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A. Cultivo y aislamiento de microalgas aisladas de matrices acuáticas de Sierra 

Nevada 

 

 1. Ambientes extremófilos  

 

 1.1. Introducción  

 

 El término extremófilo fue acuñado por primera vez por Macelroy en 1974; este autor 

definió "Ambiente Extremo" como un término relativo, no considerándose un aspecto negativo 

para la supervivencia, ya que aunque determinadas condiciones ambientales extremas influyen 

desfavorablemente para unos microorganismos, a la vez pueden ser esenciales para la 

supervivencia de otros microorganismos. Según este autor, en términos de evolución, cabría 

plantearse la pregunta de si es razonable suponer que los microorganismos presentes en estos 

ambientes evolucionaron gradualmente a partir de microorganismos primitivos de ambientes 

intermedios. Parece evidente que los componentes celulares de los microorganismos  extremófilos 

son estrictamente estables en condiciones ambientales extremas, lo que sugiere que aunque los 

extremófilos "modernos" podrían ser el resultado de la acumulación de gran cantidad de 

mutaciones a lo largo del tiempo, de igual modo podrían ser descendientes de microorganismos 

primitivos con capacidad de adaptarse libremente a una gran variedad de entornos. En torno a esta 

idea, un ejemplo sería la descripción realizada por Horikoshi en 1998 y Ma et al. en 2010 quienes 

demostraron la existencia de microorganismos localizados a grandes profundidades acuáticas 

capaces de desarrollarse en presencia de un amplio rango de concentraciones de sales, y bajo 

condiciones de presiones hidrostáticas de entre 500 y 1000 bares.  

 

 Se ha podido constatar que muchos de estos extremófilos pertenecen a los 

dominio Archaea y Bacteria (Van Den Burg, 2003; Margesin et al., 2010), aunque también se 

han descrito otros microorganismos tales como las microalgas con alta capacidad de adaptación 

a entornos extremos (Takeuchi et al, 2004);Un ejemplo sería Chlamydomonas Novalis (Stibal et 

al., 2007) capaz de desarrollarse sobre la nieve  tiñiendo de color rosa la superficies de neveros 

de alta montaña, junto a las algas del género Chloromonas. Otras algas adaptadas a estos 

ambientes y de amplia distribución son Ancylonema nordenskioeldii y Mesotaenium berggrenii, 

halladas en casi todos los glaciares estudiados por Takeuchi et al, 2004. En la Tabla 1 se describen 

algunos ejemplos de microorganismos extremófilos. 
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Tabla 1: Ejemplos de microorganismos extremófilos que han suscitado interés en los últimos 

años. 

Cualidad 

extremófila 
Microorganismos Referencia 

Termófilos S. aquatilis 

Castenholz, 1967 

Volk et al., 2006 

Pembroke et al., 2016 

Termófilos extremos 
Synechococcus 

lividus 

Meeks et al., 1971 

Roy et al., 2015 

Paliwal et al., 2016 

Hipertermófilos 
Pyrodictium 

occultum 

Uemori et al., 1995 

Mosé et al., 2002 

Utturkar et al., 2016 

Acidófilos 
Metallosphaera 

sedula 

Huber et al., 1989 

Mosé et al., 2002; Auernik et al.,2010 

Zebec et al., 2015 

Alcalinotolerantes 
Chlamydomonas 

reinhardtii 

Zhao et al., 2015 

Yamano et al.,2015 

Alcalófilos Spirulina sp. 

Kristjansson et al., 1995 

Urek et al., 2012 

Varshney et al., 2015 

Acidofilos 

Nitzschia 

capitellata 

Euglena mutabilis 

DeNicola et al., 2000 

Pedrozo et al.,2010 

Oeding et al.,2015 

Halofilos tolerantes 
Microbulbifer 

salipaludis 

Yoon et al.,2003 

Tang et al., 2008 

Halofilos extremos 
Salinicoccus sp. 

Haloferax volcanii 

Jayachandra et al., 2012; Gaur et al., 2015 

Bhat et al., 2015; Bitan-Banin et al., 2003 

Strillinger et al., 2016; Hattori et al., 2016 

Psicrófilos 

Nitzschia seriata 

Chlamydomonas 

sp. 

Fehling et al., 2004; Teoh et al., 2010 

Coello-Camba et al., 2015; Kim et al.,2016 

Barofilos 
Moritella  

yayanosii 

Nogi Y.et al., 1999; 

Xu et al.,2003.; Arakawa 2006 

 

 

 Microorganismos extremófilos son, por tanto, aquellos organismos capaces de colonizar 

entornos drásticos para la supervivencia de la mayoría de las células comunes. (Stetter, 1999), 

siendo capaces de sobrevivir y crecer óptimamente a valores de pH inferiores a 5 o superiores a 

8, bajo presiones superiores a 1 atm, concentraciones de salinidad superiores a 30 g/l o bajo 

condiciones térmicas inferiores a 10ºC o superiores a 50ºC (Constantinos and Antranikian, 2004; 

https://scholar.google.es/citations?user=nQNka2wAAAAJ&hl=en&oi=sra


    

 

 

 

 

 

 

Introducción 

 

          | 19 

Sharma et al., 2012; Varshney et al., 2015; Cobos-Vasconcelos et al., 2015; Seckbach., 2015; 

Foflonker et al., 2016) 

 

 Independientemente del valor de pH del entorno en que viva un microorganismo, el pH 

intracelular debe estar siempre próximo a la neutralidad con objeto de no provocar la destrucción 

de macromoléculas lábiles (Slonczwski and Foster, 1996; Seckbach et al.,2015).  Una 

disminución de 1 o 2 unidades de pH tienen un efecto drástico sobre una población microbiana, 

no obstante, se han podido detectar que diversas especies de arqueas, microalgas y bacterias 

presentan la capacidad de adaptación a altas oscilaciones de pH gracias a potentes bombas de H+ 

en sus respectivas membranas celulares (Seckbach et al., 2015). No son abundantes los 

microorganismos que aún viviendo en ambientes de pH extremo (inferiores a 2 o superiores a 10), 

pueden presentar oscilaciones de 1-1,5 unidades en su pH neutro intracelular.  

