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1. HABs: Harmful Algal Blooms 

 

Con il termine HABs (Harmful Algal Blooms) indichiamo fioriture di microalghe che 

direttamente o indirettamente sono pericolose per la salute umana e per l’ecologia di 

una regione (Anderson 1994; Hallegraeff 1995). Negli ultimi anni questo problema è 

diventato molto frequente e, per tale motivo, si è cercato di investigare sulle cause di 

questo fenomeno. Non è facile individuare la causa della nascita di una fioritura algale, 

in quanto dipende da diversi fattori sia biotici che abiotici. Delle 4000 specie di 

microalghe marine identificate, circa 200 causano eventi negativi e circa 80 (soprattutto 

dinoflagellate) sono produttrici di tossine (Zingone and Enevoldsen, 2000; Smayda and 

Reynolds, 2003). Tuttavia il numero delle specie dannose tende ad aumentare. 

I sistemi costieri sono soggetti ad una varietà di problemi ambientali, inclusa la perdita 

di habitat a seagrasses, degradazione e distruzione delle barriere coralline (coral reef), 

perdita della qualità delle acque costiere ad uso ricreazionale, morte di mammiferi 

marini, cambiamenti della colorazione delle acque, morie di pesci e avvelenamento da 

molluschi. Le ultime cinque problematiche possono essere attribuite agli Harmful Algal 

Blooms (HABs). Questo termine è stato introdotto per la prima volta nel 1974 (1st 

International Conference of blooms of dinoflagellates) (Maso and Garcés, 2006). Il 

termine HABs viene usato per un ampio range di fenomeni differenti. In primo luogo 

perché le microalghe responsabili del fenomeno appartengono a diversi gruppi algali, in 

particolare diatomee, dinoflagellate, aptofite, rafidofite, cianofite e pelagofite, le quali 

differiscono per caratteristiche morfologiche, fisiologiche ed ecologiche (Zingone and 

Enevoldsen, 2000; Gracés et al., 2002). Un bloom fitoplanctonico (conosciuto anche 

come “red tide” per causare la discolorazione dell’acqua), viene considerato come un 

incremento repentino nella popolazione di microalghe che ha riscontrato condizioni 

idonee per la crescita e che, insieme alle loro strategie adattative (migrazioni, nuoto 

attivo nella colonna d’acqua) e ad appropriate condizioni fisiche, possono raggiungere 

una elevata concentrazione (e.g. 10
4
-10

5
 cell mL

-1
), durante un certo periodo di tempo 

(solitamente 1-3 settimane) (Maso and Garcés, 2006). Una proliferazione di questo tipo 

può essere caratterizzata dalla dominanza di una particolare specie (bloom 

monospecifico) o da un gruppo di specie. 

Le specie che causano bloom dannosi possono essere suddivisi in due principali gruppi: 

i produttori di tossine e i produttori di elevata biomassa. Alcune specie che causano 

HABs possono essere collegate ad entrambe le caratteristiche. 
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Le specie che producono tossine causano danni alla salute umana come 

biointossicazioni per consumo di molluschi o pesci tropicali, problemi respiratori 

(tramite l’aerosol) o irritazione alla pelle; alcune sindromi possono addirittura essere 

letali. Le specie che producono elevata biomassa invece, possono determinare danni 

all’ecosistema e alle attività ricreazionali. Per quanto riguarda i danni all’ecosistema 

marino possiamo parlare di anossia, danni meccanici, cambiamento della comunità 

presente e della rete trofica; per l’impatto sul turismo e sull’uso ricreazionale della costa 

invece, dobbiamo parlare di discolorazione delle acque, cattivi odori, accumulo di 

schiuma o di sostanza mucosa (Garcés et al., 1999). Gli eventi invece caratterizzati da 

elevata biomassa e produzione di tossine sono solitamente associati a impatto sulle 

risorse marine viventi ovvero a morie di pesci dovute a tossicità diretta o ad effetti 

emolitici.  

Le cause scatenanti i bloom algali possono essere ricercate in fattori naturali, umani e 

nella loro interazione. Sono pertanto implicati elementi biologici, fisici e chimici. 

Possiamo suddividere gli effetti negativi delle microalghe marine in quattro categorie: 

- Rischi per la salute umana: alcune tossine prodotte da microalghe riescono a 

raggiungere l’uomo mediante organismi vettori che accumulano al loro interno le 

sostanze tossiche, ma anche tramite inalazione di aerosol e contatto. Alcune sindromi, 

come detto in precedenza, possono addirittura essere letali. Le specie algali con maggior 

tossicità sono state individuate tra le dinoflagellate ma anche un elevato numero di 

diatomee e cianobatteri producono sostanze neurotossiche che possono nuocere alla 

salute umana. Negli ultimi decenni, ogni anno sono stati riportati circa 2000 casi di 

intossicazioni umane (con un tasso di mortalità del 15%) a causa del consumo di 

molluschi o pesce tossico (anche se probabilmente tale valore è sottostimato per 

diagnosi errate) (Hallegraeff et al., 2003); 

- Impatti sugli organismi marini: le microalghe che causano HABs colpiscono pesci e 

altri invertebrati marini non solo con la produzione di tossine, ma anche con la 

formazione di mucillagini e con particolari appendici spinose delle cellule che possono 

causare l’ostruzione e addirittura lesioni alle branchie. Sono inoltre responsabili di casi 

di anossia e ipossia che hanno portato ad un alto tasso di moria di specie 

economicamente importanti (Matthews and Pitcher, 1996); 

- Impatti su turismo e sull’uso ricreazionale delle coste: le fioriture algali causano le 

cosiddette maree rosse (red tides) che, oltre ad abbassare la qualità delle acque, possono 
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anche causare problemi di salute ponendo quindi un limite all’uso ricreazionale delle 

zone costiere (Garcés et al., 1999); 

- Danni all’ecosistema marino: gli effetti delle fioriture algali possono essere devastanti 

per la composizione dell’ecosistema marino, infatti la degradazione dell’elevata 

biomassa prodotta dagli HABs può esaurire l’ossigeno e uccidere non solo specie 

economicamente importanti ma anche piante e animali che non sono in grado di lasciare 

la zona anossica; in altri casi possiamo avere un consumo eccessivo dei nutrienti, la 

riduzione di pascolo da parte del microzooplanckton, la diminuzione delle praterie di 

fanerogame. E’ stato osservato che alcune tossine sembrano essere specifiche per certe 

popolazioni di mammiferi, uccelli e pesci (Geraci et al., 1989). 

I bloom algali sono fenomeni naturali che avvengono in varie parti del mondo sin da 

tempi antichi, tuttavia vi sono cause scatenanti che sembrano più frequenti in certe zone.  

L'aumento degli HABs nelle acque costiere di tutto il mondo è stato spesso associato a 

nutrienti derivanti da attività antropiche (Hallegraeff, 1993; Smayda, 1989). In 

laboratorio è facile dimostrare un aumento della crescita delle alghe con l’aumento della 

disponibilità di nutrienti. Tuttavia non è così semplice dimostrare la relazione diretta tra 

la diffusione di HABs e fenomeni di eutrofizzazione nel mare. Bloom ad elevata 

biomassa richiedono ovviamente elevati livelli di nutrienti, tuttavia un elevato apporto 

di nutrienti non favorisce necessariamente le specie dannose. L'abbondanza di nutrienti 

potrebbe stimolare lo sviluppo di fioriture di diatomee, flagellate o dinoflagellate 

opportunistiche non tossiche che potrebbero competere con specie tossiche. Anche 

comportamenti specializzati, come quelli di mixotrofi facoltativi o obbligati (Stoecker, 

1999; Granéli and Carlsson, 1998), o la capacità di migrazioni verticali in strati d'acqua 

più ricchi di nutrienti (Hasle, 1950; Villarino et al., 1995) rappresentano strategie di 

grande successo per far fronte alla separazione verticale di luce e nutrienti nelle acque 

stratificate. Non solo un aumento di nutrienti può favorire alcune specie a discapito di 

altre, ma anche uno squilibrio degli stessi (Hodgkiss, 1997; Bulgakov and Levich, 

1999). Poichè l’eutrofizzazione provoca un aumento di azoto e fosforo, il rapporto di 

questi nutrienti rispetto ai silicati diventa molto alto, favorendo la presenza di altre 

specie (non di diatomee), tra cui alcune nocive/tossiche (Smayda, 1989). 
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1.1 SVILUPPO DI UN BLOOM 

 

E’ molto difficile trovare meccanismi di sviluppo di un bloom algale che abbiano una 

validità generale, in quanto variano a seconda delle caratteristiche intrinseche della 

specie coinvolta. Inoltre alcune specie possiedono ecotipi o criptospecie che presentano 

meccanismi di crescita diversi da luogo a luogo. In molti casi due sono gli elementi 

principali associati con l’instaurarsi di un bloom: 

1. Germinazione delle cisti sul fondo dovuta ad aumento di temperatura o all’instaurarsi 

di condizioni favorevoli; 

2. Crescita dovuta a fattori nutrizionali uniti ad altre condizioni tipiche delle dinamiche 

di popolazione (competizione, predazione, decomposizione batterica). 

A volte si può avere aggregazione della popolazione fitoplanctonica anche per cause 

oceanografiche o meteorologiche.  

Indipendentemente dalla biomassa, una fioritura, passa solitamente attraverso degli stadi 

sequenziali di sviluppo: inizio, crescita e mantenimento, dispersione e terminazione 

(Steidinger and Garcés, 2006).  

INIZIO: nella fase iniziale di sviluppo di un bloom è necessario un inoculo di cellule, 

altrimenti non si può avere un incremento della popolazione.  

Smayda e Reynolds (2003) hanno diviso queste cellule in tre categorie:  

 Oloplanctoniche: la popolazione di partenza esiste tutto l’anno a basse 

concentrazioni e tollera un ampio range di temperature; 

  Meroplanctoniche: durante l’anno si alternano forme planctoniche e stadi di 

resistenza o di cisti bentoniche;  

 Popolazioni trasportate: provengono da altre zone e rappresentano per lo più lo 

stadio finale di un bloom. 

Inoltre entrano in gioco una complessità di fattori, che comprendono la natura della 

specie interessata, le variazioni di fattori quali temperatura e salinità, clima e 

disponibilità di nutrienti. Tale fenomeno è influenzato anche dalle attività antropiche, 

dall’eccessiva urbanizzazione, dal sovrasfruttamento delle risorse ittiche, dal 

trasferimento di specie da una zona all’altra. 

CRESCITA E MANTENIMENTO: il ciclo vitale include strategie di crescita per 

sfruttare ambienti diversi in tempi diversi. Differenti gruppi di microalghe e le varie 

specie hanno adattamenti specifici. Tipicamente, durante la crescita la forma vegetativa 

asessuale aploide o diploide della microalga è la fase di risposta alle condizioni 
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ambientali e la crescita delle microalghe, insieme all’aumento della biomassa della 

popolazione, avviene proprio a carico di tali stadi (Steidinger and Garcés, 2006). Il 

mantenimento o accumulo di biomassa invece, è influenzato da fattori fisici o chimici 

che aumentano la velocità di crescita e/o ne limitano la dispersione. 

Per l’aumento numerico di cellule sono necessari i nutrienti, mentre i fattori di perdita 

come grazing, sedimentazione, lisi cellulare, trasporto, devono essere minori della 

velocità di crescita. 

DISPERSIONE E TERMINAZIONE: differenti stadi vitali e cicli vitali consentono alle 

specie di aumentare la loro tolleranza alle condizioni ambientali, la distribuzione e la 

sopravvivenza.  In genere la terminazione di un bloom viene attribuita a fattori quali: 

limitazione da nutrienti, grazing, dispersione, transizione a stadi vitali diversi 

(formazione di cisti) e morte cellulare programmata (Steidinger and Garcés, 2006). 
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1.2 PRODUZIONE DI TOSSINE: EFFETTI E PREVENZIONE 

 

Le tossine prodotte da specie algali nocive comprendono un ampio spettro di composti, 

che variano per dimensione, con pesi molecolari da alcune centinaia ad oltre 1.000 Da, e 

in solubilità, da idrosolubile a liposolubile. Queste determinano nell’uomo, in seguito al 

consumo di prodotti ittici e non solo, una serie di quadri clinici patologici noti con il 

termine di biointossicazioni. Tali molecole vengono prodotte principalmente da 

organismi fitoplanctonici e fitobentonici ma anche da batteri, che attualmente 

rappresentano uno degli aspetti più importanti e discussi in quanto coinvolti nella 

produzione e/o origine  di queste molecole. Esse manifestano il loro effetto come tali o 

attraverso le trasformazioni metaboliche che si possono verificare nei vari passaggi 

della catena alimentare. I vettori più comuni delle biointossicazioni sono i molluschi 

bivalvi; questi sono organismi filtratori in grado di accumulare quantità elevate di 

tossine, risentendo solo di effetti marginali. Ci sono anche casi di intossicazione dovuti 

a pesci, che accumulano le tossine lungo la catena alimentare. Le biotossine non si 

trovano solo nelle specie algali che le producono, ma anche in una varietà di altri 

organismi acquatici o nelle reti alimentari marine come risultato dei processi di 

trasferimento trofico (Scholin et al., 2000). In quest’ultimo caso, una tossina può essere 

metabolizzata o biotrasformata in un composto strutturalmente diverso che può essere di 

tossicità superiore o inferiore rispetto alla molecola della tossina originale. Diversi studi 

hanno infatti evidenziato l’importanza dei processi di biotrasformazione delle tossine 

algali da parte dei molluschi e dei pesci; infatti è stato dimostrato che il metabolismo di 

questi animali può modificare la struttura chimica della tossina, determinando un 

cambiamento dell‘effetto tossico, fino a renderla 40 volte più potente (Ade et al., 2003).  

Le tossine prodotte dalle dinoflagellate marine sono i più potenti composti non proteici 

conosciuti (Anderson and Lobel., 1987; Steidinger, 1983; Steidinger and Baden, 1984).  

Le biotossine marine, pur essendo un gruppo di composti strutturalmente diversi fra di 

loro, hanno alcune caratteristiche comuni. In genere sono stabili al calore e in ambiente 

acido, questo comporta che la cottura dei frutti di mare o del pesce non elimina il rischio 

di intossicazione e che i succhi gastrici dello stomaco non modificano e non eliminano 

la tossina, che viene in genere assorbita a livello intestinale.  

Come detto in precedenza le biotossine marine variano in base alla loro solubilità e per 

tale motivo una prima suddivisione di questi composti può essere fatta in base a questa 

caratteristica: biotossine idrosolubili e biotossine liposolubili (Poletti et al., 2003). Ad 
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oggi la classificazione di queste molecole rimane piuttosto discussa. Per molto tempo 

sono state classificate sulla base dei sintomi clinici che provocavano in: 

• Paralytic shellfish poisoning (PSP): sindrome paralitica da molluschi bivalvi; 

• Diarrhoetic shellfish poisoning (DSP): sindrome diarroica da molluschi bivalvi; 

• Neurotoxic shellfish poisoning (NSP): sindrome neurotossica da molluschi bivalvi; 

• Azaspiracid poisoning (AZP) o sindrome da azaspiracido tutte causate da 

 dinoflagellate; 

• Amnesic shellfish poisoning (ASP): sindrome amnesica da molluschi bivalvi, causata 

da diatomee; 

• Ciguatera fish poisoning (CFP): sindrome della ciguatera, causata dalle dinoflagellate 

e trasmessa dai pesci. 

Tuttavia tale classificazione è piuttosto discussa, in quanto alcuni composti sono stati 

erroneamente inseriti in un gruppo solo per la loro presenza in concomitanza di altre 

tossine note, anche se i sintomi e la chimica delle molecole sono differenti. Per tale 

motivo sarebbe preferibile suddividere le biotossine in gruppi che si basano sulla loro 

struttura chimica. Nel 2006 venne proposta la seguente classificazione (Toyofuku, 

2006; Tubaro et al., 2007): 

• Saxitoxin group (STX)  

• Okadaic acid group (OA)  

• Pectenotoxin group (PTX)  

• Yessotoxin group (YTX)  

• Domoic acid group (DA)  

• Brevetoxin group (BTX)  

• Azaspiracid group (AZA)  

• Ciguatera group 

• Cyclic imine group 

 

Le tossine sono metaboliti secondari, che differiscono per struttura, composizione 

atomica e attività funzionale (Granéli and Flynn, 2006). Il tasso di sintesi delle tossine 

dipende dal metabolismo dei metaboliti primari che sono loro precursori. A sua volta, la 

sintesi dei metaboliti primari varia con lo stress da nutrienti, con il ciclo cellulare e le 

fasi del ciclo vitale (Flynn and Flynn, 1995). In generale, cambiamenti nel contenuto di 

tossine sono associati con disturbi (squilibri) fisiologici o con l’entrata in fase 

stazionaria (Anderson 1994; Flynn et al., 1994, 1996; Johansson and Granéli 1999a, 
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1999b; Granéli et al., 1998; Edvardsen et al., 1990, cited in Granéli et al., 1998).  

Lo stimolo alla produzione di tossine in molte specie è ancora sconosciuto (Katircioglu 

et al., 2004) e, per tale motivo, si cerca di simulare in laboratorio i parametri ambientali 

a cui sono sottoposte le microalghe e studiare gli effetti conseguenti che si hanno sulla 

produzione di tossine da parte delle stesse.  

Da tutto ciò risulta evidente come l’unico mezzo che si possiede per proteggere l’uomo 

e l’ambiente dagli effetti dannosi delle tossine algali consiste nel monitoraggio costante 

e nell’applicazione di normative per regolare la vendita dei molluschi e del pesce 

pescati a livello globale. Il commercio dei frutti di mare è diffuso in tutto il mondo e 

soltanto in Europa risultano essere consumati circa 12 miliardi di pesce all’anno, che 

comprende il pescato europeo e le importazioni (Whittle et al., 2000). Il rischio di 

intossicazione viene ridotto grazie alla regolamentazione che stabilisce le norme 

sanitarie per la produzione e la commercializzazione dei molluschi. Inoltre è essenziale 

stabilire dei metodi di monitoraggio internazionali e formare personale competente che 

sappia identificare le specie algali tossiche (Toyofuku, 2006). I controlli vengono 

effettuati da Laboratori Nazionali incaricati e coordinati dal Centro Ricerche Marine di 

Cesenatico. Quest’ultimo svolge i propri compiti istituzionali assistendo il Ministero 

della Salute nell’organizzazione del sistema di controllo delle Biotossine Marine, 

organizzando e coordinando le attività di ricerca e di monitoraggio dei Laboratori 

Nazionali incaricati dell’analisi e del controllo delle Biotossine Marine, partecipando ad 

incontri internazionali coordinati dal Laboratorio Comunitario di Riferimento.  

