, para la producción de colorantes 
naturales es la vía microbiana, que tiene sus mejores ejemplos en la 
producción de carotenoides, pues existen múltiples ejemplos de 
optimizaciones de su producción con distintos organismos. 

Los carotenoides no se encuentran particularmente en los hongos, 
pero estos han sido detectados en unas doscientas especies y se 
examinan otras ciento treinta donde han sido mostrados, los grupos mas 
importantes en este sentido son los Phycomycetes y Ascomycetes. 

La familia Dacrymycetaceae son especialmente adaptables para 
producir xantofilas en condiciones controladas (Mortin en Moore,1958). 
Ellos tratan en su trabajo sobre las condiciones de fermentación y en 
particular la composición de nutrientes en los medios para la 
producción de carotenoides y xantofilas que señalan, requieren un 
cierto mínimo de condiciones especiales para practicar operaciones de 
escalamiento; su método comprende el cultivo de hongos de la familia 
Dacrymycetaceae en géneros como: Dacrymyces, Dacrymitra, Dacryopinax, 
Guepinoxpsis, Femsjonia, Clalocera y otros (Moore, 1958), 

Johnson y Lewis (1979) consideran que los parámetros mas 
importantes a ser optimizados en una fermentación son el pH, el nivel 
de aireación, los requerimientos de vitaminas (extracto de levadura) 
una fuente metabolizable de nitrógeno y particularmente la naturaleza 
y concentración de las fuentes de carbono. En general los 
procedimientos para mejoramiento de las condiciones de cultivo, 
coinciden en señalar que los elementos a tratar, son las condiciones 
de fermentación, en particular la composición de nutrientes de los 
medios de producción. 

En general se consideran como nutrientes básicos del medio: una 
fuente de nitrógeno orgánico asimilable; una fuente de nitrógeno como 
el amonio; una fuente de carbono metabolizable; minerales traza; un 
mantenimiento del cultivo bajo condiciones de aireación y agitación; 
además de radiación del material fungico en el espectro visible de 
luz. Sin embargo otros nutrientes pueden ser adicionados para obtener 
ventajas; aclaran que los nutrientes pueden ser adicionados desde el 
principio o adicionados en porciones para varios estados de la 
fermentación. 

La composición de nutrientes del medio es responsable del buen 
crecimiento fungico y resulta en una sustancial producción de 
carotenoides y en particular xantofilas (Moore, 1958). En otros 
ejemplos se reportan efectos positivos por nutrientes o condiciones de 
fermentación diferentes. En Dacrymyces deliquescens la irradiación con 
una longitud de onda de 5300 A favorece un amplio radio de xantofilas 
del total de carotenoides con luz verde, y la máxima producción de 
xantofilas ocurre con luz sobre 6200 A. (Moore, 1958) En la familia 
Chlorophyceae la limitación en nitrógeno es un factor clave para la 
acumulación de astaxantina. El acetato y la glicina se han demostrado 
como estimuladores de la formación de astaxantina en H. plusuhalis, 
habilidad para asimilar nitrógeno se relaciona con la con la capacidad 
de incrementar la producción de carotenoides. En Dacrymycetaceae los 
aminoácidos como la glutamine, sal de glutamato o glicina son 
preferidos para esta familia. 

21 



Pacrymyces deliquescens cultivado cinco días en medio liquido con 
glucosa, glicerol y licor de maíz e iluminación externa produce 40 
mg/1 de xantofilas, 4 mg/g de micelio seco.(Farrow y Tabekin, 1961). 
En la producción de xantofilas con Spongiococum exentricsm y Chorella 
pyreneidosa se utilizaron 	de dextrosa, 0.3% de extracto de malta, 
0.3% de extracto de levadura, 0.5% bactopeptona, y 18 de licor de 
maíz. Con esto se obtienen altas concentraciones de xantofilas con 
bajos niveles de ingredientes cuando la fermentación progresa en el 
tiempo (Peppler, 1977). 

Entre los nuevos activadores de la producción de carotenos esta 
la dimetil formamida, usada como un solvente para el antioxidante y 
numerosas amidas y componentes nitrogenados de similar o mayor 
actividad (Ninet y Renault, 1979). La s-pirrolidina y succinamida 
adicionadas en una relación de 3 o 4 9/1, muestran alguna actividad , 
pero mejores resultados se observan con la adición de isoniacida, 
iponiacida y 4-formilpiridina que junto con S-Ionona .en el cultivo o 
con 2,6,6 Trimetil-1 acetil cycloexano logran una producción de hasta 
3g/1, o bien, 30 mg/g de micelio seco (Ninet y Col; 1963b,1965b, 1966, 
1969). 

Sin conocer todavía bien si estas sustancias son agentes de 
permeación para Blakeslea trispora o actúan como inductores o 
activadores de enzimas operando en la ruta de carotenoides (Paplet, 
1977). 

Hesseltine y Anderson en estudios con Choanephora cucurhitarum, 
C. conjuteta, Blakeslea tispora y B. circinans. observaron que al 
adicionar S-Ionona en el cultivo, esta aparece como tóxico al 
adicionarlos en medios básicos, y estimula la síntesis de S-carotenos 
en combinación con aceites vegetales. Como la 11-Ionona no es 
incorporada al B-caroteno (Reyes y Col. 1964), se han examinados 
compuestos para remplazar en el ciclo de Krebs a los cetoacidos. Los 
bicicloterpenos de turpenina son sustitutos parciales o totales de la 
S-Ionona, también se han probado otras sustancias incluidas isoprenos 
dimeros y trimeros pero ninguna con mejores resultados. 

La adición de lípidos, detergentes y S-Ionona es un proceso 
patentado por Anderson. Se utilizan mezclas de aceites de semilla de 
algodón y aceite de soya; detergentes como sucrosa-dipalmitato; y para 
un mejor desarrollo de la fermentación para S-caroteno, se trata el 
keroseno con ácido sulfúrico. La adición de antioxidantes en el medio 
de cultivo también estimula la producción de carotenos en 2-6 
ditetrabutil-4 metilfenol fue el mejor antioxidante (Hanson, 1977). 
La estabilidad del g-caroteno seco en fermentación sólida con adición 
de etoxiquin en este medio de fermentación o en el producto seco, fue 
probada por Hall, Ciegler y Nelson (1962). 

El efecto de aceites naturales en la producción de carotenos como 
grasa blanca, aceite de semi? • de algodón y aceite de soya, es 
positivo, pero el mas adecuado fue la grasa blanca (Hanson, 1977). 

Los primeros carotenoides capaces de colorear fueron obtenidos 
por extracción de recursos naturales, pero en los anos 1950s los 
laboratorios Hoffman-La Roche desarrollaron una síntesis química de S-
caroteno; esta síntesis fue posteriormente extendida a la producción 
comercial de apo-carotenal y cantaxantina. La síntesis de S-caroteno 
creo una interesante controversia a causa de su naturaleza sintética 
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sujeta a certificación, y también sobre si este compuesto podía ser 
llamado color natural (Noonan, 1980). 

3.2 EL CASO DE LA ZEAKANTINA 
Dentro de los carotenoides e incluida en el grupo de las xantofilas, 
la zeaxantina aparece en una lista de principales carotenoides que 
están legalmente permitidos en alimentos y forrajes en muchos países; 
se forma junto con la luteina, es utilizada en alimentos para peces y 
cerdos, la produce una bacteria no fotosintética Flavobacterium sp. 
(Goodwin 1980,1984 Klaui,& Bauernfeind 1981; Marussich & Bauernfeind 
1981). Es también producida por algas del genero Clhorella y en algas 
de la especie Spongiococuum excentricum (Mc Dermont, 1987; Hanson, 
1977) 

La zeaxantina es un típico pigmento cloroplastico que también se 
produce en cianobacterias y en un limitado número de bacterias no 
fotosintéticas; la zeaxantina a sido demostrada en una flavobacteria 
marina (Nelis y Leenheer, 1990). 

Aunque la información sobre la producción de zeaxantina por 
Flavobacterium es muy escasa, aparentemente puede ser aprovechado un 
estado de comercialización de una mutante reportada que produce 335 
mg/1 con un medio que contiene glucosa, "licor de maíz", con esteres 
palmíticos, metionina piridoxina y sales ferrosas y con el crecimiento 
del organismo a una temperatura reducida, un número de patentes de 
producción de zeaxantina ha sido asignado a diferentes compañías 
(Ninet y Renault, 1979). Otros autores también hacen referencia a 
recientes estudios desarrollados para la producción de zeaxantina que 
están concentrados en el uso de una flavobacteria marina, cuando ella 
es crecida en un medio basado sobre glucosa y "licor de maíz", el 
contenido de zeaxantina aumenta a alrededor de 40 1g/m1 y 
suplementando con ester palmitico; metionina piridoxina y sales 
ferrosas, la zeaxantina es producida sobre 190 µg/ml (Schorer y Wiss, 
1972; Shepherd y Dasek, 1974; Shepred y Col., 1974). Cuando la 
temperatura es reducida y los nutrientes están adicionados 
continuamente, un contenido de 335 mg/1 pueden obtenerse con una 
mutante del genero Flavobacterium (Dasek y Col., 1973). 

Los métodos de extracción de zeaxantina son similares a otros 
para carotenoides y sirven de ejemplo para otras xantofilas. En la 
patente Belga de la Sociedad de Productos Nestle S.A. se reporta el 
proceso de fabricación de zeaxantina desarrollado por Dasek Joroslau, 
Shephard D. y Knut R.T., quienes de manera general plantean las 
codiciones y composición de los medios para una mejor producción de 
zeaxantina con Flavobacterium sp. (Patente 790.289 año 1973 Bélgica y 
Patente 816.767 año 1974 Bélgica). Un medio general de fermentación 
acuoso es el siguiente: 
Composición: carbohidratos de 15 a 35 mg/ml (por lo menos) o de 6 a 8 
% en peso del medio de cultivo. Entre las recomendaciones ellos 
sugieren mantener las sustancias nutritivas principalmente 
carbohidratos y la fuente de nitrógeno, en un rango sensiblemente 
constante, añadiéndolas progresivamente según el débito que se 
presente. Aclaran que la obtención por biosíntesis es delicada y 
requiere mucho cultivo para tener cantidades apreciables del pigmento. 
En la patente se muestra como ejemplo un medio de cultivo del cual se 
parte y un medio nutritivo que se va añadiendo al primero. Inicia con 
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una temperatura entre 28 y 30 °C y al llegar a una concentración de 
carbohidratos entre 15 y 30 mg/ml la temperatura se ajusta entre 22 y. 
25°C. El pH se ajusta entre 7 y 7.5 preferentemente con amonio; y la 
aireación se logra por agitación violenta y en presencia de luz. De la 
información anterior, nosotros elegimos manejar el medio base 
reportado en esta patente, para realizar nuestra evaluación. 