 

 Aunque la mayoría de los estudios se han realizado sobre procariontes y arqueas en 

ambientes altamente ácidos, igualmente la presencia de eucariontes es también de gran interés 

debido a que forman comunidades simbióticas complejas con protistas (Johnson, 1998). Hansen 

en 2002, demostró que algunos diflagelados tales como la microalga Heterocapsa triquetra tras 

ser aislada de ambientes con pH próximo a la neutralidad, puede desarrollarse en pH superiores a 

9, lo cual indica que presenta una alta capacidad de adaptación a pH extremos. Por otro lado 

Steinberg et al., en 1998 identificó especies de diversas cianobacterias (Oscillatoria, Limnothrix 

y Spirulina) en lagos Bávaros donde el pH oscila alrededor de 2. Seckbach et al. (1994) 

describieron la presencia de  especies de Chroococcus en lagos canadienses con condiciones 

ácidas.  

 

La clasificación de estos seres vivos, se realiza de acuerdo a la característica principal 

predominante en los diferentes hábitat, (Tabla 2) de tal modo que pueden localizarse tanto en 

áreas geotermales de altas temperaturas, como en regiones polares donde las temperaturas rozan 

los puntos de congelación; también pueden encontrarse en las regiones más profundas de los 

océanos donde imperan las altas presiones, e igualmente en manantiales caracterizados por 

condiciones extremas de alcalinidad o acidez (Constantinos and Antranikian, 2004; Seckbach et 

al.,2015).  Por tanto, de acuerdo con sus condiciones de supervivencia, los organismos 

extremófilos se clasifican en varios grupos fisiológicos: barófilos, alcalófilos, acidófilos, 

halófilos, psicrófilos, termófilos e hipertermófilos (Van den Burg et al., 2002).  

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S221192641630128X
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Tabla 2: Clasificación de microorganismos extremófilos según las diferentes condiciones de 

hábitat. (Weigel, 1998, citado por Oliver et al., 2000). 

 

 

 

 1.2. Tipos de microorganismos extremófilos 

 

 Termófilos y termófilos extremos 

 De los primeros microorganismos termófilos aislados cabe destacar Bacillus 

stearothermophilus, aislado en 1920 (Horne et al.,1972), no obstante es a partir de los años 60 y 

70 cuando se comienza a describir un gran número de microorganismos termófilos principalmente 

del dominio Archaea tales como Thermus sp. o Sulfolobus sp. siendo a partir de los años 80 

cuando se comienza a utilizar el término "hipertermófilo" para aquellos microorganismos capaces 

de sobrevivir a temperaturas superiores a 80ºC (Starich et al.,1996), mayoritariamente descritos 

en el dominio Archaea.  

 

 Los microorganismos termófilos son capaces de crecer a temperaturas superiores a los 

45°C (Vieille and Zeikis, 2001; Li et al., 2005; Seckbach 1994, 2013); tal es el caso de Bacillus 

acidocaldarius, capaz de sobrevivir a temperaturas entre 45-70ºC siendo su rango óptimo de 

crecimiento de 60-65ºC (Darland and Brock, 1971), y Bacillus stearothermophilus cuyo rango de 

Microorganismos extremófilos Rango 

mínimo 

Rango 

óptimo 

Rango 

máximo 

 Temperatura 

Termófilos (ºC)  >50 >60 

Termófilos extremos (ºC) >35  65 >70 

Hipertermófilos (ºC) >60  80 > 85 

Psicrófilos (ºC) ≈ 0 < 25-30  

 pH 

Acidófilos > 0 2,5 -  3,0  

Alcalinotolerantes  < 8,5  9,0 

Alcalófilos   8,5  10 

 Concentración NaCl 

Halofilos tolerantes (%)  2 -  5  

Halofilos moderados (%)  5 -  20  

Halofilos extremos (%)  20 - 30  

 Presión 

Barofilos (MPa) > 0,1 10 - 50 100 
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supervivencia es de 30-70ºC siendo su óptimo de 55ºC (Nazina et al., 2001). No obstante, cabe 

destacar que existen además termófilos extremos capaces de crecer óptimamente a altas 

temperaturas entre 70-80ºC, como por ejemplo  Thermus aquaticusy o Thermoanaerobacter 

ethanolicus, e incluso superando los 80ºC tales como  Thermotoga  maritimay o Pyrococcus 

furiosus  (Pedroza, 2001). En relación a las adaptaciones a temperaturas extremas, la 

termoestabilidad de las proteínas es un componente primordial (Jaenicke and Zavodszky, 1990). 

 

 Acidófilos 

 Los ambientes ácidos surgieron como consecuencia de procesos naturales geoquímicos 

tales como la producción de gases sulfurosos en las aberturas hidrotermales y en algunas fuentes 

termales, o bien de las propias actividades metabólicas de microorganismos acidófilos 

(Hutchinson et al., 1966), siendo conocido que la mayoría de los microorganismos presentes en 

estos ambientes son los denominados fotosintéticos (Gyure et al.,1987; Lopez-Archilla et al., 

2001).  

 

En general, se consideran acidófilos a aquellos microorganismos que son capaces de vivir 

a pHs inferiores a 5 (Madigan et al., 2003), existiendo subdivisiones en esta categoría en función 

de las temperaturas de crecimiento; así, Johnson et al. en 2002, describieron un grupo de 

microorganismos (arqueas) capaces de crecer en ambientes ácidos y por sobre los 60º C.  

 

La diversidad de microorganismos en estos ambientes aun no es ampliamente conocida, 

no obstante, se han describo microorganismos tales como Alicyclobacillus acidoterrestres 

anteriormente conocida como Bacillus acidoterrestris aislado de diferentes tipos de suelos con 

valores de pH altamente ácidos (Komitopoulou et al., 1999), demostrándose, además, que 

presenta la cualidad de ser termófila (Deinhard et al.,1987; Komitopoulou et al., 1999; Silva et 

al., 2001; Lee et al.,2002; Gocmen et al.,2005); Bevilacqua et al., 2012). 