La normativa Italiana stabilisce che i molluschi destinati al consumo umano possono 

contenere biotossine algali in specifiche quantità: 

-PSP in quantità non superiori a 800 μg/kg di sostanza edibile mollusco; 

-DSP: 160 μg/kg;  

-YTXs: 1 mg/kg;  

-AZA: 160 μg/kg;  

-Acido domoico: 20 mg/kg. 

Tali limiti sono stati sviluppati sulla base dei seguenti indici tossicologici: 

- LOAEL (Lowest Observed Adverse Effect Level): è la più piccola dose di una 

sostanza che provoca un effetto dannoso alla salute della persona o di un animale; 

 - NOAEL (No Observed Adverse Effect Level): è la dose più elevate di una sostanza 

che non produce un effetto dannoso alla salute della persona o di un animale; 

- acute RfD (acute reference dose): la dose acuta di riferimento è una stima 
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dell‘ammontare di una sostanza, o tossina, nel cibo, normalmente espressa in peso 

corporeo, che può essere ingerita in 24 ore, o in minor tempo, senza un effetto 

apprezzabile nel consumatore. Per il calcolo di questi valori si considera un individuo di 

60 kg; 

- fattore di sicurezza: è un valore di sicurezza che viene usato come divisore del 

LOAEL e del NOAEL per calcolare l‘acute RfD; 

 - il limite guida in relazione alla parte edibile assunta, è la quantità di tossina massima 

che può essere presente nella parte edibile del mollusco (Ade et al.2003). 

Per quanto riguarda i metodi per l’analisi delle tossine algali in estratti riportiamo: 

• Saggio biologico su mammiferi (topo o ratto) e altri saggi “in vivo”; 

• Metodi chimico-fisici (HPLC; LC-MS);  

• Test in vitro (Metodi strutturali e Metodi funzionali). 

Il saggio biologico su mammiferi (topo o ratto) è stato il metodo obbligatorio per legge 

fino al 2011, mentre ora viene eseguito solo in alcuni casi: da laboratori che si stanno 

adeguando alla nuova alternativa, in casi di contestazione e per evidenziare eventuali 

nuove tossine con controlli saltuari. 

I saggi tossicologici permettono di indicare le concentrazioni di tossine alle quali si può 

manifestare un effetto, distinguendo fra breve e lungo termine. Per le tossine marine, di 

cui si sa ancora poco, i limiti di legge attuali sono stati determinati principalmente con il 

test biologico sul topo. Dove possibile, i risultati dei test sono stati integrati con i dati 

bibliografici riguardanti i casi di intossicazione (Toyofuku, 2006; Tubaro et al., 2007). 
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2. SPECIE OGGETTO DELLA RICERCA 

 
2.1 LE DINOFLAGELLATE 

 

Le dinoflagellate sono organismi per lo più di ambiente marino o di estuario (le specie 

costiere e di estuario hanno caratteristiche eurialine); delle circa 2000 specie note, solo 

250-300 sono di acqua dolce. Sono produttori primari dominanti degli oceani tropicali e 

subtropicali e nelle zone temperate, e sono abbondanti in tarda primavera-estate. Per lo 

più prediligono il clima caldo ma vi sono specie che proliferano in primavera-autunno. 

Si adattano bene a bassa intensità luminosa aumentando la quantità delle unità 

fotosintetiche. Si ritenevano poco tolleranti invece alla turbolenza, ma studi recenti 

indicano che valori pari a quelli presenti in condizioni naturali non influenzano la 

crescita. 

Le cellule delle dinoflagellate si muovono in risposta a stimoli chimici, gravità e luce; 

inoltre le migrazioni verticali sono regolate da ritmi circadiani. Questo permette alle 

specie fotosintetiche di spostarsi in acque basse durante il giorno e in quelle più 

profonde di notte, traendone vantaggio sia per la nutrizione che per l’assorbimento dei 

nutrienti. 

Molte dinoflagellate hanno dimensioni più grandi degli altri organismi fitoplanctonici e 

questo implica un rapporto superficie/volume basso con una conseguente scarsa affinità 

per i nutrienti, da una parte, e una possibilità di costituire riserve ed avere una velocità 

di crescita lenta, dall’altra. 

Si pensa che tutte le specie fotosintetiche siano in realtà mixotrofe. Le specie autotrofe 

sono comunque auxotrofe in quanto richiedono vitamine prodotte da altri organismi, 

mentre circa la metà delle specie sono eterotrofe obbligate (di acqua dolce e marine, 

fotosintetiche e senza pigmenti). Notevole è il fatto che all’interno delle dinoflagellate 

troviamo una piccola percentuale di specie dannose (~185) poiché producono potenti 

tossine (~60) e sostanze bioattive nei confronti di altri organismi. Inoltre sono predatori 

o parassiti di pesci in cui causano morte o malattia, determinano anossia, producono 

mucillagini, rilasciano grandi quantità di ammonio e producono danni meccanici alle 

branchie tramite le spine (estroflessioni della parete).  

Le specie dannose sono per lo più planctoniche, mentre le specie bentoniche fino a poco 

tempo fa erano associate solo alla sindrome ciguatera.  
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Caratteristiche peculiari delle dinoflagellate consistono nella forma delle cellule e nel 

rivestimento detto amphiesma. Il rivestimento è formato da un singolo strato di 

vescicole appiattite poste sotto la membrana plasmatica. Nelle forme tecate dentro le 

vescicole ci sono placche di cellulosa e, se questa non è presente, si hanno le cellule 

atecate o nude. La presenza/assenza, il numero, la disposizione e la morfologia delle 

placche sono un carattere molto importante per la classificazione (Boni et al., 2005). 

Le dinoflagellate (Fig. 1) sono caratterizzate dall’avere due flagelli, spesso organizzati 

in uno trasversale e in uno longitudinale. Il flagello trasversale è situato in un solco 

della cellula detto cingulum e, il corrispondente flagello longitudinale è situato invece in 

un solco conosciuto anche come sulcus. Il pattern tecale divide la cellula in due parti 

ben distinte: l’epicono o epiteca è la parte superiore, che in alcune specie può essere 

molto ridotta; l’ipocono o ipoteca è la parte inferiore. La relazione tra ipoteca e epiteca 

in termini di forma, dimensione, ornamentazione, e struttura della superficie è 

un’importante caratteristica nella morfologia tassonomica (Janson and Hayes, 2006). 

 

 

Fig. 1. Struttura di una dinoflagellata. 

 

Generalmente per identificare le dinoflagellate ci si basa sulla forma della cellula e sulle 

caratteristiche del rivestimento. Possiamo distinguere 4 tipologie di cellula (Fig. 2): 

cellula desmoconte; cellula dinoconte; cellula peridinoide tecata; cellula gimnodinoide 

atecata.  
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Fig. 2. A: cellula desmoconte; B: cellula dinoconte; C: cellula peridinoide tecata; D: cellula gimnodinoide 

atecata. 

 

L’identificazione assume un ruolo molto importante, considerando che un vario numero 

di specie può produrre tossine, pericolose anche per l’uomo, causare colorazione delle 

acque (rosso, giallo, bruno) e mucillagini, determinando gravi problemi agli organismi 

marini.  

Per quanto riguarda la composizione cellulare, solo il 50% delle dinoflagellate possiede 

cloroplasti e questi risultano acquisiti da endosimbionti diversi. Nella maggior parte dei 

casi sono presenti clorofilla a e c2 e una xantofilla caratteristica, la peridinina. Altre 

dinoflagellate hanno pigmenti caratteristici delle alghe verdi, delle criptofite e 

eterocontofite e quindi assumono altri colori. 

I nuclei, benché aploidi, contengono un’elevata quantità di DNA di cui molto è 

geneticamente inattivo. Per la sua organizzazione peculiare il nucleo viene detto 

mesocariote. 

I cromosomi sono sempre condensati, mancano gli istoni e hanno una bassa quantità di 

proteine basiche. Inoltre hanno una struttura striata dovuta a filamenti paralleli di DNA 

che formano dischi impilati; alla periferia dei dischi ci sono anse di DNA meno 

compatte che rappresentano le regioni trascritte. 

Per quanto riguarda la riproduzione, le dinoflagellate hanno un ciclo monogenetico 

aplonte, pertanto la meiosi avviene dopo la formazione dello zigote. Normalmente le 

cellule si dividono molte volte per mitosi. La mitosi inoltre presenta caratteristiche 

particolari: 

 La membrana nucleare persiste per tutto il processo di divisione; 

 Il fuso mitotico è extranucleare; 

 Manca la tipica piastra metafasica degli eucarioti; 
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 I cromosomi si attaccano alla membrana nucleare durante la segregazione; 

 Mancano il centriolo e la cromatina centromerica. 

Il ciclo cellulare delle dinoflagellate è diviso nelle 4 fasi tipiche degli eucarioti (Fig. 3). 

Con il termine ciclo cellulare possiamo indicare la serie di eventi che avvengono a 

partire dal momento in cui una cellula si origina per divisione mitotica dalla cellula 

madre. Le 4 fasi (G1, S, G2 e M) procedono in sequenza controllata: 

 fase G1 (gaps): crescita; 

 fase S: duplicazione del DNA;  

 fase G2: altri processi di crescita;  

 fase M: mitosi. 

L’entrata in stadi di quiescenza avviene durante la fase G1 (fase G0). 

 

 

Fig. 3.  Rappresentazione del ciclo cellulare: le fasi tipiche del ciclo (G1, S, G2, M, G0). 

 

Inoltre il ciclo cellulare, è collegato al fotoperiodo per cui a volte le divisioni sono 

sincronizzate o programmate (<1 div/giorno) con il seguente andamento: all’inizio del 

giorno le cellule sono in G1; dopo almeno 6h inizia la fase S e continua per 12-14h. La 

mitosi inizia tra 18 e 22h dall’alba e il ciclo termina prima dell’inizio del giorno 

successivo. Molte cellule si dividono durante il periodo di buio, alcune alla luce, o in 

particolare nel passaggio buio–luce.  

Per quanto riguarda la modalità di divisione della teca fra le cellule figlie, possiamo 

avere due modalità: in molte specie la teca viene ripartita tra le cellule figlie e poi 

ognuna rigenera successivamente la parte mancante; la teca può essere completamente 

persa (fenomeno che va sotto il nome di ECDISI), e ogni cellula figlia rigenera in 

seguito la teca. 
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Nella riproduzione sessuata invece, la formazione dei gameti può essere indotta dalle 

condizioni ambientali (bassa temperatura o carenza di azoto). I gameti sono più piccoli e 

hanno meno cloroplasti delle cellule vegetative e se non si fondono muoiono. Alla fine 

della fusione si forma una cellula simile a quella vegetativa con ancora due nuclei e tutti 

i flagelli. Abbiamo due tipologie di zigoti che seguono percorsi differenti: i planozigoti 

possono andare subito incontro a meiosi mentre altri si trasformano in ipnozigoti simili 

a cisti e, solo successivamente, si dividono per meiosi.  

I cicli vitali di specie che possono produrre uno stato di quiescenza costituiscono un 

vantaggio competitivo nei confronti delle popolazioni che non riescono a sopravvivere 

in condizioni ambientali avverse (Sellner et al., 2003). Le fasi di escistamento sono 

importanti nella cronologia delle fioriture, soprattutto per la terminazione di un bloom. 
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2.2 LA FAMIGLIA OSTREOPSIDACEAE 

 

Le dinoflagellate bentoniche appartenenti alla famiglia Ostreopsidaceae fanno parte 

delle comunità microalgali bentoniche sia in aree temperate che tropicali (Faust et al., 

1996). Mentre il genere Ostreopsis è rappresentato da nove specie, distribuite 

principalmente nelle aree tropicali, spesso in associazione con Gambierdiscus toxicus, 

nel Mar Mediterraneo solo due specie, Ostreopsis siamensis e Ostreopsis ovata sono 

state identificate rispettivamente negli anni '70 e '90 (Taylor, 1979; Tognetto et al., 

1995). L’assenza di un regolare programma di monitoraggio delle comunità 

microfitobentoniche lungo le coste del Mediterraneo non permette di valutare se e 

quando queste specie sono state introdotte nel Mediterraneo (ad esempio con acque di 

zavorra) o se erano già presenti a basse densità. Comunque sia, è evidente che 

nell’ultima decade i bloom di Ostreopsis spp. sono divenuti più frequenti, intensi e 

largamente distribuiti in molte aree del Mediterraneo (Vila et al., 2001; Aligizaki and 

Nikolaidis, 2006) suscitando l’interesse della comunità scientifica e delle autorità di 

gestione. Di conseguenza studi tassonomici, genetici, ecologici e tossicologici su 

Ostreopsis spp., si sono intensificati durante questo periodo (Vila et al., 2001; Penna et 

al., 2005; Turki, 2005; Aligizaki and Nikolaidis, 2006; Ciminiello et al., 2006, 2008; 

Riobò et al., 2006; Aligizaki et al., 2008; Guerrini et al., 2009; Ledreux et al., 2009).  
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2.2.1 Ostreopsis ovata (Fukuyo, 1981) 

 

Phylum:   Dinoflagellata 

Classe:     Dinophyceae 

Ordine:    Gonyaulacales (Saldarriaga et al., 2004) o Peridiniales (GenBank-Taxonomy) 

Famiglia: Ostreopsidaceae 

Genere:   Ostreopsis 

Specie:     ovata 

 

 

 

Fig. 4. Ostreopsis ovata osservata al microscopio ottico. 

 

Il genere Ostreopsis (Dinophyceae, Ostreopsidaceae, Gonyaulacales) è stato descritto 

nel 1901 con la specie O. siamensis Schmidt (1901). Questo genere non ha ricevuto 

grande attenzione fino a quando gli studi tassonomici di Fukuyo (1981) hanno permesso 

di descrivere altre due specie: O. ovata Fukuyo (1981) and O. lenticularis Fukuyo 

(1981). Da allora altre sei nuove specie di Ostreopsis sono state aggiunte: O. heptagona 

Norris, Bomber and Balech (1985), O. mascarenensis Quod (1994), O. labens Faust and 

Morton (1995), O. marinus Faust (1999), O. belizeanus Faust (1999), e O. caribbeanus 

Faust (1999). La tassonomia delle specie di Ostreopsis è basata su caratteri morfologici, 

come il tipo di incisioni tecali, la forma e la dimensione (Penna et al., 2005). La 

tassonomia del genere Ostreopsis però ancora non risulta essere chiara  (Rhodes et al. 

2000, Vila et al. 2001). Nel Mar Mediterraneo sono state trovate solo due specie, O. 

ovata e O. siamensis, quasi tutte in coste rocciose, e O. ovata  (Fig. 4) risulta essere la 

specie più comune e abbondante (Vila et al., 2011; Penna et al., 2005; Aligizaki and 

Nikolaidis, 2006; Turki et al., 2006; Battocchi et al., 2010; Totti et al., 2010; Accoroni 
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et al., 2011; Mangialajo et al., 2011). O. ovata e O. siamensis sono molto simili in 

forma, dimensioni e struttura delle piastre; il rapporto tra il diametro dorsoventrale/ 

anteroposteriore (DV/AP) che è <2 e >4, rispettivamente (Penna et al., 2005; Aligizaki 

and Nikolaidis, 2006), è stato proposto come carattere distintivo. Quando si presentano 

in popolazioni miste è molto difficile se non impossibile distinguerle durante i conteggi 

e, per tale motivo, è necessario utilizzare anche metodi molecolari (Battocchi et al., 

2010; Perini et al., 2011). E’ stato dimostrato che le dimensioni delle cellule di 

Ostreopsis spp. possono variare nelle diverse fasi di crescita sia in condizioni naturali 

che in condizioni sperimentali (Aligizaki and Nikolaidis, 2006; Guerrini et al., 2010). 

Tuttavia nonostante la presenza di diverse classi di dimensioni e morfologia 

appartenenti al genere Ostreopsis (Pin et al., 2001; Penna et al., 2005; Aligizaki and 

Nikolaidis, 2006; Rossi et al., 2010), fino ad ora sono state condotte raramente analisi 

morfologiche intraspecifiche. 

 Le specie appartenenti al genere Ostreopsis sono importanti nell’ambiente marino di 

coral reef sia subtropicale che tropicale, ma sono presenti anche nelle aree temperate, 

dove sono aumentate notevolmente negli ultimi dieci anni (Penna et al., 2012; Shears 

and Ross, 2012; Laza-Martinez et al., 2011; Mangialajo et al., 2011; Rhodes, 2011).  

Ostreopsis cf. ovata è una dinoflagellata bentonica che vive associata ad una varietà di 

substrati bentonici abiotici e biotici (macroalghe, fanerogame marine, invertebrati 

bentonici, sabbia e rocce), ma può trovarsi anche libera nel plankton.  

Le cellule di O. ovata hanno una forma paragonabile ad una goccia, ovali e assottigliate 

nella parte ventrale e  appiattite in senso antero-posteriore. L’epiteca e l’ipoteca sono 

uguali in grandezza e la disposizione e la forma delle placche sono fondamentali nel 

riconoscimento (Fig. 5, 6). L‘arrangiamento della teca è: Po, 3’, 7”, 6c, 6s, 5’’’, 1p, 

2’’’’ (Faust and Gulladge, 2002). 
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     Fig. 5. Diagramma schematico di ipoteca e epiteca di Ostreopsis ovata. Scala barra = 10 µm (Tomas 

et al., 1997) . 