Descripción del género 
Flavobacterium es un género de afiliación incierta, pero sugún 
Margulis (1985), puede incluirse en su clasificación general en el 
Phylum M-14 de las Omnibacterias, un grupo grande y diverso que se 
caracteriza por tener formas alternativas de metabolismo; y dentro de 
un subgrupo , de las enterobacterias, sin pertenecer todavia a una 
clase especifica. 

El género Flavobacterium sp. contempla a bacilos gramnegativos, 
aerobios a anaerobios facultativos(Holmes, 1992); es un genero de 
afiliación incierta. (Delaat,1983); son células que varían de forma 
cocobacilo a delgadas o planas redondas, no moviles, estas no 
presentan movimiento deslizante o enjambramiento, crecen sobre agar 
nutritivo, no forman esporas. Su crecimiento sobre medio sólido es 
pigmentado amarillo, naranja, rojo o café y puede variar con el medio 
y la temperatura. Ambientalmente crecen separadas a temperaturas entre 
(5-30 °C), pero en aislamientos de análisis clínicos también crecen a 
37 °C. El crecimiento en medio sólido es típicamente pigmentado 
amarillo a naranja , pero las no pigmentadas se les puede inducir a 
producir pigmentos (Weeks en Dergey y Col 1923,97). 

La intensidad de la pigmentación varia considerablemente y puede 
afectarse por el medio de crecimiento, la temperatura y el periodo de 
incubación. La graduación de la pigmentación puede ser pronunciada por 
una menor temperatura (15-20 °C) y la luz coloreada puede ser 
requerida para un máximo de pigmentación. El crecimiento en caseina o 
leche puede también aumentar la pigmentación. Los pigmentos no son 
fluorescentes en luz ultravioleta y están insolubles en el medio de 
crecimiento.(Weeks en Bergey y Col 1923,97). 

El color es mas pronunciado sobre papa, gelatina o leche 
contenidos en el medio y a menores temperaturas (15-20 °C); 
frecuentemente se requiere luz para una máxima pigmentación, los 
pigmentos no son solubles en el medio, y no han sido caracterizados 
pero se cree que son carotenoides. Las colonias típicamente son 
translúcidas, parcial o enteramente; y ocasionalmente son opacas. 

Son quimiorganotróficas, y sus cultivos frecuentemente son 
difíciles de mantener después de la separación primaria; han sido 
asociadas con requerimientos de nitrógeno y comúnmente son 
proteoliticas. El metabolismo fermentativo usualmente no es notable, 
las reacciones ácidas comúnmente no se desarrollan de carbohidratos 
cuando es viable el contenido de nitrógeno orgánico en el medio, no se 
produce gas de carbohidratos de acuerdo con los cultivos usuales de 
prueba (Holmes, 1992). Necesitan de metabolitos exógenos como el 
complejo vitamínico B o condiciones físicas como la concentración de 
agar en el medio. 

En su metabolismo respiratorio; las reacciones ácidas son comunes 
cuando tales cultivos son agitados drásticamente y en concentraciones 
bajas de peptona en el medio. Los carbohidratos mas frecuentemente 
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utilizados son la glucosa, fructuosa, glicerol, maltosa y tetralosa; y 
el ácido no es producido de adonitol, dulcitol, inositol y sorbitol. 
Celulosa, agar y otras moléculas largas de carbohidratos no son 
atacadas, pero son proteoliticas hidrolizando caseina y gelatina, 
(Weeks, en Bergey y Col. 1923.97). 

La incubación se realiza en temperaturas cercanas a 30 °C. 
Naturalmente están distribuidas en suelo, carne y aguas marinas; 
comúnmente sobre vegetales durante procesos comerciales y en productos 
secos; también han sido identificadas y separadas de infecciones 
humanas (Holmes, 1992). 

Han sido reportadas con dos distintos rangos de proporción de 
nucleotidos base (G+C en moles %) en el DNA a saber:(30-42) y (63-70). 
Flavobacterium tuvo esta acepción, como un genero de color. (Bergey y 
Col. 1980) y ha tenido que ser taxonómicamente heterogéneo en un 
principio, pero tal heterogeneidad ha sido disminuida por la exclusión 
de especies Gram-positivas (Breed y Col. 1957) y esto ha continuado en 
arreglo con la exclusión de especies no moviles las cuales muestran 
deslizamiento sobre el agar , además del problema todavía no bien 
resuelto de la diferenciación de bacterias no moviles , de Cytophaga 
(Mitchell y Col. 1969; Weeks, 1969). Las bacterias que muestran la 
propiedad deslizante son asumidas como Cytophaga, y los cultivos que 
no exhiben esta propiedad han tenido que ser retenidos en 
Flavobacterium; también existen dudas por los dos diferentes o 
contrastantes proporciones de nucleotidos en el DNA. 

Debido a las actuales circunstancias todavía no resueltas, 
Flavobacterium es sugerido como un concepto taxonómico incierto (genus 
incerta sedis) por Owen y Weeks en Genus Flavobacterium Bergey y Col. 
1923. Holmes, (1992) hace una revisión mas detallada sobre la historia 
de la clasificación del genero y los problemas que se han presentado 
para definir su situación. 
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4 PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Se obtuvo una cepa de Plavobacterium sp. de la American Type Culture 
Collection (ATCC 25 582) productora de zeaxantina, con la cual se 
decidió realizar una evaluación de las condiciones de producción de 
este pigmento, en los siguientes aspectos: la fuente de carbono 
(glucosa); diferentes fuentes de nitrógeno orgánico (extracto de 
levadura, triptona, agua de cocimiento de maíz); así como los 
requerimientos de sales (Mg2', Fe

21 y P) y algunas condiciones 
fisicoquímicas (pH y aireación). Todo esto con el propósito de obtener 
un medio en mejores condiciones para una mayor producción de 
zeaxantina. 
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5 OBJETIVOS 

5.1 OBJETIVO 
GENERAL: 

- Evaluar algunas de las condiciones de producción de 
zeaxantina utilizando una cepa de Plavobacterium sp. 
(ATCC 25 582). 

5.2 OBJETIVOS 
ESPECÍFICOS: 

Evaluar la fuente de carbono (glucosa) 
Evaluar diferentes fuentes de nitrógeno orgánico 
(extracto de levadura, triptona, licor de maíz) 
Evaluar los requerimientos de sales (Mg2., Fe2*  y P) 
Evaluar algunas condiciones fisicoquimicas 
(pH y aireación) 
Obtener un medio con mejores condiciones para la mayor 
producción de zeaxantina, que pueda ser optimizado 
posteriormente. 
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6 MATERIALES Y MÉTODOS 

6.1 MATERIAL BIOLÓGICO: 
Se utilizo una cepa de Flavobacterium  ep. (ATCC 25 582), para la 
producción de zeaxantina, la cual fue obtenida de la American Type 
Culture Collection (ATCC). 

6.2 MEDIOS DE CONSERVACIÓN 

La cepa se conservo en los medios con glicerol reportados en el 
Catalogue of Bacteria and Bacteriophages ATCC (1982) para 
Flavobacterium sp. ATCC (21 588). 

6.3 MEDIO DE PROPAGACIÓN 

YTN ATCC 	(665) composición: extracto de levadura 1%, triptona 1%, 
cloruro de sodio 3%, glucosa 0.16, solución de elementos traza 0.1%, 
agar 1.5%; disueltos en agua destilada y pH ajustado con NaOH a 7.2 
antes de esterilizar; el medio se esteriliza 17 minutos a 121 °C. 

1 
1 
3 

0.1 
0.1 

1.8 
0.8 
1.6 
0.5 
0.08 
7.0 

YTN 

COMPOSICIÓN: 
Extracto de levadura 
Triptona 
Cloruro de sodio 
Glucosa 
Solución de elementos 
traza 

6.4 MEDIOS DE PRODUCCIÓN 

YTN Liquido ATCC (665) 

Medio de producción para 
ejemplo 1 reportado en la 
Bélgica). 

COMPOSICIÓN: 
Extracto de levadura 
Triptona 
Licor de maíz 
MgSO4  
Aceite de maíz 
Glucosa  

Disueltos en agua destilada y 
ajuste de pH inicial con NaOH 
antes de esterilizar 
17 min. a 121 °C. 

la obtención de zeaxantina de acuerdo al 
patente con titulo:(Patente 790.289. 1973, 

Disueltos en agua de la llave, 
ajuste de pH inicial con NH4OH a 
7.2 antes de esterilizar; el 
medio se esteriliza 17 min a 121 
°C 
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6.5 PREPARACIÓN DEL INOCULO 
La bacteria se propaga tomando 0.1 ml del medio de conservación 
(glicerol-skim) en cajas de petri con medio YTN-agar; se incuban a 29 
0C 36 h, después de la incubación se realiza un raspado de las 
colonias para formar una suspensión celular en solución salina estéril 
al 0.85% ; la suspensión se ajusta a una densidad óptica (D.0.) de 
0.295 a 540 nm en onda larga; esta suspensión se agrega al medio YTN 
en razón de un 2% en volumen. El inoculo se incuba a 29 °C, 1110 r.p.m. 
por 24 h, en matraces Erlen meyer de 250 ml lisos. 

6,6 FERMENTACIÓN 
Los cultivos se realizan por triplicado en matraces Erlen meyer de 250 
ml lisos, con 50 ml de medio, inoculados a razón de 51 del volumen del 
medio, manteniendo a 29 °C y 180 r.p.m. por 96 h.; los matraces fueron 
colocados en una estufa de calor graduable Psycotherm TM New Brunswick 
Sientific Co., Inc. Edison; N.J.; los perfiles de producción de 
zeaxantina, crecimiento, glucosa residual, amonio residual y pH fueron 
obtenidos por análisis de muestras tomadas cada 24 h a partir del 
tiempo en que se inicia la fermentación y basta las 96 h. 