 

Existen minas metalúrgicas cuyos drenajes de aguas, generalmente ácidos, contienen 

altos niveles de metales pesados y donde es posible encontrar ciertos microorganismos capaces 

de desarrollarse en tales condiciones (Robb et al.,1995); Ňancucheo et al., en 2012 aisló a partir 

de minas de cobre abandonadas, microorganismos fotosintéticos acidófilos, tales como Chlorella 

protothecoides y Euglena mutabilis; estos microorganismos presentaban la capacidad de crecer y 

desarrollarse a pH cercanos a 2,5, producían a su vez manitol y glucosa, glúcidos que podían ser 
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metabolizados rápidamente por bacterias tales como, Acidiphilium sp. y Acidobacterium sp. 

desmostrando de este modo una relación simbiótica microalgas-bacterias (Ňancucheo et al., 

2012).  

 

Se ha podido comprobar que la biodiversidad de este tipo de ambientes no es constante 

en el tiempo, de tal modo que pueden producirse desplazamientos de especies a lo largo de los 

años. Lukešová et al. (1987) observaron las poblacones algales en las lagunas de desechos de 

minerías en la región de Most (Republica Checa), comprobando que en el proceso inicial de 

colonización de la matriz acuática había especies  cocales de clorofitas las cuales se vieron 

desplazadas por diatomeas y cianofitas al cabo de un año de colonización; en estos ambientes, a 

partir de los siete años -de modo habitual- aparecen las filamentosas del grupo de xantoficeas 

convirtiéndose en las especies mayoritarias.  

 

Por otro lado, Okibe et al. en 2012, aislaron cuatro microorganismos procedentes de un 

reactor de lixiviación, atribuyendo que debido a su característica acidófila, se favorecía la 

disolución de minerales sulfurosos tóxicos. Por otro lado, en minería también se ha demostrado 

que Acidithiobacillus caldus, no solamente tiene la capacidad de realizar procesos de lixiviación 

a pH altamente ácido, sino que también posee un mecanismo de resistencia frente a la presencia 

de arsénico liberado durante dicho proceso (Dopson et al., 2001). 

 

En general, los microorganismos acidófilos se caracterizan por presentar una capacidad 

de adaptación a ambientes extremos ácidos gracias a la presencia de extremoenzimas capaces de 

operar a pH<1 y localizadas en sus paredes celulares y membranas citoplasmáticas (Vieille, 1996). 

Esta característica fisiológica hace de estos microorganismos el objetivo de una serie de 

investigaciones dirigidas a la búsqueda de enzimas cuya actividad enzimática no se vea afectada 

por el pH o que pueda operar a amplios intervalos de pH sin sufrir desnaturalización. (Golyshina 

et al., en 2011).  
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 Alcalófilos y alcalinotolerantes 

En los últimos 30 años se ha incrementado el interés de este tipo de microorganismos 

(Muntyan et al., 2005), ya que son capaces de proliferar en ambientes alcalinos, como por ejemplo 

lagos sódicos o suelos muy carbonatados donde el  pH es superior a 9 (Madigan, 2003). 

 

 Dependiendo de las condiciones químicas el agua y de las densidades  poblacionales, 

algunas microalgas, cianobacterias, eubacterias y aqueobacterias, pueden causar una coloración 

notable en los cuerpos de agua llamados blooms (Tindall et al., 1988).  

 

Muchos de ellos tienen una velocidad óptima de crecimiento con valores de pH próximos 

a la neutralidad, pero con capacidad para desarrollarse a  pH superiores a 9 a velocidades de 

crecimiento menores (Horikoshi, 1998); Este tipo de microorganismos  son conocidos como 

alcalinotolerantes. 

 

Los microorganismos alcalófilos, generalmente se caracterizan por tener tolerancia y 

afinidad con ambientes salinos (halófilos) (Madigan, 2003) y, al igual que en caso que los 

acidófilos, poseen mecanismos metabólicos responsables del mantenimiento de la neutralidad en 

su interior (Ulukanli et al.,2001; Pulz et al., 2004); En estos microorganismos las extremoenzimas 

se localizan en las partes funcionales más externas de la célula (pared celular y membrana 

citoplasmática), siendo las responsables de la protección interna celular. (Liszka et al., 2012).  

 

El interés de este tipo de microorganismos radica en  la producción de enzimas alcalofilas 

tales como amilasas, xilanasas, manasas y proteasas (Honda et al., 1985; Akino et al.,1987; 

Fujiwara et al., 1987; Qureshi et al., 1991; Kumar et al., 2002; Kim et al., 2005; Shivakumar et 

al., 2012), siendo, por ejemplo, Bacillus cereus un microorganismo de gran interés biotecnológico 

por su actividad proteasa (Guffanti et al.,1986; Uyar et al., 2011).  

 

En relación a las microalgas, es de destacar la utilización de cepas de tales como Spirulina 

platensis, Scendesmus sp. y Chlorella sp. para el tratamiento de aguas con alto contenido en 

nitrógeno y fósforo (Sarethy et al., 2010; Xin et al., 2012; Beuckels et al., 2015; Lee et al.,2015; 

Mennaa et al., 2015; Sukačová et al., 2015; Zeng et al., 2015; Gutwinski et al., 2016; Lee et al., 

2016), así como la utilización de la biomasa como fertilizantes para suelos agrícolas (Ak et al., 

https://scholar.google.es/citations?user=amklQ9sAAAAJ&hl=en&oi=sra
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2013; Coppens et al., 2015; Renuka et al., 2015; Doğan‐Subaşı et al., 2016) o para la eliminación 

de pesticidas en suelos contaminados (Matamoros et al., 2016). 

 

 

 Halofilos tolerantes, moderados y extremos 

 Hasta el momento, son muchos los estudios realizados sobre microorganismos con 

capacidad para desarrollarse a altas concentraciones salinas. Una de las microalgas más estudiadas 

por su halotolerancia es Dunaliella salina (Tornabene et al., 1980; Borowitzka et al.,1984; 

Ginzburg., 1993; Oren, 2002; Chen et al.,2012; Miandooab et al., 2015). En la Tabla 3 se 

describen algunos de estos microorganismos.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

En relación a la microbiota aislada de ambientes salinos, se ha podido demostrar que la 

adaptación de la composición lipídica de sus membranas citoplasmáticas frente a una nueva 

situación de estrés osmótico incluye notables modificaciones en la composición de fosfolípidos y 

ácidos grasos (Ramírez et al., 2006), siendo la principal estrategia de estos microorganismos la 

acumulación masiva de diferentes concentraciones de compuestos iónicos y no iónicos, en el 

citoplasma con objeto de lograr compensar la presión osmótica del medio que lo rodea (Madern 

et al., 1999; Ramírez et al., 2006); así, por ejemplo, se ha demostrado que en Archeas la 

acumulación de KCl conlleva una adaptación a las altas concentraciones salinas, lo que deriva en 

la protección de las proteínas y otros componentes celulares tales  como los ribosomas (Dennis et 

al., 1997).   