 

 

Fig. 6. Ostreopsis cf. ovata osservata al microscopio elettronico (SEM): in (a) ipoteca, (b) vista lato, (c) 

dorsale e (d) ventrale. Scala barra: 10 mm. (Accoroni et al., 2012).  

 

 

O. ovata, differisce dalle altre specie del genere Ostreopsis in quanto è la più piccola 

delle specie, la teca è liscia, sottile e delicata, facile alla degradazione e, sulla sua 

superficie, sono presenti uniformemente dei pori di 0.07 μm di diametro, la placca del 

poro apicale è dritta e corta (Faust al., 1996). Le cellule (Fig. 7) sono identificabili per: 

 Placca 1’ dell’epiteca è visibile centrale, di forma esagonale; 

 Placca del poro apicale (Po), include il poro apicale, che è situato sul lato dorsale 

a sinistra dell’epiteca. Po è associato con una stretta placca 2’; 

 Placca 1p dell’ipoteca lunga e stretta; 

 Il cingolo è equatoriale e ventralmente presenta due strutture molto importanti: 

una placca ventrale (Vp), che delimita il poro ventrale (Vo) e, una placca a 

creste (Rp), che circonda Vp. Queste due determinano la distinzione delle specie 

di Ostreopsis da altri taxa di dinoflagellati; 
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 Il solco contiene otto placche. 

 

       

Fig. 7.  Arrangiamento tecale dell’epiteca e dell’ipoteca di O. ovata osservata in fluorescenza (Monti et 

al., 2007). 

 

O. ovata è una dinoflagellata mixotrofa in quanto presenta sia nutrizione autotrofa che 

eterotrofa (Faust et al., 1998). Si nutre di altre microalghe, cianobatteri e ciliati 

attraverso il poro ventrale che può allargarsi e contrarsi. A bassa turbolenza libera 

sostanze esopolimeriche dal poro ventrale formando cordoni mucillaginosi (reticoli) che 

servono come la tela di un ragno, a formare un biofilm che imprigiona piccoli 

invertebrati (Barone and Prisinzano, 2006). Grazie all‘elevata elasticità della teca, O. 

ovata dopo l’ingestione può aumentare il suo volume cellulare del 50-70%. La maggior 

parte degli organismi appartenenti al genere Ostreopsis sono bentonici (tuttavia alcuni 

possono essere anche planctonici) ed epifiti di fanerogame marine (e-g. Posidonia 

oceanica, Thalassia testudinum), di talli di macroalghe rosse e brune, soprattutto 

Feoficee e Rodoficee, in misura minore di Cloroficee, inoltre di conchiglie di mitili e di 

invertebrati bentonici (Guerrini et al., 2009), anche se è possibile trovarle su substrati 

rocciosi, sabbie e pozze di marea (Monti et al., 2007). Predilige acque poco profonde, 

con basso idrodinamismo (Faust et al., 1995). O. ovata vive in biocenosi principalmente 

con altre dinoflagellate quali Amphidinium sp., Coolia monotis, Gambierdiscus toxicus, 

Prorocentrum lima e con la diatomea centrica Coscinodiscus sp. Numerose osservazioni 

in campo hanno testimoniato come l’idrodinamismo sia uno tra i principali fattori nel 

determinare la proliferazione di questa specie e la facilità con cui le cellule possono 

essere risospese nella colonna d’acqua gioca un ruolo nello sviluppo e nel declino delle 

fioriture (Totti et al., 2010). 

L’ecologia dei bloom di O. ovata nel mar Mediterraneo e la relazione con i parametri 

ambientali è stata analizzata da diversi autori (Villa et al., 2001; Penna et al., 2005; 
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Aligizaki and Nikolaidis, 2006; Turki et al., 2006; Mangialajo et al., 2008; Totti et al., 

2010; Accoroni et al., 2011).  

Dalla fine degli anni '90 enormi bloom di O. ovata (Fukuyo, 1981) sono stati registrati 

in aree costiere di regioni temperate con un incremento in frequenza, intensità e 

distribuzione.  

Lungo le coste italiane, l’elevata densità di O. ovata, è stata inizialmente registrata in 

Liguria (Abbate et al., 2007; Mangialajo et al., 2008), Sardegna (Lugliè, pers. comm.), 

Tirreno (Sansoni et al., 2003; Simoni et al., 2004; Barone and Prisinzano, 2006; 

Congestri et al., 2006; Bianco et al., 2007;) e nella parte meridionale del mar Adriatico 

(Bottalico et al., 2002; Di Turi et al., 2003; Ungaro et al., 2005). Solo dal 2006, la 

presenza di O. ovata è stata registrata lungo le coste rocciose della parte nord del Mar 

Adriatico (Monti et al., 2007; Totti et al., 2007a).  

Eventi di fioritura sono associati nella maggior parte dei casi ad effetti sulla salute 

umana, come difficoltà respiratorie, congiuntiviti e irritazioni cutanee (Gallitelli et al., 

2005; Vivaldi et al., 2007) e, inoltre, con la mortalità degli organismi bentonici (Di Turi 

et al., 2003; Sansoni et al., 2003; Simoni et al., 2003; Congestri et al., 2006; Shears and 

Ross, 2009). Negli ultimi anni sono stati registrati casi gravi casi di intossicazioni 

umane in concomitanza con i bloom di Ostreopsis spp. (Gallitelli et al., 2005; Kermarec 

et al., 2008; Tichadou et al., 2010; Honsell et al., 2011). I sintomi tipici da 

intossicazione (febbre, dispnea, broncocostrizioni, congiuntiviti e irritazioni cutanee), 

nonché la mortalità a volte osservata di organismi marini bentonici (Di Turi et al., 2003; 

Shears and Ross, 2009, 2010), sono associati con la presenza di composti simili alla 

palitossina (Ciminiello et al., 2011) che possono anche essere bioaccumulati in frutti di 

mare (Rhodes et al., 2006; Aligizaki et al., 2008, 2011; Gorbie t al., 2010; Louzao et al., 

2010). 
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2.3 FATTORI CHE INFLUENZANO I BLOOM DI Ostreopsis ovata 

 

In genere i fattori che influenzano un bloom possono essere divisi in parametri abiotici e 

parametri biotici. Tra i parametri abiotici o ambientali troviamo l’idrodinamismo, il 

substrato, la profondità, la salinità, i nutrienti e la temperatura, mentre tra i parametri 

biotici abbiamo le interazioni con gli altri organismi e i tassi di crescita intrinseci della 

specie. 

La temperatura sembrava essere inizialmente un parametro chiave per la proliferazione 

di Ostreopsis spp. (Aligizaki and Nikolaidis, 2006; Mangialajo et al., 2008; Granéli et 

al., 2011), ma in seguito è stato riconosciuto che il suo ruolo non è uguale in tutte le 

zone costiere del mondo (Selina and Orlova, 2010; Totti et al., 2012; Accoroni et al., 

2011; Mangialajo et al., 2011; Selina and Levchenko, 2011). In un primo momento le 

specie appartenenti al genere Ostreopsis sono state segnalate nei mari tropicali e 

subtropicali, associate con altre dinoflagellate epifite come quelle appartenenti ai generi 

Gambierdiscus, Coolia e Prorocentrum (Besada et al., 1982). Negli ultimi anni, il 

numero di specie di Ostreopsis ha mostrato un’apparente espansione nelle regioni 

temperate, dove possono formare intense fioriture (Rhodes, 2010). Questo è il caso delle 

acque della Nuova Zelanda (Cesoie e Ross, 2009), del Mar del Giappone (Selina e 

Orlova, 2010), e del Mar Mediterraneo (Vila et al, 2001;. Aligizaki e Nikolaidis, 2006. 

Monti et al, 2007; Mangialajo et al, 2008;. Totti et al, 2010). Lungo le coste del 

Mediterraneo, O. cf. ovata è stata registrata da giugno a ottobre e, a volte, nel mese di 

novembre. I bloom si verificano in estate nella parte nord-occidentale del bacino del 

Mediterraneo, con un secondo aumento minore della biomassa a fine estate-autunno 

(Mangialajo et al, 2011). In Adriatico e nel Mar Egeo le fioriture sono invece registrate 

soltanto nella tarda estate, inizio autunno (Aligizaki e Nikolaidis, 2006;. Totti et al, 

2010). L’andamento generale mostra che le abbondanze maggiori di Ostreopsis spp. si 

registrano durante i periodi più caldi, caratterizzati da alte temperature, elevata salinità e 

stabilità della colonna d’acqua (Pistocchi et al., 2011). Inoltre è stato visto che le 

fioriture possono essere più intense in aree protette dopo periodi di mare calmo in 

quanto tali condizioni portano a stratificazione e riscaldamento delle acque superficiali 

(Shears and Ross, 2009). Cellule di O. ovata isolate in campioni del Mar Tirreno e fatte 

crescere a diverse temperature (tra i 16 e i 30°C), hanno mostrato un maggior aumento 

del tasso di crescita e accumulo di biomassa a temperature maggiori (26-30°C), mentre 

la produzione di tossine è maggiore a temperature più basse (20-22°C). Emerge che 
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temperatura ottimale di crescita e di tossicità sono inversamente correlate (Granéli et al., 

2011). Cellule di O. ovata isolate invece in campioni del Mar Adriatico, hanno mostrato 

tassi di crescita più elevati alla temperatura di 20°C e ad una salinità compresa tra i 36 e 

i 40 psu. Questi dati suggeriscono che i ceppi di O. ovata di diverse aree possono esibire 

diverse caratteristiche ecofisiologiche, come suggerito da Guerrini et al., (2010). Inoltre 

in uno studio condotto da Simoni et al. (2004) durante un monitoraggio sul litorale 

toscano, emerge la capacità di O. ovata di produrre cisti di resistenza (forme immobili 

avvolte da una membrana ispessita), quando la temperatura diminuisce, difficilmente 

rilevabili nell’ambiente naturale, che poi schiudendosi in condizioni favorevoli causano 

improvvisi innalzamenti nel numero delle dinoflagellate o veri e propri bloom; 

comportamento confermato anche in laboratorio, in cui in seguito ad abbassamento di 

temperatura ed invecchiamento della coltura in vitro si può avere la produzione di forme 

sferiche avvolte da un involucro gelatinoso identiche a quelle osservate in O. siamensis 

(Pearce et al. 2001; Simoni et al., 2003). 

Insieme alla temperatura dell’acqua una varietà di fattori (e.g. disponibilità di substrato, 

intensità luminosa, precipitazioni, idrodinamismo e nutrienti), sembrano essere 

importanti nel controllo e nel promuovere la formazione e l’intensità dei bloom di 

queste dinoflagellate bentoniche (Tindall and Morton, 1998). Ci sono una serie di 

segnalazioni che indicano l’effetto della salinità sulla crescita e tossicità delle 

dinoflagellate planctoniche (Gedaria et al., 2007; Guerrini et al., 2007; Lekan and 

Tomas, 2010; Lim and Ogata, 2005; Maier Brown et al., 2006; Paz et al., 2006). Per 

quanto riguarda le dinoflagellate bentoniche, la correlazione tra salinità e crescita è stata 

osservata in diversi studi effettuati sulle specie che causano bloom nelle aree tropicali. 

Ad esempio, la bassa abbondanza di dinoflagellate tossiche appartenenti al genere 

Gambierdiscus, Ostreopsis, Prorocentrum e Coolia riscontrata vicino alla foce di un 

fiume cubano, ha suggerito una correlazione positiva tra crescita e diminuzione della 

salinità (Delgado et al., 2006). Al contrario, nelle Isole Vergini, i massimi di 

popolazione bentonica erano correlati con il periodo di maggiori precipitazioni (Carlson 

and Tindall, 1985). La stessa correlazione negativa con la salinità è stata trovata per O. 

ovata lungo le coste Hawaiane (Parsons and Preskitt, 2007), mentre O. heptagona nel 

Golfo del Messico non ha mostrato nessuna correlazione significativa (Okolodkov et al., 

2007). In uno studio di laboratorio O. heptagona e O. siamensis isolate dalla Florida 

hanno mostrato una crescita ottimale ad una salinità di 33, un valore più basso di quello 

tipicamente riscontrato nelle acque oceaniche (36); caratteristica condivisa da molte 
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delle specie di dinoflagellate bentoniche co-presenti (Morton et al., 1992). La salinità 

misurata nel Nord-Ovest Mediterraneo durante le fioriture di Ostreopsis spp. 

riportavano valori alti, attorno a 37-38 (Vila et al., 2001; Mangialajo et al., 2008), simili 

a quelli misurati nel Nord Adriatico, (Monti et al., 2007; Pistocchi et al., 2010) e 

nell’Adriatico meridionale, in accordo con il fatto che tuttora non vi sia stata riscontrata 

la sua presenza vicino al delta del Po (Pistocchi et al., 2010). 

Tuttavia altri studi sull’effetto della salinità sulla crescita e sulla produzione di tossine 

(Gedaria et al., 2007; Lim and Ogata, 2005; Maier Brown et al., 2006), hanno ottenuto 

risultati discordanti, portando alla conclusione che questo fattore ambientale sembra 

ricoprire un ruolo di secondaria importanza nell’influenzare la crescita ed il contenuto di 

tossine. Un ceppo adriatico di O. cf. ovata è stato coltivato a salinità variabili da 26 a 40 

(Pezzolesi et al., 2012). Dai risultati emerge che la crescita risultata essere correlata 

positivamente con l’aumento della salinità, mentre la tossicità negativamente con la 

stessa, risultando quest’ultima più bassa ad un valore corrispondente di salinità 

maggiore (Pezzolesi et al., 2012; Pistocchi et al., 2011). 

Per quanto riguarda invece il ruolo della concentrazione dei nutrienti, è stato proposto 

che l’eutrofizzazione potrebbe aumentare il fenomeno degli HAB (Gilbert and 

Burkholder, 2006; Gilbert et al., 2010). Si è visto però che i nutrienti non sempre 

giocano un ruolo chiave nei bloom di Ostreopsis; i bloom si verificano infatti sia in aree 

eutrofiche che oligotrofiche (Vila et al., 2001; Shears and Ross, 2009; Accoroni et al., 

2011). Per alcuni ceppi di O. ovata infatti, non si è osservata una relazione chiara tra 

concentrazione di nutrienti e andamento di un bloom (Accoroni et al., 2011). Risultati di 

dipendenza invece sono stati osservati per la tossicità cellulare. Limitazioni di azoto e 

fosforo sembrano infatti determinare una diminuzione della tossicità cellulare, 

comportamento non osservato in altre dinoflagellate tossiche (Pistocchi et al., 2011). In 

colture di O. cf. ovata la limitazione da azoto ha avuto ripercussioni maggiori sulla 

crescita cellulare rispetto alla carenza di fosforo, mentre il contenuto cellulare di tossine 

è diminuito del 53% e del 40% in limitazione di azoto e fosforo, rispettivamente 

(Vanucci et al., 2012). 

L’idrodinamismo, al contrario, è risultato avere un effetto importante nella regolazione 

dell’abbondanza di Ostreopsis (nonché nel determinare la fine di un bloom algale), 

migliorando la risospensione delle cellule bentoniche nella colonna d’acqua (Totti et al., 

2010; Shears and Ross, 2009), specialmente quando vengono raggiunte elevate 

abbondanze nei substrati bentonici; tale effetto non è stato osservato in tutte le aree, 
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particolarmente quando vengono osservate basse abbondanze (Vila et al., 2001; Richlen 

and Lobel, 2011). Ad esempio in uno studio effettuato lungo la Riviera del Conero, 

Nord Adriatico, durante l’estate del 2007, è stata riscontrata una concentrazione 

significativamente maggiore di cellule in siti protetti rispetto a zone esposte. Inoltre è 

emerso che la densità di O. ovata diminuisce fortemente in funzione della profondità, 

mostrando valori significativamente bassi al di sotto dei 3 metri (Totti et la., 2010). 

Studi precedenti indicano che la maggior parte delle dinoflagellate bentoniche epifitiche 

si trovano ad una profondità compresa tra i 0.5 e i 3 metri, probabilmente in 

conseguenza alla radiazione luminosa che penetra nella colonna d’acqua (Bomber, 

1985; Carlson and Tyndall, 1985; Taylor, 1985; Mitchell, 1985; Bomber et al., 1988). 

Esistono però pochi studi in letteratura che correlano la profondità con la crescita di 

Ostreopsis ovata.  

Per il fattore substrato è stato visto che Ostreopsis spp. possono crescere su una varietà 

di substrati bentonici, tra cui angiosperme marine (Turki, 2005; Aligizaki and 

Nikolaidis, 2006; Turki et al., 2006; Battocchi et al., 2008), invertebrati (Bianco et al., 

2007; Totti et al., 2007a), rocce (Bottalico et al., 2002; Totti et al., 2007a) e sedimenti 

morbidi (Villa et al., 2001). Tuttavia ad oggi solo pochi studi (Lobel et al., 1988; 

Bomber et al., 1989) hanno focalizzato l’attenzione sugli effetti che il substrato ha nei 

confronti della crescita delle dinoflagellate bentoniche. 
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3. LA FAMIGLIA DELLE PALITOSSINE 

 

Negli ultimi anni episodi di fioriture algali causate da specie potenzialmente tossiche 

Fibrocapsa japonica, Dinophysis spp., Pseudo-nitzschia spp., etc..) sono state segnalate 

lungo le coste italiane. Tuttavia ad una specie in particolare sono stati associati i casi più 

gravi di contaminazione delle acque marine per i risvolti sanitari osservati: l'alga 

bentonica Ostreopsis ovata. 

L’evento che ha portato ad una maggiore attenzione si è verificato nell'estate del 2005 

lungo le coste liguri, quando centinaia di persone che avevano soggiornato in riva al 

mare o in zone adiacenti senza immergersi in acqua sono ricorse alle cure ospedaliere 

perché accusavano sintomi quali febbre, faringodinia, tosse, dispnea, cefalea, nausea, 

rinorrea, congiuntivite, vomito e dermatite (Icardi and Marensi, 2005). Le fioriture di O. 

ovata, osservate in quei giorni nel tratto di costa interessato, furono ritenute il possibile 

agente causale. 