6.7 MÉTODOS 

6.7.1 TOMA DE MUESTRAS 

La toma de muestras se realizo a partir del momento en que se inició 
la fermentación (T 0), inmediato a la inoculación, con volúmenes de 2 
ml para estimar crecimiento; posteriormente cada 24 h y hasta las 96 
h, se tomó 1 ml para crecimiento y 2 ml para la extracción del 
pigmento; el sobrenadante obtenido dé las centrífugaciones de las 
muestras del medio, se guardarcn para hacer las determinaciones de pH, 
glucosa, amonio, y fósforo inorgánico como fueron requeridas. 

6.7.2 EXTRACCIÓN 
La técnica de extracción se realizo de acuerdo a una modificación de 
la técnica reportada por (Britton, 1985), que consiste en una 
centrifugación de las muestras del medio de cultivo, se retiró el 
sobrenadante a partir del cual se realizaron las distintas 
determinaciones (pH, glucosa, amonio o fósforo inorgánico) al tubo con 
el botón de asentamiento se le agregaron 3 g de perlas de vidrio de 
0.45-0.50 mm de diámetro marca B. Braun Melsungen ; se añadieron 2 ml 
de acetona; se agitaron un minuto para romper paredes y membranas 
celulares, posteriormente se agregaron 2 ml de una mezcla de eter-
dietileter de petróleo (1 a 1 ); esta mezcla de solventes tiene mas 
afinidad por el pigmento, y para separar las fases se agregaron 2 ml 
de agua destilada; la epifase (eter-dieteleter) se retiro con pipetas 
pasteur a tubos de vidrio donde se dejaron desecar por 12 h 	El 
pigmento obtenido se resuspende con 2.5 ml de etanol absoluto, para 
leer densidades ópticas (0.0) en espectofotometro (Bausch & Lomb 
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Spetronic 21) a 450 nm en onda corta; el D.O. registrado se sustituye 
en la expresión: 

factor de 
1 000 000 x D.O. 	 dilución 

carotenoides totales - 	  X 	  
µg/ml 	 factor de extinción 254 (100) 	ml de muestra 

6.7.3 CROMATOGRAFIA 

La técnica de cromatografía(Thin-Layer Chromatography. TLC) utilizada 
en la identificación de la zeaxantina, por comparación de los Rf 
obtenidos con una oleorresina de la flor de cempasuchitl (Tagetes 
erecta)  (de una muestra proporcionada por la compañía Dioquimex 
Querétaro, Méx.), utilizada como standard; y muestras del pigmento 
obtenido en las extracciones de nuestros medios de cultivo; para estas 
muestras de pigmento se utilizaban 10 ml de medio, dicho pigmento fue 
separado de acuerdo a la técnica de extracción ya descrita; después de 
desecado se resuspendió en 0.5 ml de acetona y se aplicaron 150 pl 
para la muestra en la cromatografía de algunos de los medios de 
cultivo probados. 

La cromatografía se corrió sobre una placa de silice-gel 60 de 20 
x 20 cm; los solventes utilizados para el arrastre, fueron una mezcla 
de diclorometano-acetato de etilo 80:20 en una cámara de cristal 
sobresaturada. Las muestras fueron colocadas en la placa a 1.5 cm de 
la base y la placa conservada en la cámara un tiempo aproximado de 4 
h. 

6.7.4 ESTIMACIÓN DE CRECIMIENTO 

PROCESAMIENTO DE LAS MUESTRAS PARA APLICAR EL MÉTODO LOWRY 
Las muestras para crecimiento se centrifugaron en tubos de plástico a 
6500 r.p.m. 15 minutos (el sobrenadante se guarda junto con el 
obtenido en extracción); se resuspendió el botón con 2 ml de ácido 
tricloroacetico (TCA) al 5%, y se agitaron 20 seg. ; se centrifugaron 
a 7500 r.p.m. 10 min., se tiró el sobrenadante y se resuspendió con 1 
ml de NaOH 0.4 N.; para estimar el tiempo cero (T 0) se tomó 0.5 ml de 
alicuota de la suspensión con NaOH y de los tiempos 24, 48, 72 y 96 h 
se tomó 0.2 ml de alícuota, los que se aforaron a 1 ml con agua 
destilada para aplicar el método reportado por (Lowry, 1951). 

Los datos de las muestras se correlacionaron con la curva patrón 
construida al aplicar el mismo método a diferentes volúmenes de 
alícuotas de una solución de albúmina de 500 µg/ml. 

6.7.5 DETERMINACIÓN DE GLUCOSA 

En la determinación de glucosa residual en el medio, se tcmaron 
muestras del sobrenadante del medio de cultivo de los distintos 
tiempos (o, 24, 48, 72 y 96 h), y 'se diluyeron a una cuarentava parte 
(0.5 ml en 19.5 ml de agua destilada); en la determinación fue 
utilizado el método del paquete de diagnostico marca Erlick Glucosa- 
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God Pad,(método enzimatico colorimetrico) basado en Trinder, (1969); y 
se realizaron los cálculos aritméticos para ]a estimación de las 
concentraciones de glucosa de las muestras. 

6.7.6 DETERMINACIÓN DE AMONIO 
La determinación de amónio se realizó de acuerdo a una modificación 
del método de (Neatherburn, 1967), tomando una alícuota de cada una de 
las muestras 	del sobrenadante de las centrifugaciones del medio 
realizadas en la técnica de extracción, esta alícuota fue diluida (0.5 
ml en 9.5 ml de agua destilada) y posteriormente se le aplico el 
método. Los datos obtenidos fueron relacionados con los de una curva 
patrón elaborada a paftir de una solución con cloruro de amónio 0.1 M. 

6.7.7 DETERMINACIÓN DE FOSFATOS 

La determinación se realizo en el sobrenadante de las centrifugaciones 
de las muestras de cultivo (sin diluir) en los diferentes tiempos de 
muestreo (0, 24, 48, 72 y 96 h) comparando contra una curva patrón 
utilizando K2HPO4  y aplicando el método de Summer-B.Jones, (1944). 

6.7.8 DETERMINACIÓN DE pH 
Se determinó en el sobrenadante de cada una las muestras del medio de 
cultivo centrifugado, en los diferentes tiempos (O, 24, 48, 72 y 96 
h), con un potenciometro digital marca Beckman modelo 3500. 
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7 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 

SELECCIÓN DE LOS MEDIOS 
La selección del medio de producción se realizó primeramente por una 
revisión bibliográfica, la cual nos ayudo a escoger las condiciones 
básicas de producción de zeaxantina, los medios escogidos fueron el 
medio YTN y el reportado en una "patente" ( 1 ) 	para el género 
Flavobacterium . 

Originalmente los criterios de comparación fueron: la producci5n 
volumétrica de carotenoides totales crecimiento, la producción 
específica; y las productividades tanto volumétrica como especifica, 
de todos los anteriores la producción volumétrica fue el principal, ya 
que los aminoácidos presentes en el agua de cocimiento de maíz del 
medio patente no garantizaban una exacta cuantificación del 
crecimiento pero si una cuantificación que permitió una estimación del 
crecimiento con el método Lowry; por lo mismo tampoco se garantizaba 
exactitud en la producción específica. Por lo anterior, se decidió 
considerar como parámetro principal la producción volumétrica 

Al comparar los dos medios (Graf. 1) , se encontró que el máximo 
de producción volumétrica de carotenoides totales, en el medio 
"patente" fue de 2.28 µg/ml y esta se alcanzo a las 72 h y en el 
"YTN" de 0.57 µg/ml a las 36 h y este valor no se incremento durante 
la fermentación. En crecimiento máximo, se obtuvieron 2.29 mg/ml de 
proteína en el medio "patente" y 0.74 mg/ml en "YTN" (Graf.2), 
observamos también que la toma de muestras cada 24 h era adecuada para 
seguir la dinámica del cultivo; sin embargo, al tomar muestras a las 
12 h en otros experimentos, ya se podía cuantificar producción de 
pigmentos. 

Al relacionar el crecimiento y la producción volumétrica se 
observo una cierta correspondencia, es decir con mayor crecimiento se 
obtuvo mayor producción volumétrica, pero no de una manera 
directamente proporcional. 

Como resultado de las ventajas comparativas de crecimiento y 
producción de pigmentos entre el medio "patente" y el medio "YTN", se 
eligió al primero como medio base para llevar a cabo el 
establecimiento de las condiciones de producción de zeaxantina. 

En cuanto al comportamiento del pH, podemos observar un aumento 
sobre su valor inicial entre las O y 48 horas, momento a partir del 
cual tiende a estabilizarse; este aumento de pH lo podemos atribuir al 
aumento de amonio en el medio lo cual en consecuencia tiene un 
efecto alcalinizante (Graf.3). El comportamiento antes descrito 
tendera a repetirse en general para casi todas las condiciones. 

Por otra parte la información obtenida a partir de las 
determinaciones en el sobrenadante, también sugirió modificaciones en 
la composición de los mismos. Por ejemplo, realizar las 
determinaciones de glucosa residual, se observó que en el medio "YTN" 
con una concentración inicial del 0.1% ocurrió una rápida disminución 
a casi O en 24 horas, mientras que en medios "patente" con 7% de 
glucosa esta concentración disminuyó únicamente un 1% (Graf. 4 y 5). 
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Al observar la evolución del amonio, advertimos un aumento del 
ion en ambos medios, partiendo de 0.67 pg/ml en el tiempo O (T-0) en 
"YTN" y un aumento a 12.4 pg/ml las 72 horas. En el medio "patente" se 
inicia con 16.9 pg/m1 llegando a un máximo de 27.7 pg/ml a las 48 horas 
y disminuyendo a 24.4 a las 96 horas (Graf.6). Atribuimos el aumento 
de amonio a las desaminaciones ocurridas al metabolizar aminoácidos 
como fuente de carbono y su disminución, ocurre al dejar de utilizar 
las fuentes que los contienen. Sin embargo en YTN el descenso de 
amonio ocurre hasta las 72 h, pero su crecimiento y producción se 
detiene a las 24 o 48 h; suponemos que esto ocurre por la baja 
concentración de glucosa que se utiliza en el medio a la que no 
consideramos fuente principal pero si es importante en las primeras 
horas del cultivo. 