 

Por otro lado, Moronta et al. en 2006 cultivó Chlorella sorokiniana, y comprobó que el 

incremento de la salinidad producía un efecto inhibitorio sobre el crecimiento de la microalga 

estudiada. A 25 y 35 mg/L, la densidad celular disminuyó en un 97,9% y en un 98,5% 

Tabla 3: Microalgas halófilas y halotolerantes. 

Microorganismo Referencia 

Chroomonas sp Henderson et al., 1992 

Tetraselmis sp Fon Sing et al., 2014 

Tetraselmis suecica Moheimani et al., 2016 

Dunaliellasalina Nguyen et al., 2016 

Chaetoceros gracilis Perez et al., 2016 

Aphanothece halophytica Monisha et al., 2016 
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respectivamente, en cultivos no axénicos. En cultivos mixotróficos, la microalga creció a todas 

las salinidades, con un descenso hasta del 61,8% cuando se cultivó a 40 mg/L.  

 

 Barófilos 

 En 1998, Barbosa-Canova et al. establecieron una clasificación de microorganismos en 

función de su capacidad para desarrollarse en situaciones de presiones superiores a la atmosférica. 

(Tabla 4). 

 

Tabla 4: Clasificación general de microorganismos en función de  

la presión a que se desarrollan 

 

 

 

 

 

 

De acuerdo con Lee et al. (2002), en general, los microorganismos no sobreviven a 

presiones superiores a 400-600 MPa, sin embargo, algunas especies esporuladas sí son capaces 

de sobrevivir a presiones mayores a 1000 MPa a temperatura ambiente (Palou et al., 1997). Una 

de las estructuras celulares afectadas por la presión en los microorganismos es su pared celular, 

debido a la desnaturalización irreversible que se produce en las enzimas que intervienen en la 

replicación y transcripción de ADN, siendo las Gram positivas las que más se afectan por las altas 

presiones (Cheftel et al., 1995; López-Caballero et al., 2000).  

 

Delong et al. (1997) describieron algunas proteobacterias tales como Shewanella, 

Photobacterium, Colwellia y Moritella capaces de desarrollarse a muy bajas temperaturas y altas 

presiones. La mayoría de los estudios de barófilos están enfocados principalmente hacia la 

búsqueda de metodologías que permitan detectarlos y eliminarlos de alimentos sin modificar las 

características organolépticas y nutricionales de los alimentos  (Rendueles et al., 2011). 

 

 

 

 

 

 

Microorganismos Rango de presión (MPa) 

Barófilos >40 

Euriboricos 0,1 - 40 

Barodúricos 40 - 202 
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 Psicrófilos 

Los ambientes psicrófilos representan la mayor parte de los ambientes presentes en la 

biosfera (Morgan-Kiss et al., 2008). Los océanos, lagos y en especial zonas de alta montaña están 

expuestas a temperaturas por debajo de 0ºC (Georlette, 2004), lo que despierta un especial interés 

debido a que son hábitat donde proliferan microorganismos adaptados al frío. Las aguas de alta 

montaña están sometidas a fluctuaciones de temperatura a lo largo de todo el año, y presentan 

variaciones en relación al pH, tensión de oxigeno, transparencia y condiciones nutricionales 

(Wehr and Sheath, 2003; Margesin et al., 2011; Ciccazzo et al., 2015; Maccario et al., 2015; Fang 

et al., 2015). 

 

En 1887, Forster aisló microorganismos que podían crecer y reproducirse a 0ºC, desde 

entonces se han llevado a cabo muchos estudios acerca de estos.  Kobori et al., (1984) realizaron 

uno de los primeros estudios de microorganismos psicrófilos exponiendo los potenciales usos 

biotecnológicos del metabolismo enzimático de estos microorganismos tales como su posible uso 

como aditivos en detergentes, industria alimentaria, biorremediación ambiental, 

biotransformación y biología molecular entre otras aplicaciones. En la actualidad esta línea de 

investigación ha sido objetivo de numerosos estudios (Karan et al., 2012; Varshney et al., 2015; 

Hong et al., 2015; Seckbach et al., 2015; Kim et al., 2016; Dickinson et al., 2016 ). (Tabla 5) 

 

 

Tabla 5: Enzimas extremofilas obtenidas de diferentes microalgas  

Enzimas Microorganismo Referencia 

-Amilasa 

Alteromonas 

haloplanctis 

 

Kumagai et al., 2009 

Mao et al., 2015 

Feller et al., 2003 

Hsieh et al., 2015 
β-Lactamasa 

Psychrobacter 

immobilis 

Ca2+, Zn2+-proteasa Pseudomonas sp. 
Bhagwat et al., 2015 

Struvay et al., 2012 

Lipasa Psychrobacter sp 
De Santi et al., 2012 

Kim et al., 2015 

Glucosa-6-fosfato deshydrogenase Koliella antarctica Ferrara et al., 2013 

Quitinasa  Glaciozyma antarctica 
Ramli et al., 2012 

Alcaíno et al., 2015 

carboxil esterase Oleispira antarctica 

Lemak et al., 2012 

Tchigvintsev et al., 

2015 

 

 

https://scholar.google.es/citations?user=Nvm2eBUAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=iGk7Te8AAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=x1qSlpUAAAAJ&hl=en&oi=sra
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Un ecosistema particularmente interesante son las nieves perpetuas, la superficie de hielos 

y las nieves de los glaciares de alta montaña donde se han podido aislar diversas especies de 

microalgas y bacterias. Entre las microalgas más comunes se encuentran Chlamydomonas nivalis, 

microorganismo aislado de glaciares situados a una altitud mayor a 1600 m (Pocock et al., 2004); 

Además se han aislado especies del genero Chloromonas, así como otras especies adaptadas y de 

amplia distribución tales como Ancylonema nordenskioeldii y Mesotaenium berggrenii, estos 

últimos se han hallado en una gran mayoría de  glaciares  (Takeuchi et al., 2004; Hodgson et al., 

2009; Uetake  et al., 2010; Vonnahme et al., 2015). 