Attraverso l’analisi degli estratti algali ottenuti dai campioni raccolti durante la fioritura 

del 2005, è stato possibile identificare una palitossina putativa (pPLTX) nel plankton 

(Ciminiello et al., 2006). Per poterla determinare è stato sviluppato un nuovo metodo 

basato sulla combinazione della cromatografia liquida e della spettrometria di massa 

(LC-MS/MS). Nell’anno seguente, un’ulteriore epidemia tossica associata a O. ovata si 

è verificata lungo le coste liguri. Analisi effettuate sempre tramite LC-MS/MS del 

plankton hanno permesso di rivelare la presenza della pPLTX e di una nuova molecola 

simile alla palitossina, denominata ovatossina-a (OVTX-a), che presenta due atomi di 

ossigeno in meno della palitossina (Ciminiello et al., 2008). L’analisi di estratti cellulari 

di O. ovata coltivata in laboratorio, ha dimostrato che sia la PLTX che l’OVTX-a sono 

state prodotte dalla stessa dinoflagellata (Ciminiello et al., 2008; Guerrini et al. 2010). 

In seguito ulteriori studi hanno mostrato la presenza in estratti cellulari di O. ovata di 

altre nuove tossine con presunta struttura chimica simile alle palitossine 

precedentemente identificate, che sono state denominate ovatossine b, c, d, ed e, tuttavia 

presenti in concentrazioni inferiori rispetto alla ovatossina-a (Ciminiello et al., 2010). 

La PLTX è stata isolata per la prima volta dal corallo appartenente alla famiglia 

Zoanthidae, ordine Zoantharia e phylum Coelenterata (Moore and Scheuer, 1971), 

identificato successivamente come Palythoa toxica (Walsh and Bowers, 1971). La 

PLTX è stata isolata anche in altre specie come Palythoa tubercolosa, Palythoa 

mammilosa e Palythoa caribeaorum (Kimura and Hashimoto, 1973; Attaway and 
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Ciereszko, 1974; Beress et al., 1983). La sua struttura chimica è stata tuttavia elucidata 

solo 10 anni dopo da due gruppi indipendenti, uno del Professor Hirata in Giappone 

(Uemura et al., 1985), l’altro del Professor Moore a Honolulu negli Stati Uniti (Moore, 

1985). La molecola base della palitossina è costituita da una lunga catena alifatica 

parzialmente insatura contenente eteri ciclici, 64 centri chirali, 40-42 gruppi idrossilici e 

2 gruppi ammidici (Moore et al., 1981). Ad oggi sono conosciuti differenti analoghi 

della PLTX tra i quali pPLTX, ostreocina-d, le ovatossine (OVTX-a,b,c,d,e),  

omopalitossina, bisomopalitossina, neopalitossina, deossipalitossina e 42-

idrossipalitossina. La struttura chimica è stata caratterizzata solo per la PLTX (Cha et 

al., 1982), l’ostreocina-d (Ukena et al., 2001), per la 42-idrossipalitossina (Ciminiello et 

al., 2009) e recentemente anche per l’ovatossina-a (Ciminiello et al., 2012). La formula 

chimica della palitossina è C129H233N3O54 e contiene una catena continua di 115 (dei 

129 presenti) atomi di carbonio. La sua grandezza e la sua complessità la rende la più 

lunga catena di atomi di carbonio conosciuta che esiste in natura (Fig. 8A). 

 

 

 

 

Fig. 8. Struttura chimica della palitossina (A) e ovatossina-a (Ciminiello et al., 2012) (B). 
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La palitossina è una delle più potenti e letali tossine marine non proteiche conosciute. 

La cromatografia liquida con ionizzazione ad elettrospray, accoppiata alla spettrometria 

di massa (LC-ESI-MS/MS) hanno un grande potenziale per analisi rapide, sensibili e 

univoche in grado di rilevare la presenza di palitossina in campioni contaminati. Infatti 

la capacità dell’ESI di produrre frammenti carichi di molecole in condizioni blande ha 

consentito la rilevazione e quantificazione di un composto ad alto peso molecolare come 

la palitossina. I campioni di plancton raccolti lungo le coste genovesi durante i bloom 

del 2005 e 2006, così come le colture in laboratorio di O. ovata sono state analizzate 

evidenziando la presenza delle 2 tossine: pPLTX (C129H223N3O54) e OVTX-a 

(C129H223N3O52), che presenta quindi due atomi di ossigeno in meno della precedente 

(Fig. 8B). Sia nei campioni naturali che nelle colture la tossina di gran lunga più 

sintetizzata è l’OVTX-a, come confermato da Guerrini et al. (2010) in un ceppo 

tirrenico e in uno adriatico e recentemente in altri ceppi italiani (Pezzolesi et al., 2012; 

Ciminiello et al., 2012); inoltre, sorprendentemente, i due composti sono risultati essere 

prodotti dalle colture nello stesso rapporto che nei campioni naturali, con un contenuto 

di pPLTX e OVTX-a di 0.55 e 3.85 pg/cell, rispettivamente (Ciminiello et al., 2006, 

2008). Nessun’altra tra le ficotossine più comuni in Mediterraneo, come acido okadaico, 

spirolidi, azaspiracidi, yessotossine, tossine PSP e acido domoico (Ciminiello et al., 

2004, 2006), e nemmeno tra gli analoghi della palitossina prodotti da altre specie di 

Ostreopsis, come ostreocina-d (Usami et al., 1995; Ukena et al., 2002) e 

mascarenotossine (Lenoir et al., 2004) sono state riscontrate in O. ovata. Ulteriori 

indagini effettuate tramite LC-MS ad alta risoluzione (HR), oltre a confermare la 

presenza di piccole quantità di PLTX putativa e OVTX-a come maggiore componente, 

hanno rivelato la presenza di quattro nuovi composti simili alla palitossina: ovatossina-b 

(OVTX-b), ovatossina-c (OVTX-c), ovatossina-d (OVTX-d) ed ovatossina-e (OVTX-e) 

(Ciminiello et al., 2010). Rispetto all’OVTX-a, le nuove quattro molecole identificate 

possiedono rispettivamente: 

 OVTX-b: due atomi di carbonio, quattro atomi di idrogeno e un atomo di ossigeno 

in più; 

 OVTX-c: due atomi di carbonio, quattro atomi di idrogeno e due atomi di 

ossigeno in più; 

 OVTX-d e OVTX-e: un atomo di ossigeno in più. 

Tuttavia non può essere esclusa la sua sintesi anche da parte di altri organismi, compresi 

i batteri simbionti.  
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La caratteristica principale che riguarda il meccanismo di azione della PLTX è l’attività 

di emolisi ritardata, che può essere neutralizzata dalla ouabaina (Riobò et al., 2006). 

Studi recenti di citotossicità hanno messo in evidenza che la palitossina ha come sito di 

azione la pompa sodio/potassio ATP-dipendente (Na
+
/K

+
-ATPasi). Il meccanismo 

molecolare attraverso cui agisce sulle cellule di mammifero è un legame diretto con 

l'enzima di membrana NA
+
/K

+
-ATPasi, che determina un aumento della permeabilità 

ionica; a concentrazioni maggiori agisce anche sulle pompe ioniche della membrana 

cellulare, con influsso di Na
+
 e Ca

++
 ed efflusso di K

+
 e conseguente depolarizzazione 

(Habermann, 1989; Wu, 2009; Munday, 2011). La pompa Na
+
/K

+ 
ATPasi, presente 

sulla membrana plasmatica, controlla il volume cellulare e conferisce la proprietà di 

eccitarsi a cellule nervose e muscolari. Nel suo meccanismo d’azione, la palitossina 

agendo su tale pompa, darebbe il via ad una morte cellulare a cascata tipica del 

sovraccarico di Ca
++

 (Schilling et al., 2006). Pur non essendo considerata una emolisina, 

la palitossina causa lisi osmotica degli eritrociti, con distruzione della membrana 

cellulare e rilascio di emoglobina (Habermann et al, 1981; Malagoli, 2007). Gli effetti 

tossici prodotti sono una potente vasocostrizione, depressione della funzione cardiaca, 

ischemia e danno al miocardio, fibrillazione ventricolare e blocco cardiaco. Gli effetti di 

depolarizzazione di membrana sono evidenti anche negli eritrociti e nelle cellule degli 

altri tessuti eccitabili (muscoli scheletrici e lisci e tessuto nervoso). Da questi 

esperimenti, come detto in precedenza, è emerso che l’ouabaina, in dovuta 

concentrazione, sia in grado di legarsi alla subunità catalitica della pompa Na
+
/K

+
-

ATPasi, determinando l’inibizione dell’attività della tossina. 

La palitossina e i suoi analoghi sono implicati come detto in precedenza in eventi tossici 

per gli esseri umani dopo ingestione o inalazione. Per tale motivo diversi sono gli studi 

effettuati sulla tossicità di queste sostanze tramite varie vie di somministrazione negli 

animali. I primi studi hanno dimostrato che la PLTX è molto tossica per gli animali 

quando viene iniettata (Wiles et al., 1974), anche se risulta molto tossica per l’uomo per 

via orale. In considerazione dell’elevata tossicità la “European Food Safety Authority 

Panel on Contaminans in the Food Chain” ha recentemente emanato delle 

regolamentazioni per la PLTX, con un limite massimo di presenza nei molluschi di 30 

mg/Kg (EFSA, 2009). 

La tossicità della PLTX nei mammiferi è fortemente dipendente dalla via di 

somministrazione. La tossicità maggiore si osserva per endovena e si è visto che, una 

volta iniettata, provoca la morte in pochi minuti. Per iniezione intraperitoneale invece la 
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tossicità è minore rispetto alla precedente modalità, con valori di LD50 di 0,31-1,3 

mg/kg. Tossicità minori sono state osservate per somministrazione orale; infatti studi 

effettuati sul topo, con somministrazione della PLTX tramite sonda gastrica hanno 

evidenziato un LD50 superiore a 40 mg/kg. 

Da non sottovalutare è anche l’aspetto di promotore tumorale della PLTX. E’ stato 

osservato che nel topo può provocare un cancro alla pelle. Sarebbe interessante 

approfondire tale argomento per quanto riguarda l’uomo, ma i bassi livelli di 

esposizione a cui sono sottoposti gli esseri umani potrebbero da una parte aumentare il 

rischio di sviluppo del cancro ma dall’altra è difficile dirlo in quanto l’uomo è 

sottoposto sempre più ad altri promotori. Quindi tale attività è ancora messa in 

discussione (Munday, 2008). 

Permangono ancora molte lacune sulla PLTX. Studi futuri dovrebbero concentrarsi sulla 

tossicità della palitossina e dei suoi analoghi in modo da consentire una valutazione più 

precisa dei rischi per la salute umana e per avere una maggior informazione sui limiti di 

esposizione a queste sostanze e utilizzarle per dare vita a nuove normative. 

Ad oggi non ci sono regolamenti relativi alle tossine appartenenti al gruppo della 

palitossina nei pesci, sia nell’EU che in altre regioni del mondo. Durante il primo 

meeting del gruppo di lavoro sulla tossicologia del National Reference Laboratories 

(NRLs) per le biointossicazioni marine (Cesenatico, Italia, 24-25 Ottobre 2005), è stato 

proposto dalla “Community Reference Laboratory for Marine Biotoxins” un limite 

provvisorio di 250 μg/Kg per quanto riguarda i frutti di mare. Si conosce poco sulle 

reali conseguenze che queste tossine possono avere sulle comunità costiere nonostante 

gli intensi ed evidenti impatti biologici della palitossina (Riobò and Franco, 2011). 

Le indagini sull’architettura di questa complessa tossina non proteica, iniziate circa 

quarant’anni fa e tuttora in corso, sono rese difficoltose anche dalla scarsa disponibilità 

di composti puri; le tossine, ritrovandosi in organismi marini (e.g. microalghe) in 

piccole quantità e spesso assieme a miscele di analoghi, subiscono grandi perdite in 

termine di concentrazione durante la loro purificazione . Nonostante ciò, chiarire la loro 

struttura è un importante punto di inizio per studiare la loro attività biologica e per 

valutare il rischio reale sulla salute dell’uomo (Ciminiello et al., 2011). La disponibilità 

di OVTX-a pura, ad esempio, potrà consentire di studiarne la tossicità e preparare 

standard di riferimento da utilizzare in analisi di LC/MS quantitativa, oltre a chiarire le 

basi molecolari della bioattività di questa classe di composti tossici (Ciminiello et al., 

2012. 
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4. COSTITUENTI CELLULARI 

 

Ad oggi solo alcuni studi hanno rivolto l’attenzione alla variazione dei principali 

costituenti cellulari (e.g. polisaccaridi, lipidi, proteine) durante la crescita delle 

dinoflagellate e in particolare pochi riguardano nello specifico Ostreopsis ovata.  

In generale la formazione di bloom algali è stata associata alla disponibilità dei 

nutrienti, in particolare azoto e fosforo, e al rapporto N/P che intercorre nell’ambiente e 

che può favorire una specie algale al discapito delle altre. Per tale motivo diversi studi 

sono stati effettuati facendo crescere cellule algali in carenza di nutrienti per valutare le 

dinamiche di crescita e la variazione dei costituenti cellulari in microalghe soggette a 

particolari condizioni.  

In uno studio di Vanucci et al. (2012), ad esempio, vengono riportati gli effetti in 

condizioni limitanti di azoto (N) e fosforo (P) su crescita, dimensione delle cellule, 

biovolumi e produzione di tossine per un ceppo Adriatico di O. cf. ovata. Da questo 

studio è emerso come la limitazione di N si riflette sulla dimensione delle cellule, con 

una predominanza di organismi di dimensioni minori; mentre la carenza di P induce ad 

un aumento del volume cellulare per tutte le fasi della crescita. Inoltre in questo caso la 

limitazione di nutrienti ha inciso in modo negativo sul tasso di crescita. Questa 

relazione negativa la ritroviamo anche per la produzione di tossine, specialmente in 

carenza di N: un decremento nel contenuto cellulare di tossine del 53% e del 40% è 

stato infatti osservato rispettivamente in carenza di N e P. 

Cambiamenti nella produzione di alcuni costituenti cellulari sono stati osservati in O. 

ovata in risposta a variazioni di temperatura. In uno studio di Vidyarathna and Granèli 

(2012) è stato riportato come la tossicità delle cellule e la produzione di carboidrati da 

parte di O. ovata sia maggiore a livelli di temperatura ottimali per la crescita delle 

cellule. Infatti la coltura di O. ovata non accumula carboidrati ad ogni temperatura e, 

quando avviene, l’accumulo è più evidente nella fase stazionaria e di declino. Gli alti 

valori trovati per O. ovata (1.0 per 1.9 ng cell
-1

) a basse temperature (24-26 °C) sono 

confrontabili con quelli trovati per la dinoflagellata bentonica Prorocentrum lima (1.34 

ng cell
-1

) cresciuta a 20 °C (Vanucci et al., 2010). L’aumento nella produzione e 

l’accumulo di carboidrati come anche i tassi crescita ridotti potrebbero essere dovuti a 

un incremento nel rilascio di carboidrati extracellulari piuttosto che ad un incremento 

nelle riserve stesse (Liu and Buskey, 2000). Un pattern simile di elevato accumulo di 

carboidrati durante le fasi stazionaria e di declino è stato trovato in molte diatomee e 
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flagellate marine (Guillard and Wangersky, 1958; Guerrini et al., 1998; Liu and Buskey, 

2000; Wolfstein and Stal, 2002). Colture di Prymnesium parvum, ad esempio, 

accumulano carboidrati dieci volte di più durante la fase stazionaria rispetto a quella 

esponenziale (Guillard and Wangersky, 1958). Si è notato inoltre che il fitoplancton 

produce più polisaccaridi non quando ci sono meno nitrati e fosfati, ma quando c’è 

ancora carbonio presente per la fotosintesi (Myklestad, 1995). L’accumulo di materiale 

extracellulare rinvenuto nella coltura in fase stazionaria è dovuto al fatto che le cellule 

continuano a produrlo anche una volta cessata la crescita (Myklestad, 1977).  

I cambiamenti nel rapporto N:P hanno un notevole effetto anche per quanto riguarda la 

produzione di tossine da parte di Alexandrium fundyense (John and Flynn, 2010). 

L’effetto della limitazione di azoto e fosforo sulla crescita e sul contenuto della tossina 

PSP di A. fundyense è stata studiata in una serie di colture. Un aumento iniziale del 

rapporto N:P, mantenendo costante la concentrazione di N, porta a una diminuzione 

della densità cellulare massima e a un aumento nella dimensione delle cellule. Questo 

aumento di dimensioni in limitazione di P è comune nel fitoplancton (e.g. Latasa and 

Berdalet, 1994) ed è probabilmente dovuto al blocco del ciclo cellulare in G1 (Vaulot et 

al., 1996) poiché il fosforo è essenziale per la sintesi di DNA e RNA. L’optimum 

cellulare N:P però è probabilmente specie-specifico e sembra regolare la composizione 

del fitoplancton e la successione delle specie in mare. Il profilo della produzione di 

tossine rimane invece relativamente costante con nessuna differenza osservata durante 

la crescita o con differente rapporto N:P. In genere in condizioni bilanciate di nutrienti 

la produzione di tossine è spesso bassa, mentre una limitazione da P porta a bassi 

rapporti C/N e ad un aumento della dimensione cellulare, che sono condizioni 

favorevoli per la sintesi di metaboliti secondari ricchi in N (e.g. tossine PSP) con 

conseguente aumento delle tossine cellulari. In questo studio la più bassa 

concentrazione delle tossine viene osservata in fase esponenziale in condizioni di P 

limitante, ma in presenza di N, e un aumento della loro concentrazione in fase 

stazionaria quando le colture sono limitate sia da P che da N. In un altro studio (Flynn et 

al., 2011) viene riportata la relazione tra il cambiamento nel contenuto di tossine, 

biomassa e pigmenti nella dinoflagellata Alexandrium minutum sottoposta a condizione 

di stress da nutrienti, in particolare N e P. Durante la carenza di azoto le cellule di A. 

minutum hanno mostrato un declino significativo nel contenuto di tossine, suggerendo 

non solo l’arresto della sintesi ma anche un turnover attivo. Tuttavia sia Boyer et al. 