EVALUACIÓN DE LOS REQUERIMIENTOS DE NUTRIENTES EN EL MEDIO BASE 

CONCENTRACIÓN DE GLUCOSA 
Los resultados de la cuantificación del crecimiento y la producción de 
pigmentos en los experimentos anteriores; así como las determinaciones 
de glucosa residual que indicaban una disminución del 1%, nos sugirió 
realizar un experimento para evaluar los requerimientos de glucosa; 
para verificar lo anterior se llevó a cabo un experimento donde se 
probaron diferentes concentraciones de glucosa (1-7%), con un control 
sin glucosa, en donde encontramos que los medios con 1 y 2% de glucosa 
(Graf.7), produjeron a las 96 h, 3.49 y 3.43 pg/ml de carotenoides 
totales respectivamente. 

Una concentración del 2% pareció adecuada por ser superior al 1% 
que se consume generalmente en estos cultivos, sin quedar de este modo 
como factor limitante. 

Resultó interesante descubrir que en la condición donde no se 
adicionó glucosa la producción de pigmentos fue de 2.47 pg/ml a las 40 
h, esta producción disminuye a 1.75 pg/ml a las 96 h; sin embargo no 
tenemos una explicación clara de dicha disminución, puede ser una 
simple degradación después de la muerte celular de las bacterias por 
falta de una fuente de carbono asimilable. 

En cuanto al comportamiento del crecimiento este fue congruente 
con los resultados obtenidos en producción volumétrica es decir a 
mayor crecimiento mayor producción del pigmento, aun que existieron 
condiciones donde se dbtuvo una buena producción con menor crecimiento 
como fue el caso de la condición con 2% de glucosa (Graf.8). 

Se cuantificó la glucosa residual en el sobrenadante de las 
centrifugaciones de las muestras de cultivo en las distintas 
condiciones, en esta determinación observamos que el consumo fue muy 
semejante en todas (Graf.9) es decir lo máximo que llega a consumir 
el microorganismo es de 1% independientemente de la concentración 
original. El consumo de la glucosa no parece tener un correlación 
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estrictamente proporcional al crecimiento o a la producción del 
pigmento. 

El comportamiento del pH fue también, muy similar en las 
diferentes condiciones, las variaciones observadas fueron de 7.2 a 8.3 
(Graf.10). 

EVALUACIÓN DE LA FUENTE DE NITRÓGENO 

EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE EXTRACTO DE LEVADURA 
El extracto de levadura representó una fuente de nitrógeno compleja, 
para evaluar esta fuente de nitrógeno se probaron distintas 
concentraciones (1 - 4.%) de la misma, con un control sin extracto de 
levadura en el medio base (PS/EX), conservando el resto de los 
nutrientes en su concentración original. 

Como se observa en la (Graf.11), la máxima producción volumétrica 
de pigmentos se determinó a las 96 h en los medios sin extracto de 
levadura ( 5.17 pg/ml ). Es interesante resaltar que al incrementarse 
la concentración de la fuente de nitrógeno los carotenoides totales 
disminuyen esto posiblemente se deba a que algún componente de este 
nutriente esté afectando negativamente la formación de los 
carotenoides, al agregarlo en concentraciones de 1 y 2%, ya que en 
concentraciones mayores del 2% se está afectando crecimiento y por 
tanto la producción. La segunda mejor producción se obtuvo con 1% de 
extracto de levadura (3.75 pg/ml), y la tercer mejor producción se 
obtuvo en la condición con 4t de extracto de levadura (2.84 µg/ml); 
las restantes condiciones alcanzan su máximo de producción a las 72 h, 
y todas ellas son producciones menores. 

En cuanto al crecimiento (Graf.12), se observa que en los medios 
sin extracto y con 1 y 2W, el microorganismo crecen prácticamente al 
doble de lo obtenido en los medios con 3 y 4% de extracto de levadura. 
Esto sugiere que una concentración de extracto de levadura del 3% 6 
mayor, resulta desfavorable para el crecimiento y para la producción 
del pigmento. 

Relacionando el crecimiento con la producción, se observó en 
general que en los medios donde las células crecen más hay mayor 
formación del pigmento. 

El comportamiento del pH en los medios, es el típico, el aumento 
notable de O a 24 h y después una tendencia a la estabilización 
determinándose valores cercanos a .8.3 . En las diferentes condiciones 
se inicia con un pH entre 6.58 y 6.71, a las 24 h se encuentran entre 
7.25 y 7.66, y finalizan entre 8.04 y 6.2 excepto cuando se adicionó 
4% del extracto, el cual terminó con 7.7, este descenso parece 
corresponder con el ultimo aumento del crecimiento y producción en 
este medio, y llama la atención ya que lo común es que al aumentar el 
crecimiento, se alcalinice el medio. 
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EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE TRIPTONA 
Las variaciones en la concentración de triptona en el "medio base" son 
parte de las pruebas de variación en las concentraciones de cada uno 

de los nutrientes en el "medio base" original, y fue considerada como 

otra fuente de nitrógeno a evaluar. 
Se utilizaron diferentes concentraciones de triptona (0.5, 0.8 1 

Y 2%) y se corrió un control sin ella (PS/T). Los máximos de 
producción volumétrica de pigmento se obtuvieron a las 96 h (Graf.13). 

La condición con 2% del nutriente fue la de menor producción de 

pigmentos y a partir de las 72 h dejó de producir en cambio en los 
medios con una concentración de triptona menor al 2% tienen una 

producción similar y conservan su tendencia a seguir creciendo y a 

continuar produciendo aún a las 96 h. de su incubación. Pero la mejor 
producción se obtuvo en la condición sin triptona (4.49 µg/ml). Este 

resultado nos indica que la fuente de nitrógeno se encuentra en exceso 

en el medio base. Además, se observa el mayor crecimiento en la 
condición sin triptona (Graf.14) 

El comportamiento del pH en estos medios fue el típico, un 

aumento notable entre las O y 24 h de 6.60 a 6.70 al inicio y de 7.14 

a 7.73 a las 24 h; posteriormente de 7.98 a 8.27 a las 48h, tendiendo 
a un establecimiento que permanece casi constante hasta las 96 h. 

EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DEL LICOR DE MAÍZ (AGUA DE COCIMIENTO DE 

MAÍZ) 
Continuando con las pruebas de fuentes de nitrógeno se decidió también 

probar variaciones en la concentración del licor de maíz (0.5- 2,5% 
v/v) (o agua de cocimiento de maíz), incluyendo una condición sin el 

nutriente (PS/L). 
Al observar las dinámicas de los cultivos (Graf.15), encontramos 

que en todos los medios se desarrolla un vigoroso aumento de la 

producción desde las 24 h hasta las 96 h, excepto en la condición sin 

el licor de maíz donde es menos acelerado. La mayor producción se 

obtuvo con una concentración de 	(3.34 pg/ml), en las demás 
condiciones las producciones son muy parecidas excepto la condición 

con 2.5 % que obtuvo una producción baja. Un hecho que destaca es que 

la ausencia de licor de maíz en el medio base provoca una baja en la 
producción de pigmentos pero una concentración mayor al 2% resulta 
excesiva, ya que afecté de manera negativa. 

En cuanto al crecimiento, fue ligeramente mayor en la condición 

sin el licor de maíz (Graf.16), en comparación con los otros medios. 
Es decir creció bien pero su producción fue mucho menor. 

El crecimiento en el medio con 2.5%, fue congruente con su baja 
producción, creció poco y produjo poco. 

Consideramos la condición con 1% como la mas adecuada por tener 
la mejor producción, ya que no es muy diferente de la obtenida en 

otros medios pero tenemos la ventaja de utilizar menor cantidad de 
licor de maíz. 
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En las determinaciones de pH destacan los datos que muestran 
mayor acidez a las 24 h como fueron los que contenían 1.6% con 6.78; 
2%, 6.90 y 2.5%, 6.78. Los otros medios se encuentran en los niveles 
típicos entre 7.64 y 8.03 y tienden a nivelarse a las 46 h entre 7.67 
y 8.24, finalmente terminan a las 96 h entre 7.67 y 8.23. 	Esta 
disminución en el pH a las 24 h afectó de manera significativa el 
crecimiento y la producción. 

EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE FÓSFORO 

En los primeros experimentos donde se realizaron determinaciones de 
fósforo se observó claramente una brusca disminución de este nutriente 
desde el inicio del cultivo, pasando de niveles de concentración de 2 
y 3 (1g/m1 X 10 -4  ) a 0.5 (mg/ml X 10-4) en el medio. Observamos 
también que el comportamiento de la concentración de fósforo era 
inverso al del crecimiento, es decir, cuando creció la bacteria 
disminuyó el fósforo y si dejaba de crecer se mantenía y si se 
iniciaba la muerte en el cultivo se determinaba un aumento en la 
concentración del fósforo. Nosotros atribuimos este aumento a una 
liberación de fósforo al medio por lisis celular. 

Al observar el rápido, descenso de la concentración de fósforo en 
las primeras 24 h, pensamos que un aumento en la concentración 
original del fósforo en el medio, favorecería el crecimiento y así 
mismo la producción de pigmentos, decidimos entonces probar la adición 
de distintas concentraciones (0-0.25%) de fósforo en forma de K2HPO4 

en la condición control no se adicionó K2HPO4  (PS/P). 
Como se muestra en la (Graf.17), no existe un efecto del fosfato 

en la biosíntesis de los carotenoides en las concentraciones probadas 
ya que no hubo diferencias entre las condiciones con fosfato y sin el. 
La máxima producción de pigmentos obtenida a las 96 h fue con una 
concentración de fosfato 0.1% (3.84 mg/m1) mientras que sin el ion se 
obtuvo 3.69 y con la concentración mas alta de fosfato que fue de 
0.25% la producción fue de 3.58 mg/m1 como se observa los valores son 
muy parecidos, con lo cual podemos decir que no es indispensable 
agregar K2HPO4 al medio para producir los pigmentos. 

Al observar los datos de crecimiento (Graf.18), observamos que 
hay condiciones cuyo crecimiento desacelera a partir de las 48 h de 
estas, la condición con 0.2% recupera un buen ritmo de crecimiento y 
alcanza los mismos niveles de crecimiento que los otros medios a las 
96 h; la condición con 2.5% disminuye su crecimiento a las 48 h, a 
las 72 h deja de crecer y a las 96 h se registra la caída del 
crecimiento. 

Lo desconcertante es que estas dos últimas condiciones conservan 
los niveles de producción de pigmentos, hasta las 96 h como el resto 
de las condiciones (sin K2HPO4, o con 0.025,0.05, 0.075,0.1 y 0.15 
%)que siguen un ritmo constante de crecimiento hasta las 96 h. 