 

Los psicrófilos se han convertido en un importante recurso para la prospección biológica 

debido a sus adaptaciones al frío. Algunos ejemplos de microorganismos adaptados a ambientes 

fríos son:  

 

Bacterias Gram 

negativas 

Pseudoalteromonas, Moraxella, Vibrio, Psychrobacter, 

Polaromonas, Psychroflexus, Polaribacter, Moritella, y algunas 

especies del género Pseudomonas 

Bacterias Gram positivas Arthrobacter, Bacillus,  Micrococcus 

Levaduras Candiday, Cryptococcus 

Archaeas Methanogenium, Methanococcoides, Halorubrum 

Hongos Penicillium,  Cladosporium 

Microalgas Chloromonas (Margesin et al.,2002;  Fendrihan et al., 2012)  

Nitzschia sp, Thalassiosira sp. (Van Baalen et al.,1985)  

Ancylonema nordenskioeldii, Cylindrocystis brebissonii; 

Mesotaenium berggrenii (Uetake et al., 2010) 

 

La capacidad de los psicrófilos para sobrevivir y prosperar a temperaturas bajas se debe 

a que han sufrido numerosas adaptaciones al frio tales como: a) la reducción de la actividad 

enzimática, b) aumento de la despolarización de sus membranas, y como consecuencia la 

reducción del transporte nutrientes y de metabolitos secundarios a través de dichas membranas, 

c) disminución de los niveles de transcripción y por tanto reproducción celular, y d) reducción de 

la desnaturalización de proteínas por la modificando del plegamiento de proteínas y la formación 

de hielo intracelular (Russell  et al., 1990; Gerday et al., 2000; Varshney  et al., 2015; Seckbach  

et al., 2015). 

 

Estos microorganismos han evolucionado con éxito modificando algunas expresiones 

genotípicas y/o fenotípicas (D’Amico et al., 2006).  La microalga Nitzschia seriata común en los 

hielos profundos del ártico, posee una temperatura óptima de crecimiento que va desde los 6ºC a 

https://scholar.google.es/citations?user=nq00-E4AAAAJ&hl=en&oi=sra
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los 10ºC (Smith et al., 1994); estos autores demostraron que esta microalga disminuye su 

actividad fotosintética a temperaturas inferiores a 4ºC, incrementando su tamaño, y siendo los 

rangos letales de temperatura para su supervivencia las inferiores a  -1,8  y superiores a 15ºC.  

 

Se ha descrito que la mejor adaptación de los microorganismos fotosintéticos se debe a la 

optimización de su eficiencia metabólica y a la compensación del nivel de proteinas, y no a la 

velocidad de crecimiento (Willem et al., 1999; Feller et al., 2003). Un ejemplo sería el estudio 

realizado con la enzima Rubisco; esta enzima se ha obtenido tanto de dos microalgas psicfrófilas 

del genero Chloromonas como de microalgas mesófilas tales como Chlamydomonas reinhardtii, 

siendo más termoestable la obtenida de microalgas psicrófilas (Devos et al., 2002). 

 

 1.3.- Ambientes psicrófilos acuáticos 

 

Los océanos, ocupan gran cantidad de la superficie terrestre y mantienen una temperatura 

promedio por debajo  de los 5ºC (Margesin et al., 2010), existiendo zonas como los cascos polares 

que permanecen congeladas de forma prácticamente continua todo el año.  

 

Hooker en 1840 fue de los primeros investigadores en dar a conocer la presencia de vida 

en ambientes marinos de baja temperatura; posteriormente, en 1887, Forster describió enzimas 

aisladas de peces que crecían a temperaturas cercanas a 0ºC. 

 

Una gran parte de los microorganismos marinos se desarrollan perfectamente a 

temperaturas de entre 0 y 4ºC aunque la temperatura óptima de desarrollo de muchos de ellos se 

encuentra entre 18 y 22ºC;  en su mayoría son bacterias Gram negativas localizadas en la columna 

de agua (Zobell and Upham, 1944;  D’Amico et al., 2006; Baek et al., 2015) y bacterias Gram 

positivas localizadas en los sedimentos marinos. (Moriarty and Hayward, 1982). 

 

Habitualmente se considera que la biodiversidad disminuye con el aumento progresivo 

de la latitud, llegando a registros mínimos en las zonas polares más extremas. Este patrón se 

atribuye a un gradiente de temperatura, humedad y duración de la estación estival (Smith, 1994; 

Convey, 2001; Kappen, 2004) sin embargo, estas conclusiones están basadas, en términos 

generales, en observaciones y patrones de estudios ecológicos realizados con organismos más 

complejos y no tendría por qué suceder en el caso de la diversidad microbiana. De hecho, en la 

Antártida se han descrito altísimas diversidades tanto de procariotas (Tindall, 2004) como de 
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eucariotas (Lawley et al., 2004), observándose que los mayores índices de biodiversidad terrestre 

de todo el continente Antártico se dan en los archipiélagos antárticos y subantárticos localizados 

en la periferia del continente (Convey and Stevens, 2007). 

 

En relación a las regiones polares, las comunidades microbianas están dominadas 

mayoritariamente por cianobacterias del orden Oscillatoriales (Vincent et al., 2000). Velázquez 

et al., en 2011estudiaron la secreción de exopolisacáridos de la cianobacteria Leptolyngbya sp., 

llegando a la conclusión de que originaban estructuras cohesivas capaz de proporcionar una base 

muy propicia para la creación de microhábitats donde posteriormente podrían asentarse otros 

microorganismos con diferentes características ecológicas. 

 

En estos hábitats,  los ecosistemas están sometidos a condiciones  extremas como los 

ciclos de congelación-descongelación, variaciones en la radiación recibida (incluida la radiación 

ultravioleta) y aportes desiguales tanto de nutrientes como de salinidad (Velázquez et al., 2011), 

siendo ambientes típicos de zonas polares del Ártico y del Antártico.  