(1987) che Anderson et al. (1990) hanno riportato una maggior sintesi di tossine per 
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Alexandrium spp. in risposta a limitazione di fosforo, mentre non è stato trovato nessun 

riscontro di questo tipo per A. minutum.  
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SCOPO DELLA TESI 
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La proliferazione di microalghe in acque costiere fino al raggiungimento di densità 

cellulari molto elevate (e.g. 10
4
-10

5
 cell mL

-1
) è nota da molto tempo, ed inizialmente è 

stata descritta riferendosi alla colorazione assunta dalle acque stesse, dovuta al pigmento 

dominante nella microalga responsabile dell’evento. Tale fenomeno sembra essersi 

intensificato negli ultimi decenni, sia per la maggiore frequenza temporale, sia per la 

maggiore diffusione geografica, non più limitata alle sole zone tropicali (Anderson, 

1989; Smayda, 1989; Hallagraeff, 1993, 1995), ma anche per la maggiore attenzione al 

problema, che ha portato a una più attenta e frequente attività di monitoraggio. 

L'aumento del fenomeno è probabilmente legato ad una maggiore pressione antropica: 

infatti, la proliferazione si verifica prevalentemente nelle zone costiere, dove è 

sviluppata l’attività antropica legata sia la turismo che all’acquacoltura. Per tale motivo, 

vari Paesi industrializzati hanno dedicato al problema un'attenzione crescente, attraverso 

monitoraggi e controlli sistematici per verificare lo stato di salute dell'ambiente marino-

costiero. 

La proliferazione delle microalghe marine, condizionata anche dalle caratteristiche 

chimico-fisiche e idrodinamiche del corpo idrico, dalla temperatura e dalla luce, può 

indurre alterazioni ambientali con danni anche gravi all'ecosistema. Inoltre, le 

condizioni ipossiche e lo sviluppo di idrogeno solforato e ammoniaca, che spesso 

accompagnano la necrosi delle cellule a fine fioritura, possono essere responsabili di 

morie di fauna marina (pesci, molluschi bivalvi e crostacei). Dal punto di vista sanitario 

la rilevanza del fenomeno risiede nella capacità di alcune microalghe di produrre tossine 

(responsabili ad esempio di sindromi quali PSP, DSP, NSP, ASP), che possono 

accumularsi in molluschi e altri prodotti ittici abitualmente consumati dall'uomo. Il 

potenziale rischio per la salute umana associato alla presenza nella dieta di prodotti ittici 

contaminati merita un’attenta valutazione da parte delle autorità sanitarie. 

Per quanto riguarda l'uso ricreazionale delle acque marine, sono stati riportati disturbi 

respiratori dovuti ad inalazione di aerosol contenente frammenti di cellule di alghe 

marine e/o tossine: l'esempio più studiato è quello delle “red tides” nel Golfo del 

Messico, associate alla proliferazione di Karenia brevis, produttrice di brevitossine, ma 

dobbiamo ricordare anche il caso di intossicazione avvenuto nel 2005 nel bacino del 

Mediterraneo lungo le coste liguri a causa di una fioritura di Ostreopsis ovata. 

L'intensificazione del fenomeno e il risvolto sanitario hanno indotto anche 

l'Organizzazione Mondiale della Sanità (Oms) ad occuparsi della problematica 

nell'ambito delle “Guidelines for Safe Recreational Water Environments”  del 2003, 



 

 

44 

nella quale vengono presi in considerazione gli agenti che potrebbero avere un ruolo 

nella trasmissione di patologie all'uomo. Nonostante ciò al problema delle microalghe 

bentoniche  ancora oggi viene riservata una scarsa attenzione. 

Negli ultimi 10 anni, episodi di fioriture algali causate da specie potenzialmente 

tossiche sono state segnalate ripetutamente lungo le coste italiane. Tuttavia ad una 

specie in particolare sono stati associati i casi più gravi di contaminazione delle acque 

marine per i risvolti sanitari osservati: l'alga bentonica O. ovata.  

Lo scopo di questo lavoro di tesi è perciò quello di valutare attraverso colture allestite in 

laboratorio la crescita di O. ovata, una delle microalghe tossiche che negli ultimi anni è 

stata maggiormente responsabile degli effetti nocivi nei confronti dell’uomo e 

dell’ecosistema in diverse aree costiere tropicali e temperate. Su questa microalga sono 

stati condotti ancora pochi studi per chiarire le dinamiche di formazione dei bloom e la 

variabilità nella loro tossicità e/o nelle caratteristiche ambientali in cui avviene la 

proliferazione. In particolare in questo lavoro si è cercato di analizzare un aspetto non 

ancora studiato per questa microalga, cioè come varia la produzione dei componenti 

cellulari durante la crescita e in quale proporzione, e se intercorre una relazione con la 

produzione di tossine e con l’assorbimento dei nutrienti nelle diverse fasi di crescita. Le 

tossine prodotte, che appartengono alla famiglia delle palitossine, sono infatti 

polichetidi molto complessi con un alto peso molecolare (~2700 Da), e richiedono 

perciò un dispendio energetico elevato da parte della cellula per la loro biosintesi. 

Risulta perciò interessante valutare le relazioni che intercorrono durante la crescita tra le 

varie componenti biochimiche cellulari. 

E’ stata utilizzata una coltura di un ceppo di Ostreopsis cf. ovata (00AB0801), isolata 

da una popolazione proveniente dal Mare Adriatico, nello specifico dalla zona di Bari. 

Sono state preparate tre repliche della stessa coltura, mantenute alle stesse condizioni, 

per avere un maggior confronto tra i dati ottenuti. E’ stato utilizzato il metodo delle 

colture “batch”, che prevede l’inoculo delle cellule algali in una determinata quantità di 

terreno di coltura, senza più aggiungere nutrienti fino alla fase stazionaria e/o di declino. 

Il controllo delle varie fasi di crescita viene effettuato tramite prelievi periodici (con 

frequenza di 1-3 giorni) ed esecuzione di prove volte a verificare la relazione che 

intercorre tra crescita, produzione di tossine e variazione dei principali componenti 

cellulari. Le colture sono state portate avanti per un periodo della durata di circa cinque 

settimane e, al termine dell’esperimento, si è proceduto con l’analisi dei campioni 

conservati.  
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MATERIALI E METODI 
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5. COLTURE ALGALI BATCH 

 

Per preparare le colture vengono presi piccoli volumi di un campione contenente l’alga 

d’interesse e vengono fatti degli inoculi in beute contenenti il terreno di coltura adatto 

per quella specie considerata. In queste colture, anche dette colture “batch”, è possibile 

seguire l’andamento della crescita dell’alga dal giorno dell’inoculo, indicato come 

“giorno 0”, fino alla fase di declino, osservando tutte le fasi di accrescimento. 

Il lavoro condotto nel corso della tesi è stato effettuato su un ceppo di Ostreopsis cf. 

ovata (codice 00AB0801) proveniente dalla zona di Bari (Puglia, Italia) e isolato nel 

2008. 

Le cellule erano state isolate precedentemente con il metodo della micropipetta 

(Hoshaw and Rosowski, 1973). La cellula algale d’interesse viene prelevata da una 

goccia di campione d’acqua di mare con una pipetta pasteur in vetro, con punta 

assottigliata e trasferita all’interno di un pozzetto di una piastra multiwell sterile 

contenente acqua di mare sterile, arricchita con una parte di terreno di coltura. In seguito 

la piastra viene messa in camera di coltura a 20 ± 2°C, sottoposta ad un ciclo luce:buio 

16:8 h e ad un’intensità di circa 90-100 mol fotoni m
-2

 s
-1

. Una volta che l’alga si è 

divisa e il campione ha raggiunto densità cellulari adeguate, viene trasferito in 

contenitori più grandi, viene aggiunto il mezzo di coltura e viene posto nelle medesime 

condizioni di crescita (Fig. 9). 

 

 

Fig. 9. Colture algali batch. 
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5.1 PREPARAZIONE DEL TERRENO E INOCULO 

 

Il mezzo di coltura utilizzato si prepara partendo da acqua di mare oligotrofica, 

gentilmente fornita dal Centro Ricerche Marine di Cesenatico, prelevata in superficie, 

10 miglia marine al largo di Cesenatico (Forlì-Cesena, Italia), che viene fatta 

invecchiare per alcuni mesi al buio. L’acqua viene poi opportunamente filtrata con un 

sistema di filtrazione a vuoto, utilizzando filtri in microfibra di vetro GF/C 

WHATMAN (diametro 90 mm, porosità 1.2 m). Utilizzando un rifrattometro, viene 

misurata la salinità, che nel caso delle nostre colture deve corrispondere ad un valore 35 

psu (se non corrisponde va portato a questo valore con opportuna diluizione con acqua 

distillata), ovvero un valore prossimo a quello misurato in mare al momento del 

prelievo del campione naturale, dal quale sono state poi isolate le nostre cellule algali. 

La formula che viene utilizzata per effettuare la correzione della salinità è la seguente: 

Vi (acqua di mare)*Si = Vf (terreno di coltura)*Sf 

Dove: 

 Vi: volume di acqua di partenza; 

 Vf: volume finale di terreno che si vuole ottenere; 

 Si: salinità iniziale; 

 Sf: salinità finale.  

La quantità di acqua di mare viene quindi portata ad un volume di 2 litri con acqua 

distillata e poi, deve essere sterilizzata in autoclave con un ciclo a 120°C per 20 minuti, 

alla pressione di 1 atm. Infine per preparare i mezzi di coltura occorre aggiungere 

all’acqua sterilizzata i nutrienti necessari in determinati quantitativi, prelevandoli da 

soluzioni stock sterili. Per evitare di contaminare il mezzo di coltura, tutte le operazioni 

vengono eseguite sotto cappa sterile. 

Il terreno solitamente utilizzato per studi condotti su Ostreopsis cf. ovata è denominato 

f(N/10, P/10)+Se, il quale si ottiene diluendo di 5 volte i quantitativi di nutrienti (nitrati 

e fosfati) del terreno f/2 e aggiungendo selenio ([Se]=1*10
-8

 M). 

Di seguito sono riportate in tabella le concentrazioni di nutrienti impiegate per la 

preparazione del terreno f/2 (Guillard and Ryther, 1962) (Tab. 1, 2) 
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COMPONENTI TERRENO F(N10P10) 

ELEMENTI IN TRACCIA + EDTA (stock 1) 1000 μL/litro 

HEPES (23g/100mL) 1000 μL/litro 

NaNO3 (15g/200mL) 200 μL/litro 

NaH2PO4 (1g/200mL) 200 μL/litro 

VITAMINE (stock 2) 500 μL/litro 

 

Tab. 1. Composizione del terreno di coltura F (N/10, P/10)+Se. 

 

MICRONUTRIENTI SOLUZIONI 

MADRI (g L
-1

) 

AGGIUNTA IN 

1 L 

CONCENTRAZIONE 

FINALE (M) 

FeCl36H2O  3.15 g 1.17 x 10
-5 

Na2 EDTA 2H2O  4.36 g 1.17 x 10
-5

 

MnCl24H2O 180.0 1 mL 9.10 x 10
-7 

ZnSO47H2O 22.0 1 mL 7.65 x 10
-8 

CoCl26H2O 10.0 1 mL 4.20 x 10
-8 

CuSO45H2O 9.8 1 mL 3.93 x 10
-8 

Na2MoO42H2O 6.3 1 mL 2.6 x 10
-8 

 

Tab. 2A. Soluzione stock 1 di metalli in traccia per il terreno f/2. 

 

VITAMINE SOLUZIONI 

MADRI (g L
-1

) 

AGGIUNTA IN  

1 L 

CONCENTRAZIONE 

FINALE (M) 

TIAMINA - 200 mg 2.96 x 10
-7 

BIOTINA 1.0 1 mL 2.05 x 10
-9 

B12 1.0 1 mL 3.69 x 10
-10 

 

Tab. 2B. Soluzione stock 2 di vitamine per il terreno f/2. 

 

Per terminare questa fase il terreno viene suddiviso all’interno di beute in determinate 

aliquote (a seconda del disegno sperimentale) e si procede effettuando l’inoculo di 

cellule algali in modo tale che la quantità iniziale di cellule nella coltura sia di circa 300 

cell/mL. 
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5.2 DESCRIZIONE E ALLESTIMENTO DELL'ESPERIMENTO 

 

Lo scopo di questo lavoro è valutare la relazione tra la crescita, la produzione di tossine 

e le variazioni dei principali componenti cellulari in O. cf. ovata. Prima di stabilire i 

volumi di coltura da analizzare e le metodiche da utilizzare sono state effettuate prove 

preliminari sullo stesso ceppo algale, che hanno permesso di ottimizzare i metodi di 

analisi. Per l’esperimento finale, sono state preparate 6 beute da 3 L contenenti 2.5 L di 

coltura, utilizzando un inoculo da una coltura madre di circa 7 giorni, cresciuta alle 

stesse condizioni di luce, temperature e nutrienti. Per ogni beuta è stato aggiunto un 

volume di coltura pari a 345 mL e 2155 mL di terreno da una bottiglia di 10 L, in modo 

da effettuare l’inoculo dallo stesso contenitore per tutte le 6 beute. Le beute sono state 

posizionate nella camera algale ad una temperatura di 20°C, e i valori di luce a cui le 

stesse sono state esposte, misurati in momenti diversi in prossimità delle beute per tutto 

il periodo di studio, avevano un range compreso tra 100-140  mol fotoni m
-2

 s
-1

. La 

salinità all’interno delle beute, come detto in precedenza, aveva un valore 

corrispondente a 35 psu. I prelievi sono stati effettuati in giorni prestabiliti così come le 

aliquote di coltura da prelevare per le diverse analisi (Tab.3) 
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0 1 2 5 7 9 12 15 21 27 35 

TOSSINE 

 

 

 100 100 100 100 100 100 100 100 100 200 

NUTRIENTI 

 

 

 50 50 50 50 100 100 150 150 150  

PROTEINE E 

POLISACCARIDI 

EXTRA 

 25 25 25 25 25 25 25 25 25 25 

FOSFATI 

INTRACELLUARI 

 

   25 25 25 25 25 25 25 25 

PAM 

 

 

 15 15 5 5 5 5 5 5 5  

CHN 

 

 

   50 50 50 50 50 50 50 50 

CONTEGGI E 

BIOVOLUMI 

 

10 10 10 10 50 50 50 50 50 50 50 

POLISACCARIDI 

 

 

 25 25 25 25 25 25 25 25 25 25 

LIPIDI 

 

 

 100   100  100  100  100 

CLOROFILLA 

 

 

 10  10 10  10 10 10 10 10 

BATTERI 

 

 

12 12 12 12 12 12 12 12 12 12 12 

 

Tab. 3. Tabella riassuntiva delle analisi e dei prelievi effettuati per singolo giorno (unità del prelievo 

espressa in mL). 
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6. VALUTAZIONE DELLA CRESCITA: CONTEGGI, CURVA DI 

CRESCITA E BIOVOLUMI 

 

Da ogni beuta è stata prelevata un’aliquota tra i 10 e i 50 mL di coltura in giorni 

prestabiliti, in modo da coprire l’intera fase di crescita della nostra microalga. In seguito 

sono state aggiunte alcune gocce di un particolare fissativo a base di iodio-ioduro, il 

LUGOL, in alcuni casi acidificato tramite HCl (concentrazione finale 4 mM) per poter 

limitare le aggregazioni cellulari tipiche di O. cf. ovata e, consentire un conteggio 

corretto delle cellule.  

La conta delle microalghe è stata effettuata prelevando 1 mL del campione algale 

trattato come precedentemente descritto ed è stato posto in un pozzetto circolare per la 

sedimentazione. Dopo circa 5-10 minuti (tempo adeguato per consentire la 

sedimentazione ma evitare l’aggregazione delle cellule al centro del pozzetto), è stato 

effettuato il conteggio. Per poter osservare e quantificare il campione è stato utilizzato il 

microscopio rovesciato (modello Axiovert 100 ZEISS) con ingrandimento 320x. 

Nelle prove preliminari i conteggi sono stati eseguiti sia con il metodo della strisciata 

che con quello per campi. Nel primo metodo si contano le cellule algali sedimentate che 

si trovano comprese in un rettangolo che ha come dimensioni: 

 il diametro del campo inquadrato dall'oculare (a); 

 il diametro del pozzetto o della camera di sedimentazione (b). 

Nei nostri esperimenti abbiamo contato le cellule algali almeno lungo quattro diametri 

del pozzetto; per avere una maggior precisione sono state fatte 3 repliche ognuna di 4 

strisciate. Dopo aver fatto ciò, si è calcolata la media delle alghe contate nei diversi 

diametri, moltiplicata per un fattore di correzione (F) (e.g. valore di 30.4 o 32.5 a 

seconda del microscopio), ottenendo così il numero di cellule algali presenti in un 

millilitro di coltura. Il fattore F è calcolato in base al rapporto tra l'area della camera di 

sedimentazione/pozzetto e l'area del rettangolo (a x b) calcolato nel seguente modo: il 

diametro della camera di sedimentazione misura 24 mm, quindi l’area di tale camera 

misura 452.16 mm
2
; utilizzando l’ingrandimento 320x il rettangolo ha le seguenti 

dimensioni:  

 lato b = diametro della camera (24 mm);  

 lato a = 0.62 mm; 

   perciò l’area risulta  14.88 mm
2
.  
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Il fattore di moltiplicazione è dato dal rapporto tra le due aree: F = 452.16/14.88 = 30.4. 

Nel secondo caso, in cui si effettua il conteggio per campi, ci si muove invece in 

maniera random all’interno del pozzetto, contando le cellule che sono presenti nell’area 

scelta e cercando di selezionare i campi all’interno di tutto il pozzetto. I confronti fatti a 

posteriori sui dati ottenuti da entrambe i metodi, non hanno mostrato differenze 

significative e per tale motivo si è potuto scegliere tra una delle due metodologie, 

privilegiando per comodità il metodo della strisciata, ma adottando alcune accortezze 

(e.g. controllo della mancata aggregazione di cellule) per evitare errori. 
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6.1 CURVA DI CRESCITA 

 

L’andamento tipico della crescita del fitoplancton presenta un andamento sigmoidale, 

che comporta quattro fasi (Fig. 10): 

 

Fig. 10. Esempio di curva di crescita. 