El comportamiento del pH fue el mismo en todos los medios 
inician entre 6.31 y 6.46 continúan con el típico aumento hacia las 24 
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h donde se ubicaron entre 7.39 y 7.47, terminando a las 96 h entre 
8.10 y 8.25. excepto P0.15% que resulto un poco menos básico 7.81 y 
P0.11 también menos básico con 7.25. 

Al hacer la determinación del consumo de fósforo se observó que 
en las concentraciones mas bajas (0.025, 0.05, 0.075%) se consume casi 
en su totalidad el fosfato. En las condiciones de mayor concentración 
de fósforo aunque éste no es consumido totalmente, existe una 
disminución del ion principalmente en las primeras 48 h (Graf.19). 

EVALUACIÓN DE SALES MINERALES 

EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE MgSO4 y MgC12  
En reportes de la literatura (las patentes revisadas), se mencionan 
que el magnesio es importante para la biosíntesis de los pigmentos 
carotenoides y también importante para el crecimiento de 
Flavobacterium. Lo anterior nos dio pauta a llevar a cabo un 
experimento en donde se probaron diferentes concentraciones de MgSO4 y 
de MgC12 para descartar una posible influencia del ion sulfato. Las 
concentraciones de sulfato y de cloruro de magnesio que se utilizaron 
fueron de 0-1.5%. En la condición control no se adicionó ni MgSO4  ni 
MgC12  (PS/Mg) 

Existe una clara diferencia entre la producción del pigmento al 
comparar los medios con mayor concentración de MgSO4 	(Graf.20), se 
observo que estos son claramente mejores productores, mientras que los 
medios con menos del 0.25% de MgSO4 tienen producciones bajas. Cuando 
el ion no es adicionado al medio el pigmento no se produce. Se observa 
que estas diferencias en las producciones se definen desde las 
primeras 24 h, suponemos que este comportamiento muestra una 
indispensabilidad del MgSO4. 

Las máximas producciones fueron registradas a las 96 h con 1.5% 
de MgSO4 fue de 4.47 mg/ml, mientras que con MgC12 a la misma 
concentración fue de 5.76 µg/ml (Graf.22). Al observar los máximos de 
producción registrados, notamos que las condiciones con mayor 
concentración de magnesio en forma de MgSO4 o MgC12 , son las que mas 
pigmentos producen, y que estas máximas producciones fueron 
registradas a las 96 h conservando una tendencia al aumento otro dato 
claro fue el que las mejores producciones se lograron en las 
condiciones con MgCl2 

La condición menos favorecida fue con 0.25% de MgSO4 la cual 
produjo 1.5 µg/m1 de pigmento (esta baja producción ya se había 
demostrado en un experimento anterior) mientras que con MgC12 fue de 
3.29 /TM a la misma concentración, este resultado es el doble de la 
producción obtenida con sulfato de magnesio; por otra parte, quedó 
demostrado que sin la sal de magnesio no se producen pigmentos, apenas 
se registraron niveles detestables (un máximo de 0.27 µg/m1). 

Estos resultados nos sugieren que el magnesio es indispensable 
para el microorganismo, y para la producción de pigmentos, y además 
es adecuado cuando se agrega en forma de MgC12. 
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Cuando se utilizó sulfato de magnesio en concentraciones de 0.5, 0.75 
1.0 y 1.5% no hubo diferencias en cuanto a los niveles de crecimiento 
alcanzados, mientras que al adicionar 0.25% creció muy poco (508 
menos) y al no adicionarlo no creció el microorganismo(Graf.21).Estos 
datos de crecimiento fueron congruentes con los de producción de 
pigmentos, es decir entre mas crecimiento se logro, se produjo más 
pigmento, y en las condiciones donde no creció, tampoco se produjo 
(Graf,21). 

En el caso de cloruro de magnesio donde hubo un mayor crecimiento 
fue en la condición donde se agregó 0.751 	(Graf.23), y a diferencia 
del sulfato, la condición con.  0.2511 generó mas crecimiento con cloruro 
de magnesio. La excepción ocurrió en el caso de 0.75% de MgC12 donde 
se obtuvo un buen crecimiento pero una producción similar a la de 
otras condiciones que tienen menores crecimiento. Por otra parte al 
comparar los logros de crecimiento de medios con MgSO4 y MgC12, 
encontramos que fueron casi iguales. 

Al graficar los máximos de producción de pigmentos contra la 
concentración de MgC12, encontramos que con una concentración de 0.5% 
de MgC12 se eleva la producción de pigmentos notablemente y aunque con 
1.5 de MgC12  se obtiene una mejor producción, las diferencias no son 
tan grandes. 

Las condiciones con MgSO4 que presentaron un comportamiento 
típico en cuanto al pH fueron las condiciones con 0.5%, 0.75%, 1.0 y 
1.58, a diferencia de lo que ocurrió en las condiciones PS/Mg ó con 
0.25%. La condición PS/Mg parte de 7.14 asciende a 7.68 a las 24 h, 
momento en que tiende a estabilizarse, y hacia las 96 h registra un 
valor de 8.11. 

La menor alcalinidad registrada para estas dos últimas 
condiciones se podría relacionar con el bajo crecimiento obtenido, el 
pH más bajo se registro en la condición sin magnesio que es también la 
de menor crecimiento, estos resultados nos indican que la ausencia de 
magnesio o la baja concentración del mismo (menos de 0.5%) no 
favorecen el crecimiento y por esto mismo tampoco la producción de 
pigmentos. 

En las condiciones con MgC12  se observa un comportamiento casi 
idéntico solo con una ligera menor alcalinidad en las últimos tiempos, 
para las condiciones 0.75% y 1.5%; al relacionar estos datos de pH con 
los de crecimiento se observa que el mejor crecimiento se logró en 
0.75% (2.94 mg prot/ml) condición que mantuvo su tendencia a seguir 
creciendo, y a seguir produciendo, pero la cual presenta una 
estabilidad en su pH. La condición de 1.5% registró un buen 
crecimiento (2.45 mg prot/ml) como máximo, y es en la que mas 
pigmentos se produjeron y tampoco su pH tuvo variaciones importantes 
cuando se compara con los de las otras condiciones, solo fue 
ligeramente mas básico. 
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EFECTO DE LA CONCENTRACIÓN DE FeSO4 

En las patentes de la compañía Nestlé reportadas para la producción de 
zeaxantina con el género Flavobacterium, se mencionan pruebas con el 
ion Fe2' donde sugieren adicionarlo en concentraciones no mayores de 
0.2M en el medio; y para evaluar su efecto decidimos probar también Fe 
en el medio base, bajo la forma de FeSO4. Tratándose de un metal como 
el Mg decidimos probarlo en las mismas concentraciones que el MgSO4 
(0-0.75%), en la condición control no se adiciona FeSO4  (PS/Fe). 

Al observar los niveles de producción fue claro que las 
concentraciones de 0.5% y 0.75% de FeSO4 (Graf.24), resultaron 
excesivas, o tóxicas por que no se logró una buena producción de 
pigmentos, sin embargo hay que considerar que si se logró producir 
alguna cantidad detectable. 

La mejor producción se logró en la condición PS/Fe. Una 
concentración de 0.25% de FeSO4  mostró un efecto negativo en la 
producción de pigmentos, pero no así en el crecimiento (Graf.25). 

Las dinámicas de crecimiento sin FeSO4 y en 0.25% fueron muy 
parecidas, presentaron un crecimiento vigoroso de O a 48 ti , antes de 
entrar en fase estacionaria y después de las 72 h iniciaron una caída, 
mas pronunciada en 0.25% de FeSO4. En la condición con 0.5% el 
crecimiento se retrasó, 24 h 	y solo después de este tiempo el 
crecimiento se aceleró alcanzando los mismos niveles que en los medios 
PS/Fe y con 0.25% a las 72 h. A partir de este momento se inició la 
fase estacionaria La condición con 0.75% presentó un ligero 
crecimiento hasta las 24 h pero a partir de ese momento dejo de 
crecer. Estos resultados muestran que concentraciones mayores de 0.5% 
de FeSO4 afectaron negativamente el crecimiento de Flavobacterium sp 
y por tanto su producción. 

El comportamiento del pH si mostró diferencias notables. Todas 
las condiciones partieron de un rango entre 6.13 y 6.44 . Las 
condiciones sin FeSO4 y 0.25% tienen el típico aumento de O a 24 h a 
7.41 y 7.76 respectivamente, a partir de ese momento el aumento fue 
lento y a las 96 h se alcanzaron 8.21 y 8.17. Muy diferente fue el 
comportamiento en los medios con 0.5% y 0.75%, la tendencia a la 
acidificación ocurrió desde un principio, con 0.5% partió de 6.44 y 
descendió de una manera constante hasta 5.31. Con 0.75% mostró también 
una clara acidificación, lentamente pero a la baja; inició en 6.13 y 
llegó a 5.95 a las 96 h, esta condición es en la que Flavobacterium 
sp. menos creció y menos pigmentos produjo. 

Con estos resultados se mostró claramente que entre menor fue la 
concentración de FeSO4  mejor fue la producción de pigmentos, así, la 
condición en donde no se agrego apareció como la mas adecuada, pero 
debemos tomar encuentra que tal vez las concentración probadas fueron 
realmente excesivas. Sugerimos entonces probar concentraciones de FeSO4  
menores a 0.25%. 
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EFECTOS POR PRESENCIA O AUSENCIA DE FUENTES DE NITRÓGENO 

Al evaluar las diversas fuentes de nitrógeno, se hicieron pruebas con 
condiciones donde se suprimía en el medio base, 	el extracto de 
levadura , la triptona o el licor de maíz. 

Al suprimir el extracto de levadura y la triptona del medio de 
producción, se encontró una mayor producción de pigmentos pero al no 
adicionar el licor de maíz ocurrió una baja en la producción de 
pigmentos aún con la presencia del extracto de levadura y de la 
triptona por tanto el licor mostró ser indispensable para la 
producción de pigmentos. Decidimos entonces probar algunas 
condiciones donde se suprimieran dos fuentes de nitrógeno en el "medio 
base"(S/EX,T), o las tres, extracto de levadura, triptona y licor de 
maíz (S/EX,T,Lic M), para observar su importancia en el medio para el 
crecimiento de Flavobacterium sp. y su producción de pigmentos. 