 

Los Oscillatoriales polares tienen una amplia tolerancia térmica (Tang et al., 1997). En 

términos generales, la mayor cantidad de microorganismos suelen encontrarse en la zona más 

superficial, donde se localiza el fitoplancton. Estos últimos, se encuentran constituidos 

principalmente por cianobacterias y algas eucariotas, capaces de extenderse por todos los océanos 

mediante las corrientes marinas (Riquelme et al., 2003). Es también de destacar que el 

fitoplancton interactúa con otros microorganismos tales como zooplancton, bacterias y virus 

(Suttle et al., 1990; Plum et al., 2015; Frada et al., 2015; Lima-Mendez  et al., 2015; Montiel-

Martínez  et al., 2015; Ramanan et al., 2016).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

https://scholar.google.es/citations?user=EIxkfJUAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=lrYrlPYAAAAJ&hl=en&oi=sra
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 2.  Ambientes psicrófilos acuáticos de Sierra Nevada 

 

 

 2.1.- Parque Nacional de Sierra Nevada 

 2.1.1. Generalidades, ubicación 

 El macizo de Sierra Nevada, se sitúa en la Península Ibérica, próximo a la costa del 

Mediterráneo entre las provincias de Granada y Almería, concretamente se extiende desde la zona 

centro sureste.  Bautizada como la “Sierra del Sol” en la Edad Media, este sistema montañoso 

alberga un patrimonio cultural de alto valor, derivado de los legados romanos, visigodos y árabe. 

(Figura 1) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Constituida por un sistema montañoso  de clara diferenciación geográfica, se encuadra 

dentro del sistema Penibético, siendo las coordenadas geográficas entre las que se encuentra de: 

36°55' a 37°15' de latitud norte, y de 2°56' a 3°38' de longitud oeste. Sierra Nevada es una 

alineación montañosa de dirección Este-Oeste, de unos 80 km de longitud y anchura variable, 

entre 20 y 35 km, con una extensión total de unas 200.000 hectáreas.  

 

 Esta cordillera se característica por presentar más de 20 cumbres coronadas por picos 

situados por encima de los 3.000 metros sobre el nivel del mar, entre las que destacan el Mulhacén, 

con 3.482 metros que lo convierten en el pico más alto de la Península Ibérica, y el pico Veleta, 

con una altura con 3.392 metros. Los grandes desniveles existentes, unido a la diferenciación 

térmica, propician la presencia de cinco de los seis pisos de vegetación (bioclimáticos) de la 

       
     Figura 1: Panorámica de Sierra Nevada y la ciudad de Granada 
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región Mediterránea, con la consiguiente variabilidad de ecosistemas que esto lleva emparejado. 

(BOJA núm. 155, 2011 de 09 de agosto de 2011, Decreto 238/2011 de 12 de julio). 

 

 

 Sierra Nevada presenta cierta homogeneidad 

en lo referente a su geología, ya que, la mayor parte de 

su superficie está asentada sobre micaesquistos, 

materiales metamórficos de edad paleozoica, 

pertenecientes desde el punto de vista geológico al 

complejo nevado-filábride (zona interna de las 

Cordilleras Béticas).  

 

Son materiales impermeables, pero en las zonas altas, debido al grado de alteración de los mismos, 

se posibilita la infiltración de las aguas de deshielo y escorrentía. Alrededor de estos materiales y 

a cotas más bajas hay una serie de dolomías y calizo-dolomías de edad triásica generalmente muy 

fracturadas, pertenecientes al Complejo Alpujárride.  (García Canseco, 2001).  

 

 La arista de cumbres permite repartir sus aguas en dos vertientes hidrográficas muy 

diferentes entre sí: la vertiente mediterránea al Sur es la más extensa, y es donde se encuentran la 

mayor parte de las lagunas de alta montaña existentes en Sierra Nevada, estando caracterizada 

por suaves lomas que drenan sus aguas al mar Mediterráneo. En su lado opuesto se localiza la 

vertiente Atlántica, al Norte,presentando fuertes pendientes, y donde tiene lugar el nacimiento de 

numerosos ríos ubicados casi todos ellos en la cuenca del Río Guadalquivir, drenando sus aguas 

hacia el océano Atlántico (Castillo Martín et al., 1999). 

 

 Todas estas altas cumbres destacan, por tanto,  por sus peculiaridades árticas que los 

convierten en elementos de alto valor científico. 

 

 

 

 

 

 

 
      Figura 2:  Laguna de La Caldera 
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 2.1.2. Reconocimientos y declaraciones de protección  

 

 Sierra Nevada,  Reserva de la Biosfera 

 (Datos obtenidos de: http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/)   

 El programa MaB (Man and the Biosphere) de la UNESCO se constituye como nuevo 

ámbito de investigación en las relaciones entre los sistemas ecológicos y el hombre. 

 

 El concepto de "Reservas de la Biosfera" se concibió a mediados de la década de los 70, 

aunque el conjunto de orientaciones concretas no se plasmaron hasta 1983, momento en el que se 

celebró el Congreso Internacional de Reservas de la Biosfera, celebrado en la ciudad de Minsk 

(Bielorrusia). De esta reunión emanó un Plan de Acción que contenía directrices, 

recomendaciones y una serie de medidas necesarias a poner en práctica en estos espacios. 

 

 Posteriormente, en la Cumbre de Río de Janeiro (1992), se planteó la necesidad de revisar 

y actualizar nuevos documentos de trabajo para la Red Internacional de Reservas de la Biosfera. 

Finalmente, en el marco de laReunión Internacional de Expertos sobre las Reservas de la Biosfera, 

celebrada en Sevilla, en 1995, se elaboró un nuevo documento que adecuaba y consolidaba el 

concepto de Reserva a las actuales condiciones ambientales y sociales. 

 

 Básicamente, las Reservas han de cumplir tres funciones: 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Existen más de trescientas Reservas de la Biosfera en todo el mundo. En 1977 la 

UNESCO declaró las dos primeras Reservas de la Biosfera españolas: Grazalema y Ordesa-

Viñamala. En 1978 se añadieron Doñana y el Montseny y, en 1986, prueba del reconocimiento 

internacional, de la singularidad y su riqueza natural excepcional, Sierra Nevada fue declarada 

 La conservación de la diversidad biológica, los recursos genéticos  

ylos ecosistemas. 

 

 El desarrollo sostenido de los recursos de la región, enestrecha  

colaboración con la población local. 

 

 Su  integración  en  una  Red  Internacional   como  base   para  la  

investigación, la enseñanza y la vigilancia del medio ambiente. 

 

http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/sierra/historia.htm
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por la UNESCO Reserva de la Biosfera, constituyéndose la decima en España, de un total de 

quince reservas.  