 

 Fase lag: l’alga si adatta al nuovo ambiente che la circonda, per cui non vi è 

aumento del numero di cellule. La sua durata è variabile, a seconda delle 

dimensioni dell’inoculo, delle condizioni fisiologiche della cellula algale e delle 

condizioni di coltura. 

 Fase esponenziale: si ha una rapida crescita cellulare con andamento logaritmico 

ed è rappresentata dal tratto di curva con pendenza maggiore.  

 Fase stazionaria: diminuisce il tasso di crescita della coltura, in conseguenza 

all’esaurimento dei nutrienti. Il numero di cellule rimane pressoché costante e la 

fase può avere durata variabile. 

 Fase di declino o di morte della coltura: i nutrienti si esauriscono sempre di più, e 

le cellule cominciano a morire, si lisano ed il loro numero totale diminuisce 

progressivamente. 

 

E’ possibile calcolare la velocità di crescita specifica prendendo due punti della curva di 

crescita durante la fase esponenziale (quando la curva mostra la massima pendenza). 

Durante la crescita esponenziale la velocità di aumento delle cellule è proporzionale al 

numero di cellule presente nella coltura all’inizio di ogni unità di tempo: 

dN/dt = rN 

dove r (chiamato anche ) rappresenta l’unità di incremento ed è la velocità di crescita 
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intrinseca o specifica o anche detta parametro di Malthus (growth rate). L’unità di 

misura è il day
-1

. 

Una popolazione che cresce secondo la precedente equazione, aumenta in maniera 

esponenziale senza un limite superiore. Risolvendo l’equazione si ottiene: 

Nt = N0e
rt
 

da cui: 

ln N
t 
= rt + ln N0 

In questo modo otteniamo l’equazione di una linea retta (y = ax + b) la cui pendenza è 

data dalla velocità di crescita. A questo punto possiamo calcolare r utilizzando i 

logaritmi naturali del numero di individui. Risolvendo per r si ottiene:  

r = ln (Nt/N0)/∆t 
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6.2 BIOVOLUMI 

 

Le misure per il calcolo dei volumi cellulari sono state eseguite tramite software per 

analisi di immagine (Nis Elements BR 2.20) e fotocamera digitale collegata al 

microscopio rovesciato.  

Per valutare la forma delle cellule, quest’ultime sono state approssimate a forme 

geometriche, in particolare per O. ovata viene utilizzata quella di un ellissoide (Sun and 

Liu, 2003). Questo solido geometrico è caratterizzato tra tre assi di diversa lunghezza (a, 

b, c), il cui volume viene calcolato secondo la seguente formula: 

V = (π/6)*a*b*c 

Per ogni giorno e per ogni singola replica sono state registrate una serie di misure (Fig. 

11) (solitamente venivano analizzate circa 50 cellule per campione): 

 (a) Diametro dorso-ventrale DV; 

 (b) Larghezza W; 

 (c) Diametro antero-posteriore AP. 

Per ogni parametro si è poi calcolata la media e la rispettiva deviazione standard. 

Questo ci ha permesso di calcolare i biovolumi medi e di rapportarli alle abbondanze 

cellulari per avere un’analisi più precisa dello stato della nostra coltura. 

 

     

Fig. 11. Esempio di cellula di O. cf. ovata utilizzata per il calcolo dei biovolumi. DV: diametro dorso-

ventrale; W: larghezza; AP: diametro antero-posteriore. 
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6.3 METODO DELLA DETERMINAZIONE DELLA CLOROFILLA  

 

In ambienti acquatici la misura della clorofilla a (Chl-a) è utilizzata come indicatore di 

biomassa autotrofa in quanto rappresenta il pigmento indispensabile per il processo di 

fotosintesi per tutti gli organismi autotrofi. La clorofilla costituisce in media l’1-2% del 

peso secco della sostanza organica delle alghe. Dalla misura della clorofilla è così 

possibile risalire al contenuto di sostanza organica utilizzando appositi fattori di 

conversione. Tuttavia è da considerare che il rapporto tra carbonio organico e la 

clorofilla varia tra le specie, in funzione delle diverse condizioni fisiologiche ed 

ambientali. 

Il metodo spettrofotometrico permette di determinare le concentrazioni della clorofilla a 

e si basa sulla proprietà della clorofilla di assorbire la luce nella zona del rosso dello 

spettro visibile (Manuale ISPRA, Metodologie di studio del plankton marino).Per 

effettuare le analisi,  è stato centrifugato un volume di coltura di 10 mL a 5000 rpm, a 

4°C per 15 min. Una volta rimosso il sopranatante, sono stati aggiunti 3 mL di acetone 

al 90% (conservato a 4°C), omogeneizzato il campione e poi agitato tramite vortex per 

pochi secondi. La provetta con la sospensione ottenuta è stata tappata e posta a 4°C al 

buio per 20-24 ore per completare l’estrazione del pigmento. Passato il tempo 

necessario le provette sono state centrifugate per 10 minuti a 3000 rpm. Dopo la 

centrifugazione finale dell’estratto il sovranatante è stato prelevato tramite pipetta e 

messo nelle celle dello spettrofotometro per procedere con le letture a 665 e 750 nm.  

Per determinare l’assorbanza netta dell’estratto si è utilizzata la formula seguente: 

Abs (665a) = (Abs 665c – Abs 665b) – (Abs 750c – Abs 750b) 

dove: Abs 665c: densità ottica del campione a 665 nm; 

          Abs 665b: densità ottica del bianco a 665 nm; 

          Abs 750c: densità ottica del campione a 750 nm; 

          Abs 750b: assorbanza del bianco a 750 nm. 

 

Successivamente le concentrazioni di clorofilla a (Chl-a) sono state calcolate applicando 

la seguente formula: 
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Chl-a (μg L
-1

) = 26,73*(Abs 665c)*v*10
3
/(co*V) 

 

dove: A (665c): densità ottica netta del campione a 665 nm; 

          co: cammino ottico della celletta (cm); 

          v: volume dell’estratto (mL); 

          V: volume del campione estratto (mL). 
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7. NUTRIENTI 

 

Per effettuare le analisi dei nutrienti (fosfati e nitrati) sono stati prelevati dai 50 ai 150 

mL di coltura che sono stati filtrati con filtri GF/F (diametro 47 mm, porosità 0.7 m) 

per gravità o con poco vuoto (per non portare le cellule alla rottura) e raccolti in tubi o 

bottiglie di plastica, (precedentemente lavati con acido cloridrico), e conservati a -20°C 

fino all’analisi. Le analisi sono state effettuate con metodiche tradizionali (Strickland & 

Parsons, 1968). 

 

7.1 ANALISI NITRATI 

 

Prima di procedere all’analisi dei nitrati, sono state riattivare le colonnine di cadmio 

metallico ramato che permettono di far avvenire la reazione di riduzione dei nitrati a 

nitriti, i quali si determinano poi usando una metodica colorimetrica. (Fig. 12). 

 

 

Fig. 12. Colonnine per la determinazione dei nitrati. 

 

Per l’analisi dei nitrati, i campione prelevati e filtrati sono stati diluiti con acqua di mare 

sintetica fino ad un volume di 100 ml. Oltre ai campioni è stato preparato anche un 

bianco costituito esclusivamente da acqua di mare sintetica e uno standard, costituito da 

100 μL di soluzione standard di nitrato (N-NO3 140 mg/L) portato a un volume di 100 

mL con acqua di mare sintetica. A questo punto vengono aggiunti ai campioni, allo 

standard e al bianco 2 mL di cloruro di ammonio concentrato (NH4Cl) al 25% (m/V). 

Successivamente i campioni vengono fatti passare all’interno della colonnina (dove 
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precedentemente sono stati fatti passare ~200 mL di cloruro di ammonio diluito allo 

0,625% (m/V) e ~200 mL di acqua distillata per il lavaggio della stessa).  

Nel passaggio attraverso la colonna di riduzione i primi 45 mL vengono scartati, mentre 

i successivi 50 mL vengono raccolti in matracci di vetro da 50 mL di capacità. A questi 

ultimi vengono aggiunti 2 mL di soluzione SA (solfanilammide all’1%) e dopo 3 

minuti, 1 mL di soluzione NEDA (naftiletilendiammina allo 0,1%). Si attende un tempo 

di 15 minuti, necessario per far avvenire la reazione colorimetrica (Fig. 13), dopo di che 

si misura l’assorbanza della soluzione allo spettrofotometro ad una lunghezza d’onda 

corrispondente a 543 nm, contro acqua distillata. Per la determinazione dei nitrati, 

occorre sottrarre al valore di assorbanza ottenuto per lo standard il rispettivo valore del 

bianco e procedere alla determinazione del fattore F: 

 

F = conc st (N-NO3 0,14 mg/L)/(abs(st) – abs(bianco)) 

 

Calcolo del fattore F per la determinazione dell'efficienza della colonnina (può disattivarsi dopo varie 

analisi o se resta inoperosa per molto tempo). 

 

F dovrebbe avere un valore compreso tra 0.31 (che rappresenta un’efficienza del 100%) 

e 0.37 (efficienza dell’84%). Dopo il calcolo del fattore F la concentrazione dei nitrati si 

ottiene nel seguente modo: 

 

 N-NO3 (mg/L) = F·[abs(c) - abs(bianco)]·100/V 

F = fattore, abs (c) = assorbanza del campione abs (bianco) = assorbanza del bianco, V = è il volume in 

ml di acqua in esame prelevata per l'analisi. 

 

 

Fig. 13. Reazione colorimetrica per l’analisi dei nitrati. 
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7.2 ANALISI FOSFATI 

 

Per la determinazione del fosforo reattivo, vengono usati 50 mL di acqua distillata per il 

bianco, e 50 mL di campione (precedentemente filtrato) in cilindri graduati della 

capacità di 50 mL. Il metodo si basa sulla formazione di un complesso fosfomolibdico 

di colore blu la cui concentrazione viene misurata per via colorimetrica. Viene preparato 

un reattivo misto contenente una miscela di soluzioni rispettivamente in un rapporto 

2:5:2:1, ossia: una soluzione di molibdato ammonico ((NH4)4Mo7O24*4H20) (0.03 g/mL 

in acqua distillata), una soluzione di acido solforico (H2SO4) (140 mL di acido al 96% 

in 1 L di H2O distillata), una soluzione di acido ascorbico (C6H8O6) (0.054 g/mL in H20 

distillata) e una di tartrato di potassio e antimonile (K(SbO)C4H4O6) (1.36 mg/mL in 

H2O distillata). I campioni vengono fatti reagire con il reattivo misto, aggiungendo 5 

mL di quest’ultimo in ogni cilindro, che viene infine sigillato con parafilm e agitato. 

Dopo 10 minuti la reazione tra il campione e  il reattivo misto fa si che il campione 

assuma una colorazione blu (Fig.14), la cui intensità varia in maniera direttamente 

proporzionale alla concentrazione di fosfati presenti. Si procede con l’analisi facendo le 

letture allo spettrofotometro ad una lunghezza d’onda di 885 nm. Per fare le letture si 

effettua l’autozero con acqua distillata, si procede poi alla lettura dei campioni partendo 

prima con il bianco e poi con i campioni ed effettuando la lettura a 885 nm. La 

quantificazione viene fatta utilizzando una curva di calibrazione ottenuta con 

concentrazioni diverse di uno standard (KH2PO4) in un range da 0-0.456 g/mL di P-

PO4.  

 

 

Fig. 14. Reazione colorimetrica per l’analisi dei fosfati. 
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8. DETERMINAZIONE QUALI-QUANTITATIVA DELLE TOSSINE 

 

Sono stati prelevati nei diversi giorni 100-200 mL di coltura. Questi sono stati filtrati 

utilizzando filtri GF/F (diametro 47 mm, porosità 0.7 m) per gravità o con poco vuoto 

(per non rompere le cellule). Il filtrato è stato raccolto in bottiglie che sono state 

conservate a -20°C, mentre il filtro è stato piegato a metà, avvolto con alluminio e 

conservato a -80°C. Questo procedimento è stato ripetuto per tutte e tre le repliche nelle 

varie giornate. 

I filtri, conservati a -80°C per un determinato periodo di tempo, sono stati in seguito 

estratti andando a spezzettarli e ponendoli all’interno di un tubo da centrifuga, a cui 

sono stati aggiunti 1-1.5 ml, a seconda del campione e della corrispettiva concentrazione 

cellulare, di una soluzione metanolo/acqua (CH3OH/H2O) 1:1. Il tutto è stato sonicato 

per 3 min (sonicatore Sonicator, modello XL), in seguito centrifugato a 12000 rpm per 

15 min a 4°C (centrifuga Beckman, modello J2-HS); il sopranatante è stato quindi 

raccolto in un vial di vetro. La procedura descritta è stata ripetuta altre due volte 

aggiungendo ad ogni ciclo 0.5-1.5 ml della soluzione metanolo/acqua 1:1. Per terminare 

la procedura, il sovranatante è stato portato con la stessa soluzione ad un volume finale 

variabile da 1.2 a 5 ml, sempre in base alla densità cellulare nel campione, e conservato 

a 4°C. 

La determinazione quali-quantitativa delle tossine negli estratti algali è stata eseguita 

presso il Dipartimento di Chimica delle sostanze naturali dell’Università Federico II di 

Napoli tramite cromatografia liquida associata alla spettrometria di massa (LC-MS/MS) 

(Ciminiello et al. 2010).  
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9. DETERMINAZIONE DELLE PROTEINE CON IL METODO DEL 

LOWRY  

 

Questo metodo è basato su una reazione colorimetrica data dal reattivo di Folin 

(fosfomolibdato, fosfotungstato, sali rameici) con gli aminoacidi che contengono anelli 

aromatici. La determinazione quantitativa viene effettuata attraverso la lettura del 

composto colorato allo spettrofotometro a 750 nm, facendo riferimento ad una curva di 

taratura costituita utilizzando quantità note di albumina bovina (BSA) come standard. 

Nelle prove preliminari sono state effettuate letture anche a 660 nm (lunghezza d’onda 

suggerita in alcuni lavori in letteratura), ma non ci sono state differenze significative nei 

risultati. 

Una volta prelevati i campioni, sono stati centrifugati 25 mL di coltura a 5000 rpm, a 

4°C per 15 minuti. Dopo la centrifugazione sono stati rimossi 16-20 mL di sovranatante 

e conservati a -20°C (utilizzati successivamente per l’analisi dei polisaccaridi 

extracellulari); la restante coltura concentrata è stata travasata in tubi da 10 mL i quali 

sono stati  nuovamente centrifugati a 5000 rpm, a 4°C per 15 minuti. A questo punto è 

stato rimosso il sovranatante e i campioni sono stati conservati a -80°C. Quando i 

campioni sono stati ripresi per effettuare l’analisi, il pellet è stato risospeso aggiungendo 

1 mL NaOH 0.1 M. A questo punto il campione è stato omogenizzato con il sonicatore 

tramite cicli da 15-20 secondi in ghiaccio per un totale di 1 minuto.  

Le soluzioni utilizzate per la determinazione delle proteine sono: 

1. 5 g Na2CO3 in 50 mL di NaOH 0.5 M 

2. 0,5 g Na,K tartrato in 50 mL di H2O 

3. 50 mg di CuSO4 in 10 mL della precedente soluzione (2). 

Inoltre sono state preparate al momento delle analisi altre due soluzioni: 

 Soluzione A: composta dalla soluzione 1 e dalla soluzione 3 in rapporto 10:1; 

 Soluzione B: composta da Folin Ciocalteu e H2O in rapporto 1:9. 

Per la curva di taratura è stata preparata una soluzione stock di albumina bovina 2 

mg/ml. Questa è stata diluita in serie (con NaOH 0,1 M), testando un range che va da 0 

a 0.9 mg/ml. 

In ogni campione/standard è stato aggiunto 1 mL di soluzione A, è stato agitato con il 

vortex e fatto riposare per 10 minuti; in seguito sono stati aggiunti 3 mL di soluzione B, 
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è stato agitato e fatto riposare per 30 min, per poi procedere alle letture a una lunghezza 

d’onda di 750 nm (Fig.15). 

 

 

Fig. 15. Reazione colorimetrica per l’analisi delle proteine. 
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10. ESTRAZIONE DEI POLISACCARIDI  

 

Per l’estrazione dei polisaccaridi è stato utilizzato il metodo di Myklestad. Sono stati 

prelevati 15 mL di coltura (nel caso dei polisaccaridi totali) e di sovranatante ottenuto 

dalla centrifugazione effettuata per l’analisi delle proteine (nel caso dei polisaccaridi 

extracellulari) e sono stati messi in tubi da centrifuga (precedentemente lavati con 

etanolo). A sono stati aggiunti 2 volumi di etanolo assoluto per poi conservarli a -20°C 

per 24 ore. Passate le 24 ore e ripresi i tubi sono stati messi in centrifuga a 4°C a 6000 

rpm per 25 minuti. Terminata la centrifugazione è stato eliminato il sovranatante, 

asciugato il pellet ottenuto e si è aggiunto 1 mL di acido solforico all’80%. I campioni 

così preparati sono stati lasciati per 20 ore a 20°C. Il campione è stato in seguito diluito 

aggiungendo 4-5 mL di acqua distillata. 

A questo punto siamo passati alla determinazione dei polisaccaridi seguendo il metodo 

stabilito da Dubois. Questo metodo è basato sul fatto che gli zuccheri in presenza di 

acidi concentrati formano dei composti ciclici detti furfurali. I furfurali condensano con 

i fenoli dando prodotti colorati. 

Vengono utilizzati come reagenti il fenolo all’80% e l’H2SO4 concentrato. Per le 

quantificazioni è stata fatta una curva di taratura con concentrazioni di glucosio in un 

range da 0-62.5 μg/mL.  