Las máximas producciones de pigmento registradas fueron de mayor 
a menor las siguientes: sin extracto de levadura ni triptona 4.44 
pg/ml; patente con 2% de glucosa (PATENTE) 4.2 pg/m1; y patente sin 
extracto de levadura , triptona ni licor de maíz 0.26 pg/ml es decir, 
observamos que la mejor producción fue lograda en la condición sin 
extracto de levadura y sin triptona, pero con licor de maíz. En esta 
condición se obtuvo una producción incluso superior a la condición que 
contenía las tres fuentes de nitrógeno (PATENTE); en cambio fue claro 
que al retirar las fuentes de nitrógeno cayó la producción de 
pigmentos (Graf.26). 

Los máximos de crecimiento, registrados a las 72 h fueron los 
siguientes: en el medio con las tres fuentes de nitrógeno 2.30 mg/m1; 
sin extracto y sin triptona pero con licor de maíz (S/EX,T) 2.20 mg/ml 
y sin fuente de nitrógeno (S/EX,T,Lic M) 0.55 mg/ml. Es decir, se 
alcanzaron los mismos niveles de crecimiento en la condicione con las 
tres fuentes de nitrógeno y la que tiene únicamente licor de maíz 
(Graf.27). 

El comportamiento del pH es el típico aumento de O a 24 h, 
partiendo de 6.50 y 6.40 respectivamente, alcanzando 0.20 y 8.13, para 
terminar en 8.60. La condición PS/EX,T.Lic M inició con 8.07, bajó a 
7.35 a las 24 h y todavía tuvo una acidificación mas fuerte a 4.46 en 
las 48 h y finalmente registró a las 96 h 4.43. En esta última 
condición no hubo crecimiento, pero no sabemos a que atribuir la 
acidificación del medio. 

EVALUACIÓN DE ALGUNAS CONDICIONES FISICOQUÍMICAS 

EFECTOS DEL AJUSTE DE pH INICIAL CON NaOH ó CON NH4OH 
En los experimentos anteriores se realizó el ajuste del pH con NH4OH, 
como se recomendaba en la patente; sin embargo las determinaciones de 
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amonio realizadas, al relacionarlas con el crecimiento, parecen 
mostrarnos que el amonio puede resultar tóxico cuando sus 
concentraciones aumentan en el medio; por otra parte los costos 
disminuyen al utilizar NaOH en lugar de NH4OH. 

Decidimos entonces comparar los efectos en producción y 
crecimiento por el ajuste de pH inicial con NaOH ó con NH4OH,; en esta 
prueba esperábamos que el crecimiento de Flavobacterium sp. y su 
producción de pigmentos mejorara al ajustar con NaOH en valores 
iniciales inferiores a 7.2. 

CONDICIONES EXPERIMENTALES 
Se probaron los siguientes valores de pH : 
Ajuste de pH con NaOH 	 Ajuste de pH con NH4OH 
pH 5.5 pH 5.5 
pH 6.5 pH 6.5 
pH 7.2 pH 7.2 
pH 8.0 pH 8.0 
pH 8.5 pH 8.5 

Los máximos de producción de pigmentos en las condiciones de 
ajuste con Na0H, fueron registrados a las 96 h de fermentación y 
fueron de mayor a menor los siguientes: pH 6.5 con 4.68; pH 7.2 con 
4.63; pH 8.0 con 4.09; y pH 8.5 con 4.09 µg/ml este último a las 72 h 
y con tendencia a disminuir. El comportamiento de las dinámicas fue 
muy parecido, excepto en la condición pH 5.5 que no produjo sino hasta 
a partir de las 72 h de incubación logrando solo 0.59 µg/ml hasta las 
96 h (Graf.28). 

Los máximos de producción de pigmentos, en las condiciones de 
ajuste con NH4OH se registraron a las 96 y 72 h de fermentación, y 
fueron de mayor a menor los siguientes: pH 5.5 con Q.12; pH 6.5 con 
5.11; pH 7.2 con 4.20; pH 8.0 con 4.04 y pH 8.5 con 3.26 µg/ml 
respectivamente (Graf.30). El comportamiento de las dinámicas fue muy 
semejante hasta las 24 h, después de este tiempo empiezan a 
diferenciarse las producciones y a las 96 h se observan claramente 
diferentes; a pH 5.5 no se logro producir; las condiciones de pH 8.0 y 
8.5 dejan de producir a las 72 h y solo el control a 7.2 y pH 6.5, 
conservaron su tendencia a seguir produciendo a las 96 h. 

Los máximos de crecimiento en las condiciones de ajuste inicial 
con NaOH se registraron a las 96 y 72 h, y fueron de mayor a menor las 
siguientes: a pH 6.5 de 2.49; a pH 7.2 de 2.32; a pH 8.0 de 2.1; a pH 
8.5 de 2.16 y a pH 5.5 de 2.05 (mg prot/ml) respectivamente. Se 
observó que a pH 5.5 el crecimiento inició de manera acelerada, a 
partir de las 72 h, por esto solo logró producir pigmentos a partir de 
este tiempo. Observamos también el cese del crecimiento a partir de 
las 72 h. en las condiciones con pH mayores a 6.5 y que 
contrariamente, en la condición a pH 6.5 se mantuvo la tendencia a 
seguir creciendo y produciendo aún a las 96 h (Graf.29). 
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Los máximos de crecimiento en las condiciones de ajuste con 
040H, se registraron a diferentes tiempos, siendo de mayor a menor los 
siguientes: a pH 6.5 de 2.36; a p11 7.2 de 2.30; a pH 8.0 de 2.28; a pH 
8.5 de 1.93 y a pH 5.5 de 0.48 mg prot/ml respectivamente. Se observó 
que la condición a pH 5.5 no logró desarrollar crecimiento; a pH 6.5 
creció muy bien hasta las 72 h; y en las condiciones con pH mayor a se 
6.5 registró un cese del crecimiento a partir de las 48 h (Graf.31). 
Los datos anteriores nos muestran en este experimento que valores de 
pH inferiores a 6.5 no favorecieron el desarrollo del crecimiento, 
independientemente de la sustancia que se utilice en el ajuste y que 
las condiciones con ajuste de pH inicial superiores a 6.5 dejaron de 
crecer antes de las 96 h (esta vez, incluso a pH 7.2 con NH4OH), solo 
la condición de pH 6.5 con NaOH tendió a conservar el aumento del 
crecimiento hasta las 96 h. 

Al observar el comportamiento del pH en la condiciones de ajuste 
inicial con NaOH encontramos curiosamente que el comportamiento fue 
casi idéntico para casi todas las condiciones; es decir ocurrió el 
aumento típico de O a 24 h (excepto a pH 5.5), independientemente del 
pH inicial, llegando a las 24 h a un pequeño rango entre 8.09 y 8.49 y 
después continuaba su incremento en hacia las 96, h entre 8.57 y 8.91. 
La condición pH 5.5 inició en 6.01 y se mantuvo casi igual y a las 96 
h registró 5.70. 

En las condiciones con NH4OH ocurrió prácticamente lo mismo, 
partió de un rango entre 5.60 y 7.76; a las 24 se encontró entre 7.98 
y 8.25 , aumentó ligeramente para a las 96 h registrarse entre 8.39 y 
8.65; la excepción también fue la condición pH 5.5 que inició en 5.60 
y a las 96 h registró 5.78, tal vez ligeramente menos ácido por el 
crecimiento ocurrido después de las 72 h. 

AIREACIÓN 

TIPO DE MATRAZ Y FRACCIÓN DE LLENADO 
En la evaluación de las condiciones fisicoquimicas consideramos a la 
aireación que se muestra como un factor determinante para el 
crecimiento y la producción de distintos principios en diferentes 
especies de microorganismos. 

Dentro de nuestra evaluación tratamos esclarecer si la aireación 
tenia un efecto significativo en el crecimiento de Flavobacterium sp. 
y su producción de pigmentos; para ello decidimos probar diferentes 
tipos de matraces de diversos tamaños y varios volúmenes de medio. 
Las condiciones manejadas fueron las siguientes: 

"Medio base" en diferente tipo de matraz Erlenmeyer y variando el 
volumen del medio. 
CONTROL 
50/250 Liso (L) A y 
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EXPERIMENTALES 
MATRACES LISOS 	 MATRACES BAFLEADOS 
(vol, ml/capacidad ml) 	 (vol. ml/capacidad ml) 
50/250 A control 	 25/250 	(3 matraces por tiempo 
100/250 	 50/250 A cont O ,24,48 72 96 h) 
150/250 	 100/250 
50/500 	 150/250 
100/500 
200/500 

Los máximos de producción volumétrica (µg/ml) de pigmentos 
logrados en matraz liso, se registraron en general a las 72 h ;y 
fueron de mayor a menor los siguientes: en 50/500 dio 7.70; en 100/500 
dio 3.77; en 50/250 dio 2.35 y 2.91; en 200/250 dio 1.87; en 100/250 
dio 1.49 y en 150/250 dio 0.95 gg/ml respectivamente este último a las 
96 h. 

Al comparar las dinámicas de producción, destacó la condición de 
50/500 por que fue la que tuvo un aumento vigoroso y constante en la 
síntesis. De las condiciones fue la mas aireada, por su fracción de 
llenado y en comparación con las otras, observamos también que el 
comportamiento de las dinámicas ocurrió en función de las fracciones 
de llenado, es decir cuanto mayor fue el volumen de aire en relación 
al volumen del medio, se produjeron mas pigmentos (Graf.32). 

Los máximos de producción de pigmentos, en las condiciones con 
matraces bafleados, se registraron en casi todos los casos a las 72 h; 
siendo de mayor a menor los siguientes: en 50/250 dio 5.36; en 25/250 
dio 5.06; en 150/250 dio 1.13 y en 100/250 dio 0.95 gg de pigmento/ml 
respectivamente (a las 48 h), (Graf.33). 