 

 Sierra Nevada, Parque Natural 

 Tres años  más  tarde,  mediante  la  Ley  2/1989,  de  18  de  julio, (BOJA 60/1989, de 

27 de julio; BOE 201/1989, de 23 de agosto), por la que se aprueba el Inventario de Espacios 

Naturales Protegidos de Andalucía y se establecen medidas adicionales para su protección, en su 

artículo 7, se declara Parque Natural a Sierra Nevada (Granada-Almería), detallándose una 

superficie de 140.200 hectáreas. 

 

 De acuerdo con los criterios de clasificación, los espacios naturales protegidos se agrupan 

en  figuras declarativas. Dentro de cada figura declarativa, los distintos espacios se relacionan con 

las provincias en que se integran. Cuando un mismo espacio natural protegido afecta a más de 

una provincia, se incluye dentro de aquélla a la que corresponde la mayor superficie. Así, en el 

caso de Sierra Nevada se considera Parque Natural de Granada-Almería. 

 

 Breve descripción del recorrido del Parque Natural de  Sierra Nevada 

 Por Decreto 64/1994, de 15 de marzo, por el que se aprueba el Plan de Ordenación de los 

Recursos Naturales y el Plan Rector de Uso y Gestión del Parque Natural de Sierra Nevada, se 

precisó la descripción literaria de los límites de este Parque (artículo 3.2) en su Anexo 3º: 

 

 Por el Oeste, comienza en el lugar de la confluencia del término municipal de la Peza con 

el Río Padules. Continúa por éste último hasta el Barranco de los Tejos por donde asciende al 

Pico de las Cuatro Lindes, la Fuente de los Amigos y el Collado del Pino, para continuar por el 

Barranco del Pino hasta confluir con el Río Maitena.  Continua en dirección Sur por el monte 

desde el pueblo de Lanjarón hasta su intersección con el río Lanjarón y de aquí hacia el sur por la 

acequia Mesquerina hasta contactar con el límite de los términos municipales de Lanjarón-Cañar 

y Cañar-Orgiva. Una vez alcanzada Trevélez, continúa por el Este hacia Mecina Alfahar y 

Laroles.  Sigue hacia el Norte hasta Bayarcal y Laujar-Andarax, llegando hasta el término 

municipal de Lugros, La Peza y Güejar, lugares tomados como punto de partida. 
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 Términos municipales del Parque Natural de  Sierra Nevada: 

Almería: Bayarcal, Paterna del Río, Laujar de Andaras, Beires, Ohanes, Fiñana, 

Abrucena, Abla, Doña María, Nacimiento, Alcolea, Fondón, Terque, Alboloduy, 

Canjayar y Ragol. 

 

Granada: Güejar-Sierra, Monachil, La Zubia, Gojar, Dilar, Padul, Durcal, Nigüelas, 

Lecrín, Lanjarón, Pañar, Orjiva, Suportujar, Pampaneira, Dólar, La Calahorra, Lanteira, 

Lugros, Bubión, Capileira, Portugos, Busquistar, Almegijar, Cástaras, Trevales, Juviles, 

Berchules, Alpujarra de la Sierra, Valor, Nevada, Huénejar, Ferreira, Aldeire y Jerez 

Marquesado.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Sierra Nevada, Parque Nacional 

 (Datos obtenidos de la legislación vigente tanto en BOJA como en BOE acerca de Parques 

Nacionales españoles así como de la red de Parques Nacionales: 

http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/). 

 

 La Red de Parques Nacionales es un sistema integrado para la protección y gestión de una 

selección de las mejores muestras del Patrimonio Natural Español. Está conformada por los 

Parques Nacionales que la integran, el marco normativo, los medios materiales y humanos, las 

instituciones y el sistema de relaciones necesario para su funcionamiento. Su finalidad es asegurar 

la conservación de los Parques Nacionales, y posibilitar su uso público y la mejora del 

conocimiento científico de sus valores naturales y culturales, así como fomentar una conciencia 

social conservacionista, el intercambio de conocimientos y experiencias en materia de desarrollo 

sostenible, la formación y cualificación de los profesionales que trabajan en ella y su 

incorporación y participación en redes y programas internacionales. 

 

 

Figura 3: Laguna de Las Yeguas. Parque 

Nacional  de Sierra Nevada. Fotos 

tomadas en Julio de 2011. 

http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/red_ppnn/red.htm


    

 

 

 

 

 

 

Introducción 

 

          | 35 

 Mediante la Ley 3/1999, de 11 de enero, se declaró el Parque Nacional de Sierra Nevada, 

lo que supuso la incorporación de los ecosistemas naturales de alta montaña mediterránea en la 

Red de Parques Nacionales. Este hecho fue de gran relevancia ya que con ello se agudizaba y 

blindaba la protección y preservación de este espacio natural situado en el lugar más meridional 

de la Península Ibérica. A partir de este momento, su gestión ha quedado vinculada a la 

Administración General del Estado así como a la Comunidad Autónoma de Andalucía. De esta 

manera, de acuerdo con la doctrina de la Reserva de  la  Biosfera,  se  configura  para  el  macizo  

de  Sierra  Nevada un sistema de protección con una zona núcleo, que se corresponde con el 

Parque Nacional, para la que se establece un régimen jurídico de protección más intenso y amplio, 

gestionado desde 1 de julio de 2006 exclusivamente por la Comunidad Autónoma de 

Andalucía..(BOJA núm. 155, 2011 de 09 de agosto de 2011, Decreto 238/2011 de 12 de julio). 

 

 El Parque Nacional de Sierra Nevada viene, por tanto, a sumarse a la Red de Parques 

Nacionales (Ley 3/99, de 11 de enero de 1999), alcanzándose la cifra de 12 parques en todo el 

territorio español. Con ello, Sierra Nevada incorpora a dicha Red  los ecosistemas de alta montaña 

mediterránea, que hasta el momento no estaban representados. 