La misura viene effettuata su un campione di 2 mL, pertanto vengono prelevati 2 mL 

dal campione precedentemente estratto e diluito, successivamente sotto cappa, vengono 

aggiunti 50 μl di fenolo e subito dopo 5 mL di l’H2SO4 concentrato. I campioni vengono 

agitati e lasciati riposare per 30 minuti a temperatura ambiente. Passato questo tempo 

vengono effettuate le letture allo spettrofotometro ad una lunghezza d’onda di 485 nm. 
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11. ESTRAZIONE DEI LIPIDI  

 

L’estrazione dei lipidi è stata eseguita utilizzando una modificazione del metodo di 

riferimento proposto da Bligh and Dyer (1959). 

Sono stati prelevati in diversi giorni 100 mL di coltura per ogni beuta (A, B, C) e 

conservati a -20°C (Tab. 3). Al momento dell’analisi le tre repliche sono state unite per 

avere un quantitativo di materiale sufficiente per l’analisi. I campioni sono stati 

inizialmente liofilizzati in palloni di vetro, precedentemente lavati con solvente, in 

modo da non avere interferenze con i risultati. Dopo questo passaggio sono stati 

aggiunti nei palloni 60 mL di CHCl3/MeOH (2:1) e sono stati messi 5 minuti nel bagno 

ad ultrasuoni per facilitare la rottura delle cellule. L’estrazione seguente dei lipidi è stata 

eseguita a caldo, tenendo il reflusso a 55-60°C con cicli di circa 2 ore (Fig. 16). A 

questo punto si è proceduto alla raccolta dell’estratto tramite appositi imbuti di 

separazione che hanno permesso di separare al meglio la parte cloroformica della 

soluzione, contenente i lipidi, da quella metanolica. Tale procedura è stata ripetuta per 

un totale di tre volte, utilizzando per gli ultimi due cicli 45 mL di CHCl3/MeOH (2:1). 

Tra un ciclo e l’altro abbiamo atteso un tempo di circa 10 minuti per far separare al 

meglio le due fasi e la procedura è stata complicata dalla presenza di molto materiale 

polisaccaridico e mucoso (Fig. 16). Al termine dell’estrazione è stato filtrato l’estratto 

totale con filtri GF/F, ed è stato fatto evaporare il solvente sotto cappa chimica. In 

seguito è stato possibile pesare i lipidi totali. 

 

                  

Fig. 16. Varie fasi per l'estrazione dei lipidi. 
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12. ANALISI ELEMENTARE (CHN) 

 

L’analizzatore elementare (Thermo Scientific, Flash 2000 Series CHNS/O) permette di 

determinare la concentrazione di carbonio, idrogeno e azoto contenuta nei campioni. Il 

principio di funzionamento di questo strumento prevede una combustione rapida e 

completa del campione all’interno di una fornace, alla temperatura di 950 °C in eccesso 

di ossigeno. La reazione dell’ossigeno con la capsula contenente il campione genera 

energia che provoca un innalzamento della temperatura anche fino a 1800°C per 

qualche secondo, permettendo la conversione di tutte le sostanze organiche (ed 

eventualmente inorganiche) in gas elementari. In seguito a successive riduzioni, i gas 

sono separati in una colonna cromatografica e infine inviate ad un rivelatore a 

termoconducibilità che è usato per determinare il contenuto di carbonio, idrogeno e 

azoto.  

Per preparare i nostri campioni, sono stati inizialmente centrifugati 50 mL di coltura a 

5000 rpm, a 4°C per 15 min. E’ stato rimosso quasi interamente il sovranatante ed è 

stata travasata la restante coltura concentrata in tubi da 10 mL. A questo punto i tubi 

sono stati di nuovo centrifugati sempre a 5000 rpm, a 4°C per 10-15 min, è stato 

rimosso il sovranatante e i campioni sono stati conservati a -20°C. I campioni sono stati 

in seguito liofilizzati e piccole quantità comprese tra i 2-3 mg sono state pesate 

utilizzando una bilancia analitica e inserite dentro capsule di stagno che vengono 

opportunamente piegate per effettuare l’analisi. Una volta preparati tutte le capsule i 

campioni sono stati analizzati e quantificati utilizzando una stessa retta di calibrazione 

ottenuta con lo standard BBOT (2.5-Bis (5-tert-butyl-2-benzo-oxazol-2-yl) thiophene). 

 

 

13. FOSFORO INTRACELLULARE 

Il fosforo intracellulare è stato analizzato secondo il metodo di Menzel and Corwin 

(1965), che prevede una digestione delle cellule algali (raccolte su filtri GF/F) con 

persolfato di potassio e in seguito l'analisi colorimetrica dei fosfati rilasciati nel mezzo 

(vedi Analisi fosfati par. 7.2). 



 

 

68 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

69 

RISULTATI 



 

 

70 

 



 

 

71 

14. CURVA DI CRESCITA 

 
Ostreopsis cf. ovata è nota per la caratteristica formazione di aggregati cellulari come 

microfilm o patine mucillaginose e pertanto non è così semplice effettuare un prelievo 

omogeneo per il conteggio di queste specie, il che si potrebbe riflettere in un andamento 

non corretto delle curve con conseguenti errori nella descrizione della crescita. Per 

ovviare a questo problema in campioni prelevati in fasi avanzate di crescita, è stata fatta 

un’aggiunta di HCl che permette di allentare i legami tra i polisaccaridi e facilitare il 

conteggio delle cellule al microscopio (metodo sperimentato con colture di diatomee 

(Pistocchi et al., 1997) e utilizzato in precedenza per O. cf. ovata, (Guerrini et al., 

2010). Nonostante i precedenti problemi, le nostre curve mostrano un chiaro andamento 

che ci permette di descrivere la crescita della microalga (Fig.17). 
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Fig. 17. Curva di crescita di O. cf. ovata (ceppo OOAB0801) ottenuta in questo studio. 

 

 

Sono visibili dal precedente grafico le tre fasi tipiche della curva di crescita: lag, 

esponenziale e stazionaria. In particolare possiamo notare come le cellule entrino in fase 

stazionaria dal 9° giorno di coltura per poi mostrare una densità cellulare praticamente 

costante. Nella fase esponenziale è stata calcolata la velocità di crescita istantanea 

tramite il modello malthusiano dN/dt = rN, dal quale integrando (Nt = N0e
rt
) e passando 

ai logaritmi naturali si ricava r come coefficiente angolare dell’equazione lineare lnNt = 
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rt + lnN0; tale parametro viene indicato con µ per indicare il tasso di riproduzione delle 

microalghe. 

Tasso di crescita µ (day
-1

) Intervallo di tempo (Day) 

1,01 1-2 

0,43 2-5 

0,40 5-7 

 

Tab. 5. Tasso di crescita nei relativi giorni della fase esponenziale. 

 

Tasso di crescita medio µ 

(day
-1

) 

Intervallo di tempo (Day) 

0,52 1-7 
 

Tab. 6. Tasso di crescita medio durante la fase esponenziale. 

 

In uno studio di Guerrini et al., (2010) sono stati calcolati i tassi di crescita per colture 

di O. cf. ovata provenienti da campioni prelevati nel Tirreno e nell'Adriatico. Questi 

risultano essere leggermente minori (0,37 e 0,32 day
-1

 per l'Adriatico e il Tirreno 

rispettivamente) rispetto a quelli calcolati in questo studio (Tab. 5, 6). Tuttavia in altri 

studi (Pezzolesi et al., 2012) sono stati ritrovati valori confrontabili a quello ottenuto 

durante questo lavoro ed è stato riportato come le caratteristiche di crescita varino molto 

a seconda del ceppo utilizzato e delle condizioni di crescita.  
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15. NUTRIENTI 

 

Nei grafici seguenti (Fig. 18, 19) è possibile osservare l’andamento del consumo dei 

nutrienti (nitrati e fosfati) per la coltura di O. cf. ovata.  
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Fig. 18. Andamento dei nitrati durante la cescita analizzati nel terreno di coltura. 
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Fig. 19. Andamento dei fosfati durante la cescita analizzati nel terreno di coltura. 

 

 

La velocità di consumo di entrambi i nutrienti risulta elevata e perdura fino al giorno 9 

(inizio della fase stazionaria) in cui si osserva l’esaurimento di tutti e due i nutrienti.  
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Sono stati calcolati anche il tasso di uptake dei nutrienti e il rapporto Azoto/Fosforo 

(N/P). 

Per quanto riguarda il grafico (Fig. 20) che rappresenta il rapporto N/P possiamo 

osservare come si parta da un valore pari a 24, che è tipico di questo terreno di coltura, 

per poi arrivare ad un picco attorno a 50 coincidente con il 7° giorno, prima 

dell’ingresso in fase stazionaria, per poi diminuire bruscamente fino al 9° giorno dove 

tale rapporto arriva a zero poiché entrambi i nutrienti nel mezzo di coltura sono esauriti. 

L’aumento del rapporto N/P rispecchia un consumo più veloce dei fosfati rispetto ai 

nitrati e riflette una presunta maggiore affinità di O. cf. ovata per questo nutriente. 
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Fig. 20. Rapporto azoto/fosforo calcolato sulla base delle concentrazioni molari di N e P nel terreno di 

coltura. 
 

Il tasso di uptake (U) dei nutrienti è stato calcolato utilizzando le formule riportate da 

uno studio di Lim et al., (2006). Sia per i nitrati (pmol N-NO3
-
 cell

-1
 d

-1
) che per i fosfati 

(pmol P-PO4 cell
-1

 d
-1

) è stata utilizzata la concentrazione dei nutrienti residui nel 

medium (C) e il cambiamento di densità cellulare () per un intervallo di tempo (∆t = t1-

t0) in cui la carenza di nutrienti è lineare (Tab. 7).  

 

U = -(C1-C0 / ∆t) 

 = N1-N0 / lnN1-lnN0 
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dove C0 e C1 rappresentano la concentrazione di nutrienti (µM) al tempo t0 e t1; N0 e N1 

rappresentano i valori di densità cellulare (cell mL
-1

) negli stessi giorni. 

 

Tasso di uptake (U)  

N-NO3 (pmol day
-1

cell
-1

) 

Tasso di uptake (U) 

P-PO4 (pmol day
-1

cell
-1

) 
Day 

29,0 2,5 1-2 

16,9 0,9 2-5 

12,2 0,5 5-7 

5,4 0,1 7-9 

 

Tab. 7. Tasso di uptake nitrati e fosfati rapportato con i relativi giorni di crescita. 

 

Il tasso di uptake (U) per i nitrati mostra valori iniziali alti, con un picco di 

assorbimento tra il 1° e il 2° giorno (29,0), per poi raggiungere valori più bassi; anche 

per i fosfati l’andamento è decrescente con valori massimi tra il giorno 1 e il giorno 2 

(2,5). Le cellule quindi assorbono nutrienti per tutta la fase esponenziale, nel periodo in 

cui avviene la divisione cellulare e, una volta terminati, entrano in fase stazionaria. Le 

cellule iniziano così ad accrescersi e alcune, seppur poche, continuano a dividersi e ad 

aver bisogno di riserve da utilizzare durante la fase stazionaria.  
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16. BIOVOLUMI 

 

Il grafico sottostante (Fig. 21) mostra l’andamento medio dei biovolumi cellulari. Da 

questo grafico possiamo vedere come il valore diminuisca gradualmente nel periodo che 

va dal giorno 2 al giorno 7 in quanto si tratta della fase esponenziale in cui avviene la 

divisione cellulare, quindi i volumi cellulari tendono quasi a dimezzarsi per la divisione 

in cellule figlie (Fig. 22). In seguito si osserva un aumento del biovolume 

corrispondente all’ingresso delle cellule nella fase stazionaria in cui le cellule si 

accescono raggiungendo le dimensioni maggiori, come osservato anche in precedenti 

studi che riguardano O. cf. ovata (Guerrini et al., 2010; Pezzolesi et al., 2012) e anche in 

osservazioni ambientali (Accoroni et al., 2012). 
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Fig. 21.Biovolumi medi della coltura nei diversi giorni. 
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Fig. 22. Cellule di O. cf. ovata osservate al microscopio in giorni diversi della crescita: A giorno 2; B 

giorno 5; C giorno 7; D giorno 12; E giorno 15; F giorno 27; G giorno 35. 
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Il rapporto dei diametri dorsoventrale e anteroposteriore (Dv/Ap) delle singole (Fig. 23) 

cellule non mostra un andamento costante durante la crescita e i valori maggiori si 

ritrovano nei giorni intermedi (intervallo giorni 7-12) con un range che va da 1,92 

(giorno7) a 2,11 (giorno 12). 
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Fig. 23. Rapporto diametri Dv/Ap (Dv: dorsoventrale; Ap: anteroposteriore). 

 

Il rapporto del diametro dorsoventrale e della larghezza (Dv/W) invece, mostra valori 

abbastanza costanti, corrispondenti a un range che va da 1,3 a 1,4 (Fig. 24). Il rapporto 

Dv/Ap  sembra dipendere anche dal ceppo algale oltre che dalla fase di crescita della 

coltura; infatti i valori osservati in uno studio di Guerrini et al., (2010) per un ceppo di 

O. cf. ovata dell’Adriatico e per uno del Tirreno sono rispettivamente 2,3 e 1,8 per il 

rapporto Dv/Ap in fase stazionaria. Il rapporto Dv/W invece risulta avere valori più 

costanti, essendo 1,5 quello riportato per il ceppo Adriatico e 1,4 quello del ceppo del 

Tirreno, entrambi vicini ai valori da noi ottenuti. Possiamo quindi dedurre  che, durante 

la crescita, la lunghezza (Dv) e la larghezza (W) delle cellule nei giorni analizzati 

aumentino proporzionalmente a discapito dello spessore (Ap). I valori da noi ottenuti 

sono concordanti con un altro studio di Accoroni et al., (2012) dove è stato analizzata 

una coltura di O. cf. ovata proveniente da campioni prelevati lungo la riviera del Conero 

(Mar Adriatico) ed è stato calcolato un rapporto Dv/W di 1,5. Inoltre il rapporto tra il 

diametro dorsoventrale e anteroposteriore (Dv/Ap) è stato proposto come carattere 

distintivo per distinguere O. ovata e O. siamensis in quanto queste specie sono molto 

simili per forma e dimensione. Tale rapporto si è visto essere maggiore (Dv/Ap> 4) per 

O. siamensis rispetto ad O. ovata (Dv/Ap< 2) (Penna et al., 2005; Aligizaki and 



 

 

78 

Nikolaidis, 2006) e i risultati ottenuti con il nostro ceppo confermerebbero così la sua 

identificazione come specie O. ovata. 
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Fig. 24. Rapporto diametri Dv/W (Dv: dorsoventrale; W: larghezza). 
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17. CLOROFILLA a 

 
Dai grafici seguenti possiamo osservare l’andamento della clorofilla a (Chl-a) espresso 

sia per il volume di coltura che per singola cellula. Nel primo grafico (Fig. 25) si può 

notare come la concentrazione della Chl-a aumenti fino a che non si raggiunge il giorno 

9, corrispondente all’inizio della fase stazionaria, per poi diminuire e mantenere negli 

ultimi giorni (20-35) un andamento pressochè costante. Questo aumento, parallelo a 

quello della biomassa, e il successivo calo possono essere dovuti al fatto che dal 9° 

giorno non sono più presenti nutrienti nel mezzo di coltura e come è stato visto per altre 

dinoflagellate (e.g. Alexandrium minutum, Flynn et al., 1994) la concentrazione di chl-a 

cala quando le cellule si trovano in carenza di nutrienti e in particolare di nitrati, 

portando alla conclusione che il contenuto in clorofilla non può essere usato come stima 

di biomassa. In uno studio di Vidyarathna and Granéli (2012) dove è stato utilizzato un 

ceppo giapponese di O. ovata, il valore più alto di Chl-a è stato registrato invece tra i 

giorni 19-27. 
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Fig. 25. Andamento della Chl-a (µg/L) per la durata della crescita. 

 

Il grafico sottostante (Fig. 26) invece, mostra l’andamento del rapporto Chl-a e 

biovolume. Si può notare la presenza di una relazione tra aumento dei biovolumi e 

diminuzione di Chl-a prodotta.  
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Fig. 26. Andamento del rapporto Chl-a/Biovolume cellulare nelle cellule di O. cf. ovata durante la 

crescita. 
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18. PROTEINE 

 
Le proteine espresse in mg/mL di coltura, sembrano riflettere l’andamento osservato nel 

grafico della curva di crescita ed essere perciò proporzionali alla biomassa algale 

durante la crescita. In figura 27 si ha infatti un aumento della concentrazione di proteine 

nei primi giorni, fino al giorno di ingresso nella fase stazionaria, per poi mantenere un 

andamento costante in tutta la fase stazionaria e fino al termine dell’esperimento. 
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Fig. 27. Concentrazione delle proteine espressa su mL di coltura. 

 

 

L'aumento osservato nei primi giorni può essere relazionato al consumo dei nutrienti. 

Infatti si può vedere come una volta terminati i nutrienti (giorno 9, in cui si ha anche 

l'ingresso in fase stazionaria) la produzione di proteine assuma un andamento quasi 

costante. La correlazione con i nutrienti è stata messa in evidenza anche in uno studio di 

Vanucci et al., (2012) dove viene presa in esame una coltura di Prorocentrum lima. La 

produzione di proteine in questo caso sembra risentire maggiormente la carenza di N 

piuttosto che di P (in cui si osserva un lieve aumento di proteine). 