Respecto a las dinámicas de producción, también fue claro que las 
condiciones con volúmenes de aire cada vez mayores en comparación con 
su volumen medio (que es la fracción de llenado), produjeron mas 
pigmentos, sin embargo se observó que en la condición 25/250 se 
produjo menos que en la condición 50/250, hay que recordar que las 
condiciones para la toma de muestra en la condición 25/250 era toma de 
muestra y eliminación del matraz; para evitar variaciones derivadas de 
una reducción importante del volumen del medio; así entonces se 
tomaron tres matraces para la muestra de cada tiempo (24,48,72 y 96 
horas). Estos resultados nos cuestionan sobre si este mayor volumen de 
aire pudo llegar a afectar negativamente la producción de pigmentos. 
Existe una condición que tiene igual fracción de llenado que la 
condición 25/250 esta es la de 50/500, que produjo casi el doble, pero 
en matraz liso; nos preguntamos entonces si la fracción de llenado y 
el matraz tipo bafleado provocaron algún nivel de aireación con efecto 
negativo para la producción de pigmentos. Seria conveniente hacer mas 
pruebas al respecto, y al mismo tiempo hacer cromatografias de los 
pigmentos producidos, para su identificación. 

59 



10 

8 

4 

ly 
O 

CONTROL 100/250 150/250 50/500 100/500 200/500 

CONDICIONES 

n Prot.(mg/mI) 15.31 Prod.Vol.(pg/m1) 

Gróllca.32 Efecto do lo aoreacIón en el crecimiento moximo y on los produccionoa mnximos do 
carotonoldos totales utilizando dIforontes voiumonos do medio on ~roces lisos 
do 250 ml y 500 ml do capacidad 

CONTROL 25m /250 50m /250 100mI/250 150mI/250 

CONDICIONES 

❑ 	Prol(mg/m1) 	Prod.Vol.(pg/m1) 

Gráfica.33 Efecto do la aireación en el crecimiento máximo y on las producciones 
maximas de carotenoldes totales utilizando diferentes volumenos en 
~rucos baleados de 250 mi de capacidad 

60 



Los máximos de crecimiento (mg prot/ml) logrados en las 
condiciones con matraz liso, fueron registradas a las 72 resultaron de 
mayor a menor las siguientes: en 50/500 dio 5.63; en 100/500 dio 3.61; 
en 200/500 dio 3.21; en 50/250 dio 2.71 (control A matraces lisos); y 
3.16 (control El matraces bafleados); en 100/250 dio 2.32 y en 150/250 
dio 2.12 mg prot/ml respectivamente. 

Se observó claramente en estas dinámicas que el mayor crecimiento 
en 50/500 también logró la mayor producción de pigmentos. el 
crecimiento en estas condiciones también guardó relación con su 
fracción de llenado, es decir las condiciones con mayor volumen de 
aire en relación con el volumen de medio , fueron las que presentaron 
mayor crecimiento (Graf.32). 

Los máximos de crecimiento logrados en matraces bafleados, fueron 
de mayor a menor los siguientes: en 50/250 dio 5.53 a las 48 h; en 
25/250 fue 5.30 a las 96 h; en 100/250 fue 2.52 a las 24 h; y en 
150/250 fue 2.28 mg prot/ml respectivamente , (a las 72 h) (Graf.33). 
Se observó que los niveles de crecimiento fueron congruentes con la 
producción de pigmentos, es decir entre más se creció mas pigmentos se 
produjeron. los datos sobre los que existe duda en cuanto a la 
dinámica dibujada son los que correspondieron a las 72 h que 
resultaron mas bajos en crecimiento y producción que los matraces de 
las 48 h, hay que recordar que este muestreo se realizó tomando 
muestras de matraz por tiempo, así pues los matraces de las 48 h y 72 
h pudieron tener un desarrollo diferente. 

Se sugiere la realización de mas pruebas de muestreo con la 
condición 25/250 pero sin descarte de matraz y comparar así las 
dinámicas que describen y las variaciones en los resultados. 

Un aspecto que quedo claro fue la relación entre aireación y 
crecimiento; entre mejor aireación mayor crecimiento, comparando los 
resultados obtenidos en todas las condiciones 

Al comparar las dinámicas del comportamiento de pH en los medios 
con matraz liso, encontramos la tendencia a la alcalinización en todas 
las condiciones, pero los datos que destacan son los de menor 
alcalinidad para los medios menos oxigenados de las condiciones 
150/250 y 100/250, menos básicos que el control; y mas básicos que el 
control 200/500, 100/500 y el más básico de todos 50/500; lo que 
sugiere que la aireación del medio esta relacionada con la 
alcalinización o acidificación del medio dependiendo del tipo de 
metabolismo favorecido o desfavorecido por la aireación. 

Los medios más aireados son los más básico son los que más 
crecieron y más produjeron y los menos aireados son los menos básicos, 
los que menos crecieron y menos produjeron. En las condiciones con 
matraces bafleados observamos también que las menos aireadas fueron 
las menos básicas; la condición 100/250 tuvo casi el mismo pH que el 
control (50/250 liso), pero en 100/250 creció y produjo más; así 
también las condiciones más aireadas fueron las más básicas, las que 
más crecieron y las que mas pigmentos produjeron. 
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MEDIO BASE Y CONDICIONES MODIFICADAS 

Al finalizar las pruebas de evaluación de nutrientes, en fuente de 
carbono (glucosa); en fuentes de nitrógeno (extracto de levadura, 
triptona y licor de maíz); así como las pruebas fisícoquímicas de 
ajuste de pH inicial con NH40H o NaOH; el tipo de matraz y el nivel de 
aireación. Comparamos los logros en producción volumétrica de 
pigmentos y el comportamiento de sus dinámicas en todas las 
condiciones; así mismo con los logros de crecimiento y pH con el 
objeto de seleccionar las condiciones más favorables y hacerlas 
coincidir en una sola La gráfica resúmen (Graf.34), muestra un 
conjunto amplio de los resultados mas notables obtenidos en los 
experimentos. 

Las condiciones seleccionadas fueron las siguientes: 
- Medio patente original con 21 de glucosa en vez de 7% 
(P2%G). 

- La condición 1.6% licor de maíz, igual que la anterior 
pero solo 1.6% de licor de maíz y sin extracto de levadura 
ni triptona. 

- La condición 1.5% MgC12  igual que (P2WG) pero con 1.5% de 
MgC12  en vez de 0.5% de MgSO4. 

- La condición (P2%G) con ajuste a pH inicial a 6.5 con 
NH4OH. 

- La condición (P2%G) utilizando matraces Erlenmeyer de 500 
ml de capacidad y con 50 ml de medio. 

Sabíamos que los logros en producción de pigmentos y en 
crecimiento no necesariamente tendrían que ser mayores con esta 
condición, la intención era precisamente evaluar el resultado de 
conjuntar estas condiciones seleccionadas y compararlas con las del 
medio base original y las condiciones hasta entonces probadas. 

Las condiciones probadas fueron: 

CONTROL 
P2%G (medio con la composición original pero con 2% de glucosa en vez 
de 7%) 

EXPERIMENTALES 
Medio modificado, (Med. Modif.) con las siguientes características: 
Licor de maíz 1.6%, cloruro de magnesio 1.5%, aceite de maíz 0.00%, y 
glucosa 21; (esterilizada por separado) y agua de la llave; el pH se 
ajusto con NH4OH a 6.5, en matraces Erlenmeyer de 500 ml de capacidad 
con 50 ml de medio. 
Medio Modificado con 3% de Licor de Maíz, (Med.Modif.3% LM). 

Las máximas producciones volumétricas de pigmento se registraron 
a las 96 h En la condición Med.Modif. se logran 4.6 1g/m1 y en P2%G 

62 



10 

                            

                          

                           

                           

                           

                           

                           

                          

                          

                          

                          

                          

                          

                          

                          

                          

  

N 

                      

              

N  

          

                             

ABCD E F G 
	

J K L 

CONDICIONES 

❑ PROT.(mg/mI) 	PROD.VOL.(mg/m1) 
Grófics,34 Maximos do producción do carotonoidos totales y ~Irnos de croolmlordo 

con Flavobactorium sp, on distintas condiciones (gráfica rosumon) 

CONDICIONES 

A. TYN 
B. PATENTE 7 % DE GLUCOSA 
C. PATENTE 2 % DE GLUCOSA (P 2 % G) 
D. P 2% G SIN EXTRACTO DE LEVADURA 
E. P 2% G SIN TRIPTONA 
F. P 2% G SIN EXTRACTO NI TRIPTONA 
G. P 25 G 1 % LICOR DE MAIZ 

P 2% G CON 1.5 % DE MgSO4  
I. P 2% G CON 1.5 5 DE MgC12  
J. P 2% G pH INICIAL 6.5 (Na011) 
K. P 2% G pH INICIAL 6.5 (N114011 
L. AEREACION (MATRACES BAFLEADOS DE 250 ml, 50 ml DE MEDIO) 
M. AEREACION (MATRACES ERLEN MEYER DE 500 ml, 50 ml DE MEDIO) 
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CAROTENOIDES TOTALES (pg/inl) 
5 

0 	 24 
	

48 	 72 	 96 

TIEMPO (h) 

	

— P2Y0G -+- M.Mod. 	M,Mod.3%LM 

Gráfica.35 Efecto en la producción de carotenoides totales por modificasiones 
a la patente original, condiciones: patente 2% de glucosa P2%G; 
medio modificado M.Mod; y M.Mod 3 % licor de maíz 

CRECIMIENTO (mg(rnI) 
6 

24 	48 	72 	96 

TIEMPO (h) 

— CONTROL --1- M.Mod. 

Cráfica,36 Efecto do fas modificacionoe a tos condicionos do 
cultivo on ot crecimiento, condiciones: 'potente' medio 
modificado y medio modificado con 3% do licor do mole 64 
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Grafica 37. Evolución de los valores de pH en los medios Control (P2%G) 
medio modificado y medio modificado con 3% de Licor de Maíz 
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2,39 µg/ml, claramente mayor producción con las modificaciones a las 

condiciones originales; y Med. Modif.3% LM 4.44 ug/ml, (Graf.35). 
El mayor crecimiento (mg prot/ml) se logró en Med.Modif., 

registrando 4.66 a las 72 h; y en P2%G se registró como máximo 3.18 a 

las 72 h y Med.Modif.3% LM 4.86, (Graf.36). 
En cuanto a pN, P2%G partió de 6.61 y aumentó, a las 24 h 

registró 7.61, 8.40 a las 48 h momento en que empezó a estabilizarse, 
y a las 96 h registró 8.66. La condición Med.Modif partió de 6.53, a 
las 24 h registró 7.62, 8.14 a las 48 h y finalizó las 96 con 7.75, 
con una menor alcalinidad. Se ha observado que las condiciones en que 
mas creció y mas pigmentos produjo, tendieron a hacerse un poco menos 
básicas en los tiempos finales; esto mismo ocurre con Med.Modif.3% LM, 

(Graf.37). 