Il grafico che rappresenta la concentrazione di proteine espressa su biovolume cellulare 

(Fig. 28) invece ci fa vedere come nonostante l'aumento in biovolume delle cellule, il 

contenuto in proteine rimanga quasi costante a partire dalla fase stazionaria in poi, e che 

perciò altri composti siano responsabili dell’accrescimento cellulare. 
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Fig. 28. Concentrazione delle proteine nelle cellule di O. cf. ovata, espressa su biovolume.  
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19. POLISACCARIDI 

 

Nei grafici seguenti si può osservare l’andamento dei polisaccaridi: in particolare dei 

polisaccaridi totali (Fig. 29) e dei polisaccaridi extracellulari (Fig. 30) espressi su mL di 

coltura. L’andamento dei polisaccaridi totali è caratterizzato da una quantitativo scarso e 

costante nei primi giorni della crescita, per poi aumentare in maniera evidente e 

pressochè lineare dall’ingresso in fase stazionaria (giorno 9) e diventare di nuovo 

costante verso gli ultimi giorni della fase stazionaria. L'andamento dei polisaccaridi 

extracellulari evidenzia invece un rilascio graduale e costante fin dai primi giorni, per 

poi arrestarsi in tarda fase stazionaria (giorno 27). Questo andamento è stato osservato 

anche in altre alghe come la dinoflagellata Gonyaulax fragilis (Pistocchi, 

comunicazione personale), e la diatomea Achnanthes brevipes (Bacillariophyceae) 

(Guerrini et al., 2000). L'andamento potrebbe essere collegato a quello dei nutrienti, 

infatti nello studio di Vanucci et al., (2012) precedentemente menzionato effettuato su 

una coltura di un’altra dinoflagellata bentonica,  P. lima, emerge come la produzione di 

polisaccaridi aumenti in caso di cellule con limitazione da nutrienti. 
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Fig. 29. Polisaccaridi TOTALI prodotti da O. cf. ovata durante la crescita, espressi su mL di coltura. 
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Fig. 30. Polisaccaridi rilasciati extracellularmente da O. cf. ovata, espressi su mL di coltura. 

 

In figura 31 e 32 invece, viene mostrato l’andamento dei polisaccaridi totali ed 

extracellulari espressi su cellula. Nei primi giorni abbiamo valori simili a quelli rilevati 

poi in fase stazionaria che sono dovuti al fatto che l’inoculo utilizzato per l’esperimento 

conteneva cellule cresciute fino a raggiungere l’inizio della fase stazionaria; i valori 

diminuiscono poi fino al giorno 9, rispecchiando la divisione cellulare che avviene in 

fase esponenziale, e aumentano dopo che le cellule entrano in fase stazionaria per poi 

raggiungere valori costanti negli ultimi giorni, quando le cellule probabilmente non 

sono più metabolicamente attive. Tale andamento è simile a quello osservato nel grafico 

rappresentante i biovolumi cellulari. I polisaccaridi extracellulari espressi su base 

cellulare riportano invece un andamento più costante in fase stazionaria, riflettendo 

probabilmente un continuo ma costante rilascio di questi composti nel mezzo 

extracellulare, che potrebbe facilitare l’aggregazione cellulare e la formazione della 

comunità bentonica formata da queste microalghe in ambiente. 
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Fig. 31. Polisaccaridi TOTALI prodotti da O. cf. ovata durante la crescita, espressi su singola cellula. 
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Fig. 32. Polisaccaridi rilasciati EXTRAcellularmente da O. cf. ovata, espressi su singola cellula. 

 

 

Per quanto riguarda il grafico che mostra il rapporto percentuale tra polisaccaridi 

extracellulari e totali (Fig. 33), possiamo vedere come questo assuma inizialmente 

valori crescenti, che rispecchiano la produzione di polisaccaridi extracellulari fin 

dall’inizio della crescita, ma anche come dall’entrata in fase stazionaria i valori 

mostrino subito un andamento decrescente fino a diventare costante per tutta la restante 

fase stazionaria (giorni 12-35). 
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Fig.33. Abbondanza relativa (%) dei polisaccaridi extracellulari rispetto ai totali. 

 

L'andamento visto nei precedenti grafici può far quindi pensare che la microalga 

produca tali quantitativi di polisaccaridi durante la crescita come strategia ecologica di 

difesa e di accrescimento (e.g. adesione al substrato, competizione per la luce). 
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20. LIPIDI 

 
Il seguente grafico (Fig. 34) mostra l’andamento dei lipidi totali nei diversi giorni della 

coltura. Si osserva come la concentrazione di questi composti tende ad aumentare dal 1° 

al 35° giorno, dove raggiunge un valore di 31,03 µg/mL di coltura. Questo andamento è 

diverso da quello ottenuto se il quantitativo di lipidi viene espresso su cellula, in cui 

risultano valori più o meno costanti durante le varie fasi di crescita con un range di 

concentrazione che varia da 0,002 nei primi giorni (1-7), 0,004 durante la fase 

stazionaria (12-21), a 0,005 negli ultimi giorni ( 21-35). 
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Fig. 34. Lipidi totali (µg/mL di coltura). 

 

La tabella 8 riporta il tasso di produzione dei lipidi per singola cellula nei vari periodi 

della crescita ed emerge che la produzione è alta fino al giorno 12, per poi diminuire in 

tarda fase stazionaria. 

 

Tasso di produzione (U) 

dei lipidi (ng cell
-1

 day
-1

) 
Intervallo di tempo (Day) 

0,86 1-7 

0,53 7-12 

0,03 12-21 

0,10 21-35 

 

Tab.8.Tasso di produzione dei lipidi. 
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21. ANALISI ELEMENTARE (CHN) 

 

I grafici sottostanti mostrano l’andamento del rapporto cellulare carbonio/azoto (C/N) 

(Fig. 35) e delle percentuali dei singoli elementi (% C e % N, Fig. 36) durante la 

crescita. 

Il rapporto C/N mostra valori crescenti con l’avanzare dei giorni, concordanti con 

l’andamento ritrovato nella curva di crescita e con la dimensione delle cellule, che 

anche negli ultimi giorni di coltura presentavano elevate dimensioni e poche cellule 

rotte.  

 

0

5

10

15

20

25

30

0 2 4 6 8 10 12 14 16 18 20 22 24 26 28 30 32 34 36 38

C
/N

Day

CHN

 
Fig.35. Andamento del rapporto cellulare C/N. 

 

La figura 36 paragona gli andamenti osservati per la % C e per la % N nei vari giorni di 

crescita. I due elementi non seguono lo stesso andamento, infatti il C ha un andamento 

molto simile a quello osservato nel grafico precedente e tende ad aumentare con 

l’avanzare dei giorni di coltura per poi mantenere un andamento quasi costante (giorni 

27-35), mentre l’azoto cellulare aumenta finché questo nutriente è presente nel terreno 

di coltura poi tende a diminuire leggermente pur rimanendo disponibile all’interno della 

cellula come riserva.  

Solitamente la concentrazione di azoto cellulare rispecchia  la quantità di aminoacidi 

quindi di sintesi proteica che avviene all’interno della cellula, così come il carbonio 

cellulare è assimilabile all’andamento di carboidrati e lipidi. L’aumento del rapporto 

C/N osservato durante la crescita di O. cf. ovata riflette chiaramente ciò che avviene a 



 

 

89 

livello cellulare in questa dinoflagellata e conferma come lo stabilizzarsi della 

concentrazione di proteine durante la fase stazionaria di crescita sia invece affiancato 

dall’aumentare dei polisaccaridi e dei lipidi. 
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Fig. 36. Andamento percentuale del contenuto cellulare di C e N. 
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22. FOSFORO INTRACELLULARE 

 

Il grafico (Fig. 37) che raffigura la distribuzione del fosforo intracellulare mostra dei 

valori inizialmente crescenti (giorno 5 - giorno 15) e successivamente un inversione 

dell’andamento, con valori decrescenti per gli ultimi giorni di coltura (giorno 15 – 

giorno 35). Questo andamento è da ricondurre probabilmente al fatto che in questa 

ultima fase la crescita è avanzata, le cellule tendono ad invecchiare e consumano la 

riserva energetica accumulata all’interno della cellula, portando a un contenuto minore 

di fosforo intracellulare. L’andamento mostrato è inverso rispetto a quello dei fosfati 

analizzati nel mezzo di coltura visti in precedenza (Fig. 19), che mostra una presenza 

degli stessi fino al giorno 9. Il fatto che il P intracellulare raggiunga valori massimi in 

tempi più lunghi (giorno 15) rispetto alla rimozione totale dei fosfati dal terreno di 

coltura (giorno 9) e che le sue concentrazioni calino lentamente rispecchia il fatto che 

queste cellule prediligano un accumulo e un consumo lento delle riserve energetiche 

presenti al loro interno. 
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Fig. 37. Fosforo intracellulare espresso come P-PO4 su mL di coltura. 
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23. TOSSINE 

 

In seguito alle analisi condotte presso l’Università Federico II di Napoli, è stato 

possibile determinare il quantitativo di tossine per cellula e per volume di coltura, al 

fine di studiare se c'è una relazione tra la crescita, il consumo di nutrienti e la 

produzione di tossine e altri composti all’interno della cellula di O. cf. ovata.  

Nei grafici seguenti vengono illustrate le quantità delle tossine in rapporto alle cellule 

presenti in un mL di coltura e in rapporto al biovolume. Dai risultati delle analisi circa il 

contenuto di tossine cellulare, si osserva come il ceppo di O. cf. ovata utilizzato sia in 

grado di produrre tutte le ovatossine finora conosciute, contrariamente a quanto 

evidenziato in altri ceppi in precedenza (Ciminiello et al., 2012), dove non vi era 

produzione di ovatossina-b e -c. Tra le tossine prodotte, l’ovatossina-a è la componente 

maggiore (52-55%), seguita dalle ovatossine b (25-29%), d+e (11-16%), c (4-7%) e 

infine da una piccola produzione (1-2%) di palitossina putativa (Fig. 38). Nonostante i 

valori diversi delle singole tossine analizzate, la loro produzione è costante nel tempo, 

con valori iniziali di 8,4 pg/cell (giorno 1) che diminuiscono raggiungendo valori 

attorno a 4,5 pg/cell al giorno 7 (andamento riconducibile al fatto che in quei giorni 

avviene la divisione cellulare), per poi aumentare raggiungendo valori intorno ai 20 

pg/cell una volta raggiunta la fase stazionaria (dal giorno 9). Inoltre la presenza costante 

di tutte le tossine per tutti i giorni analizzati ci permette di dire che nessuna tossina 

funge da precursore per le altre.  
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Fig. 38. PLTXs prodotte da O. cf. ovata durante la crescita. 
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Per quanto riguarda la concentrazione delle tossine totali/volume di coltura si può 

osservare come la concentrazione cellulare delle tossine parte da valori intorno a 1,5 

ng/mL (giorno 1), fino ad arrivare a valori intorno a 17,3 ng/mL (giorno 7), per poi 

aumentare in fase stazionaria raggiungendo valori finali di 134,1 ng/mL (giorni 21-35). 
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Fig. 39. Produzione totale di PLTXs nei giorni di coltura. 

 

 

Sono stati analizzati anche i tassi di produzione delle tossine e la concentrazione delle 

tossine espressa su biovolume. Il tasso di produzione ci fa vedere come i valori più alti 

si ritrovino nel punto di ingresso della fase stazionaria, per poi mantenere valori 

leggermente più bassi ma costanti fino alla fine della stessa.  

 

 

Tasso di produzione (U) 

Tossine (pg cell
-1

 day
-1

) 
Day 

3,92 1-2 

2,67 2-5 

1,31 5-7 

3,26 7-9 

1,03 9-21 

 

Tab. 9. Tasso di produzione delle tossine. 
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Per quanto riguarda il grafico sottostante (Fig. 40) possiamo osservare come in una 

prima fase sembra che ci sia una relazione tra la produzione di tossine e i biovolumi, 

mostrando un rapporto tra i due parametri quasi costante, ma questo è probabilmente da 

ricondurre al fatto che le cellule sono in piena divisione cellulare. Successivamente si 

può vedere come, anche quando i biovolumi tendono ad aumentare (fase stazionaria), le 

tossine espresse sulla base del volume cellulare abbiamo un andamento in crescita che 

denota come la loro produzione sia in continuo aumento in maniera indipendente dalle 

dimensioni cellulari.  
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Fig. 40. Contenuto totale di tossine espresso sulla base del biovolume cellulare. 
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I seguenti grafici (Fig. 41) riassumono l’abbondanza relativa (%) dei principali 

componenti cellulari all'interno delle cellule di O. cf. ovata analizzate nei diversi giorni 

(7-12-21-35). I valori iniziali (giorno 7) maggiori si hanno per le proteine (67,77%), 

mentre i polisaccaridi tendono ad aumentare con l'avanzamento della coltura, partendo 

da un 4,29% (giorno 7) fino ad un 29,78% (giorno 35) e i lipidi a rimanere circa costanti 

(attorno al 27%) a differenza delle proteine, che al giorno 35 sono diminuite fino al 

41,12% del totale. Le tossine rappresentano una piccola porzione rispetto al totale, ma 

presente in modo costante e in leggero aumento (da 0,06% a 0,13%) in tutti i giorni 

analizzati.  
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Fig.41. Andamento percentuale dei costituenti principali e delle tossine durante la crescita. 
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CONCLUSIONI 
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Molte specie fitoplanctoniche producono tossine e si pensa che questa caratteristica 

conferisca all'organismo produttore un vantaggio evolutivo (e.g. difesa contro il 

grazing), tuttavia il vero ruolo delle tossine non è sempre evidente. In particolare la 

sintesi di tale molecole rappresenta un costo energetico elevato per la cellula, soprattutto 

quando contengono elementi importanti come l'azoto; trattandosi però di composti 

secondari, non perfettamente integrati nell'omeostasi cellulare, è possibile che la sintesi 

delle singole tossine subisca diversamente le variazioni nel metabolismo. Ad esempio le 

saxitossine vengono prodotte dalle varie specie di Alexandrium durante la fase 

esponenziale di crescita, quando cioè la disponibilità di azoto è elevata; tuttavia le 

tossine vengono ripartite tra le cellule figlie non portando così ad un aumento di 

tossicità della popolazione. Altre tossine, sempre contenenti azoto, come l'acido 

domoico vengono invece prodotte quando le cellule smettono di dividersi, producendo 

una popolazione sempre più tossica.  

In questo lavoro si è voluto studiare come variano i costituenti cellulari principali 

durante la crescita di Ostreopsis cf. ovata e in quale proporzione, valutando se esiste 

una relazione tra l'assorbimento dei nutrienti principali, la produzione dei costituenti 

cellulari e delle tossine e, se questa relazione possa essere paragonata a ciò che 

realmente avviene in ambiente naturale. 

Il ceppo di O. cf. ovata utilizzato per lo studio (OOAB0801), ha mostrato un andamento 

della curva di crescita tipico di questa specie, con l'entrata in fase stazionaria dal 9° 

giorno analizzato. I tassi di crescita osservati coprono un range di valori che va da 0,40 - 

0,43 day
-1

 fino a raggiungere un valore medio di 0,52 day
-1

 nella fase esponenziale, 

concordante con quanto riscontrato in un lavoro di Pezzolesi et al., 2012 (µ = 0,34 - 

0,49 day
-1

).  

Per l'analisi dei biovolumi si osserva un andamento correlato con la crescita della 

coltura, con valori massimi registrati in fase stazionaria. I valori dei rapporti calcolati 

per i diametri dorsoventrale /anteroposteriore (Dv/Ap) e per il diametro 

dorsoventrale/larghezza (Dv/W) sono rispettivamente 1,92 - 2,11 e 1,3 - 1,4, 

concordanti con  i valori osservati in uno studio di Guerrini et al., (2010) per un ceppo 

di O. cf. ovata dell’Adriatico e per uno del Tirreno (2,3 e 1,8 per il rapporto Dv/Ap e, 

1,5 (Adriatico) e 1,4 (Tirreno) per il rapporto Dv/W) e, con un studio di Accoroni et al., 

(2012) dove è stato analizzata una coltura di O. cf. ovata proveniente da campioni 

prelevati lungo la riviera del Conero (Mar Adriatico) in cui è stato visto un rapporto 

Dv/W di 1,5. Possiamo inoltre osservare che nel nostro campione lunghezza (Dv) e 
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larghezza (W) delle cellule nei giorni analizzati aumentano a discapito dello spessore 

(Ap).  

L'analisi dei costituenti principali durante la crescita ha mostrato valori crescenti per i 

polisaccaridi e lipidi, mentre decrescenti per le proteine. Questo è ricollegabile 

all'analisi effettuata per il rapporto carbonio/azoto (C/N), dove si vede un aumento di 

tale rapporto a favore del C e di conseguenza dei composti contenenti tale elemento 

(e.g. lipidi, polisaccaridi). Per quanto riguarda i polisaccaridi si osserva  un aumento nel 

loro contenuto totale durante la crescita, come già riportato da Vidyarathna and Granéli, 

(2012), accompagnato dal rilascio di quelli extracellulari come osservato in uno studio 

di Liu and Buskey, (2000); ciò è riconducibile a una possibile strategia ecologica, in 

particolare per la produzione di muco utile per lo sviluppo della comunità.  

L'analisi chimica delle tossine mostra che nel nostro ceppo sono presenti tutte le tossine 

principali prodotte da questa specie: pPLTX, ovatossina-a, -b, -c, -d, -e. La 

determinazione quantitativa per cellula ha mostrato che la tossina maggiormente 

prodotta è l'ovatossina-a, ma tutte le tossine aumentano parallelamente, evidenziando 

che nessuna possa fungere da precursore per le altre. Studi precedenti avevano mostrato 

che le cellule contenevano una maggiore quantità di tossine in fase stazionaria e questo 

lavoro ha messo in luce per la prima volta come il tasso di produzione sia maggiore 

quando la divisione delle cellule comincia a rallentare. 

Possiamo inoltre affermare che il nostro ceppo mostra un assorbimento veloce dei 

nutrienti principali (azoto e fosforo) che può essere collegato al fatto di creare delle 

riserve che poi possono essere utilizzate per la crescita e per la produzione di tossine.  

In conclusione gli andamenti riscontrati possono essere applicati al fine di una strategia 

ecologica/adattativa che va dalla protezione della microalga stessa a una competizione 

con le altre specie fino ad una struttura ottimale della comunità. O. cf. ovata infatti è 

una microalga bentonica opportunista per quanto riguarda il substrato, vi aderisce 

realizzando una matrice mucillaginosa, intrappolando piccoli organismi e generando 

un'elevata concentrazione di biotossine con funzione di difesa utile quando le cellule 

non sono più in grado di crescere attivamente. La mucillagine prodotta è 

successivamente colonizzata da batteri e funghi che contribuiscono alla formazione di 

un complesso microfilm (Barone and Prisinzano, 2006). 
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