CROMATOGRAFIAS 

Con objeto de identificar los pigmentos producidos por Flavobacterium 
sp. en las diferentes condiciones, se realizaron cromatografías sobre 
capa fina, utilizando una muestra de Tagetes erecta (flor de 
cempasuchitl) como standard. 

CROMATOGRAFIA I 

Con esta cromatografía quisimos verificar si los pigmentos producidos 

por Flavobacterium sp. en las condiciones YTN y P2IG 	(patente 
original con 2% de glucosa en vez del 7% de glucosa original), eran 

los mismos. 

RESULTADOS (Ilustración 1) 

Se observaron a luz natural las manchas de los pigmentos producidos en 
las dos condiciones y se identificaron dos manchas al mismo nivel para 
ambas condiciones, como zeaxantina, según la comparación por la 
observación en placas de cromatografía anteriores en las cuales se 
compara una muestra de pigmentos de un standard del extracto de 
Tagetes erecta o flor de cepasuchitl, donde se muestra la ubicación de 
zeaxantina (material proporcionado por el Mtro. Sergio Alcántara). En 
nuestras placa se observan las muestras de pigmento contenidas en los 
cultivos con medio YTN y medio "patente" con 2% de glucosa. Por de 
bajo de la mancha de zeaxantina se observaron, en la muestra de la 
condición P2%G, otras dos manchas poco nítidas, producidas en una 
menor proporción, también se observaron otras manchas en la parte 
superior, de una forma irregular y que parecen corresponder a beta-
caroteno. 
Con esta cromatografía se pudo observar que los pigmentos producidos 
por Flavobacterium sp. pueden variar según las condiciones de cultivo, 
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fue notable que en el medio P2%G se produjo mas zeaxantina que con el 
medio YTN, aclaramos también que lo que se cuantificó en 
espectofotometro fue la producción de carotenoides totales. 

CROMATOGRAFIA II 

CONDICIONES: 
St Tagetes erecta (muestra control) 
P2%G 
	

(Patente con 2% de glucosa) 
P2%G L.M. 	 (P2%G con 1.6% de licor de maíz 

pero sin extracto de levadura ni 
triptona) 

P2%GS/EX 	 (P2%G sin extracto de levadura) 
P2%G1.5%MgC12 	 f(41s2: con 1.5% de MgCl2  envés de 

P21G50/500 
	

(P2%G, 50 ml de medio en matraz 
Erlenmeyer de 500 ml liso) 

RESULTADOS (Ilustración 2) 
Comparando las condiciones, la que más produjo zeaxantina fue 
P2%G1.5%MgC12; P2%GS/EX se mostró como la segunda condición mas 
productora de zeaxantina, sin embargo estas condiciones y también las 
restantes mostraron una mayor producción de otros pigmentos (tal vez 
beta-caroteno), solo P2%G1.5%MgC12  fue la condición en la cual se 
produce mas zeaxantina que otros pigmentos. 

CROMATOGRAFIA III 

control) 
CONDICIONES: 
St Tagetes erecta (muestra 
1 P2%G 
2 Med.Modif. 

3 P2%GS/EX 
4 P2%GL/M 

5 P2%G1.5%MgC12  

6 P2%G50/500 

7 YTN  

(Patente con 2% de glucosa) 
(Medio modificado según las 
mejores condiciones) 
(P2%G sin extracto de levadura) 
(P2%G sin triprona ni extracto de 
levadura) 
(P2%G con 1.5% de MgC12  en vez de 
MgSO4) 
(P2%G con 50 ml de medio en 
matraz Erlenmeyer de 500 ml liso) 
(Composición antes descrita) 
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RESULTADOS (Ilustración 3) 
Se observa que la condición en la cual se muestra mayor producción de 
zeaxantina fue en P2%G1.5%MgC12  y en P2%GS/EX, en la condición 
Med.Modif. apareció una mancha menos nítida, y con una producción de 
zeaxantina menor las restantes condiciones; en YTN la zeaxantina se 
produjo bien, pero apareció en mayor proporción el beta-caroteno, y en 
menor proporción unas machas poco claras por debajo de la mancha de 
zeaxantina. 

Observaciones: en YTN las manchas se mostraron muy claras por que 
se concentro la muestra tres veces más que en las otras condiciones, 
debido a que en otra cromatografía con menor concentración se había 
mostrado muy poco nítida. 

Todas las condiciones produjeron mayor cantidad otros pigmentos, 
principalmente beta-caroteno. Sin embargo, algunos de estos resultados 
no coincidieron con los de la "Cromatografía II" donde P2%G1.5WMgC12  
mostró a la zeaxantina como principal pigmento producido. Se sugiere 
la realización de más pruebas de identificación y cuantificación de 
los pigmentos producidos en las diferentes condiciones con métodos más 
finos (HPLC) por ejemplo, o en capa fina con cuantificación de la 
producción con aparatos de mayor precisión como el "CAMAG TLC SCANNER 

II el cual se basa en la cuantificación de las manchas por su 
absorbancia y fluoresencia. 
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CONCLUSIONES 

- La glucosa no es utilizada como principal fuente de carbono en las 
condiciones probadas para Plavobaterium sp ya que el microorganismo 
fue capaz de crecer y producir pigmentos al no adicionarla a los 
medios de producción (que ya la contienen en una pequeña cantidad), 
sin embargo consideramos su presencia necesaria en concentraciones 
cercanas al IY.; por que sin ella la producción de carotenoides es 
comparativamente menor a la de los medios que la contienen. 

- La composición original del, medio probado tiene tres fuentes de 
nitrógeno; el extracto de levadura, la triptona y el licor de maíz. 
Con base en los resultados obtenidos, consideramos que la fuente de 
nitrógeno se encuentra excedida; ya que se observó que al eliminar del 
medio de producción al extracto de levadura y la triptona, se lograron 
obtener mejores producciones de pigmentos. A diferencia, fue necesario 
adicionar el licor de maíz, aún cuando en el medio se encontraban la 
triptona y el extracto de levadura, pues sin este nutriente la 
producción disminuyó. Consideramos por lo tanto que este nutriente fue 
el que más benefició la producción de pigmentos. 

- La adición de magnesio fue muy importante tanto para el crecimiento 
del microorganismo como para la biosíntesis de pigmentos; si este no 
es adicionado al medio el microorganismo es incapaz de crecer y por 
tanto de producir pigmentos. Agregarlo en forma de cloruro de magnesio 
resulto más conveniente. 

- En cuanto al fósforo, no se requirió de una adición especial, el que 
se encuentra contenido en los nutriente suficiente. 

- Respecto al pH inicial son recomendables los ligeramente ácidos no 
inferiores a 6.5, para favorecer el crecimiento y la producción de 
pigmentos. A pesar de las pocas diferencias se recomienda ajustar con 
NaOH que favorece la continuidad del crecimiento y por ser este un 
producto mas barato. 

- Consideramos que la aireación es favorable, las pruebas demuestran 
que un mayor volumen de aire para igual volumen de medio, benefició el 
crecimiento y la producción de pigmentos, sin embargo la calidad de 
estos puede verse afectada al obtener otros carotenoides en lugar de 
zeaxantina, como también sucedió en otras condiciones al variar la 
composición de los nutrientes. 
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ANEXOS 

Composición del Licor de Maíz (ARANCIA S.A. de C.V.) 

1) ANÁLISIS GENERAL 

ARANCIA 
Base Comercial 

Agua 	 45 - 55 	 47-49 
Nitrógeno total (Kjendahl) 	 2.7 - 4.5 	 5.5 - 8.0 
Nitrógeno Amino 	 1.0 - 1.8 
Nitrógeno Volátil 	 0.15 - 0,40 
Azúcares Reductores Directos 	0.! - 11.0 	 II máximo (base seca) 
Ácido láctico 	 5 - 15 	 16 - 26 (base seca) 
Cenizas 	 9-10 	 12 - 15 
Ácidos Volátiles (como 	 0.1 - 0.3 
acético) 
Dioxido de azufre 	 0.01 - 0.015 

2) COMPOSICIÓN DE LAS CENIZAS % base seca 

Calcio 	 0.5 - 1.5 
Cobre 	 0.0 - 0,001 
Fierro 	 0,01 - 0.05 
Magnesio 	 0.5 - 1.0 
Manganeso 	 0.004 
Fósforo 	 2.0 - 3.0 
Potasio 	 1.0 - 2.0 
Azufre 	 0.34 
Zinc 	 0.005 

3) MICROBIOLOGÍA: 

Bacterias Aeróbicas 	 30 , 000 - 1 , 000 , 000 
Bacterias Anaeróbicas 	 5 , 000 - 20 , 000 
Bacterias Microaerofilicas (Bacilos lácticos) 	10 , 000 , 000 - 10 , 000 , 000 , 000 
Levaduras 	 10 -1 ,000 ,000 
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4) NITRÓGENO TOTAL Y SU DISTRIBUCIÓN 

a) NITRÓGENO TOTAL : 7.3 gr/I00 gr de sólidos. 

h) DISTRIBUCIÓN EN % DE NITRÓGENO TOTAL 

SOLUBLE 89.1 

Aminoácidos libres 36.9 

Amoniaco libre 6.1 

Péplidos 38.3 

Nitrógeno cuaternario 1.0 

Heterociclicos 2.1 

No identificados 4.7 

INSOLUBLE 10.9 

Proteína 9.9 

No identificados 1.0 

5) DISTRIBUCIÓN DE AMINOÁCIDOS: mg Nitrógeno/100 gr sólidos. 

Alanina 579 

* Leucina 384 

Prolina 506 

Ornitina 224 

• Lisina 363 

• Arginina 489 

Ácido p- Aminobutírico 174 

Asparragina -- 
• Valina 290 

Serina 263 

• Glicina 433 

« Fenilalanina 129 

• Isoleucina 	. 151 

• Trconina 197 

* Metionina 94 

Ácido Glutámico 515 

• Ilistidina 348 

Ácido Aspártico 245 

Etanolamina 8 

Tirosina 47 

Cistina 125 

* Aminoácidos esenciales 
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6) VITAMINAS: nig/100 gr de sólidos. 

0.6 
1.2 

Niacina 16.3 
Piridoxina 1.8 
Ácido pantoténico 3.0 
Ácido fálico 0.3 
lliotina 0.04 
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