 

 La Ley 5/2007, de 3 de abril, de la Red de Parques Nacionales, (BOE, núm. 81) establece 

en su artículo 3 la definición de Parques Nacionales como aquellos espacios de alto valor 

ecológico y cultural, poco transformados por la explotación o actividad humana que -en razón de 

la belleza de sus paisajes, la representatividad de sus ecosistemas o la singularidad de su flora, 

de su fauna, de su geología o de sus formaciones geomorfológicas- poseen unos valores 

ecológicos, estéticos, culturales, educativos y científicos destacados cuya conservación merece 

una atención preferente, declarándose por todo ello de interés general del Estado.La declaración 

del Parque Nacional de Sierra Nevada es, por tanto, la primera que se produce por las Cortes 

Generales tras la modificación de la Ley 4/89, de Conservación de los Espacios Naturales y de la 

Flora y Fauna Silvestre, por la Ley 41/97. 
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 Declarar Parque Nacional a Sierra Nevada ha tenido por objeto: 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 1: Legislación Básica de de la Red de Parques Nacionales de España. 

http://reddeparquesnacionales.mma.es  

PATRIMONIO NATURAL Y BIODIVERSIDAD 

LEY 42/2007, de 13 de diciembre, del Patrimonio Natural y de la Biodiversidad. 

(BOE, nº 299, de 14 de diciembre de 2007). 

CREACIÓN DEL OAPN 

REAL DECRETO 1055/1995, de 23 de junio por el que se modifica parcialmente la 

estructura orgánica básica del Ministerio de Agricultura, Pesca y Alimentación. 

(BOE, nº 158, de 4 de julio de 1995) 

ADSCRIPCIÓN DEL OAPN AL MINISTERIO DE AGRICULTURA, ALIMENTACIÓN Y 

MEDIO AMBIENTE 

Real Decreto 401/2012, de 17 de febrero, por el que se desarrolla la estructura orgánica 

básica del Ministerio de Agricultura, Alimentación y Medio Ambiente. 

(BOE, nº 42, de 18 de febrero de 2012). 

RED DE PARQUES NACIONALES 

Ley 4/1989, de 27 de marzo, de Conservación de los Espacios Naturales y de la Flora Y 

Fauna Silvestres .  (BOE nº 74, de 28 de marzo de 1989).  

(El régimen sancionador aplicable a los Parques Nacionales es el establecido en el Título VI 

de esta Ley, por lo demás derogada por la ley 42/2007). 

LEY 5/2007, de 3 de abril, de la Red de Parques Nacionales.(BOE, nº 81, de 4 de abril de 

2007). 

CONSEJO DE LA RED DE PARQUES NACIONALES 

REAL DECRETO 12/2008, de 11 de enero, por el que se regulan la composición y el 

funcionamiento del Consejo de la Red de Parques Nacionales. (BOE, nº 11, de 12 de enero de 

2008). 

COMISIONES MIXTAS Y PATRONATOS 

REAL DECRETO 1760/1998, de 31 de julio, por el que se determina la composición y 

funcionamiento del consejo de la Red de Parques Nacionales, de las Comisiones Mixtas de 

Gestión de dichos parques y de sus Patronatos. (BOE, nº 209, de 1 de septiembre de 1998). 

 

Proteger la integridad de sus ecosistemas, que constituyen una extraordinaria.  

 

Representación de los sistemas mediterráneos de montaña y alta montaña. 

 

Asegurar la conservación y la recuperación, en su caso, de los hábitats y las 

especies. 

 

Contribuir a la protección, el fomento y la difusión de sus valores culturales. 

 

Promover el desarrollo sostenible de las poblaciones cuyo territorio esté, en todo 

o en parte, dentro del Parque Nacional. 

 

Aportar al patrimonio común una muestra representativa de los ecosistemas de la 

alta montaña mediterránea, incorporando el Parque Nacional de  SierraNevada a 

los programas nacionales e internacionales de conservación de la biodiversidad. 

http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/leg_basic.htm
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/ley_42_07.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/ley_42_07.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1055.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1055.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_401.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_401.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/ley_4_89_consolidada.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/ley_4_89_consolidada.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/ley_5_07.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_12_2008.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_12_2008.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1760.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1760.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1760.pdf
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PLAN DIRECTOR 

REAL DECRETO 1803/1999, de 26 de noviembre, por el que se aprueba el Plan Director de 

la Red de Parques Nacionales. (BOE, nº 209, de 1 de septiembre de 1998). 

Sentencia del Tribunal Constitucional 101/2005, de 20 de abril de 2005. Conflicto positivo de 

competencia planteado por el Consejo de Gobierno de la Junta de Andalucía en relación con 

el Real Decreto 1803/1999, por el que se aprueba el Plan director de la red de parques 

nacionales 

(BOE núm 120, de 20 de mayo de 2005). 

SUBVENCIONES 

REAL DECRETO 1229/2005, de 13 de octubre, por el que se regulan las subvenciones 

públicas con cargo a los Presupuestos Generales del Estado en las áreas de influencia 

socioeconómica de los Parques Nacionales. (BOE núm. 246, 14 octubre 2005). 

LEY DE DECLARACIÓN Y RECLASIFICACIÓN DE LOS PARQUES NACIONALES 

LEY 3/1999, de 11 de enero, por la que se crea el Parque Nacional de Sierra Nevada 

(BOE, nº 11, de 13 de enero de 1999). 

LEGISLACIÓN DE LAS COMUNIDADES AUTÓNOMAS 

(BOE, nº 141, de 14 de junio de 2006). 

PLANES DE ORDENACIÓN DE LOS RECURSOS NATURALES DE LOS PARQUES 

NACIONALES 

DECRETO 238/2011, de 12 de julio, por el que se establece la ordenación y gestión de 

Sierra.   (BOJA, nº 114, de 9 de agosto 2011) 

LEY DE PARQUES NACIONALES, aprobada en diciembre de 2014, el Consejo de la Red, 

y el Plan Director de la Red de Parques Nacionales, aprobado con rango de Real Decreto. 

 

 Otros reconocimientos: 

 Los Parques Nacionales españoles tienen un reconocimiento internacional que viene dado 

por su estado de conservación, planificación y gestión integrada de los recursos naturales.  

 

 En concreto, Sierra Nevada posee diferentes reconocimientos a nivel internacional el ya 

citado de Reserva de la Biosfera (1986). Lugar de Interés Comunitario para la Red Natura 2000 

(Lic), así como la declaración de zona ZEPA (zona especial de protección para las aves), en el 

año 2000 (RED NATURA, 2000). El día 2 de Octubre de 2004, Europarc concedió la Carta 

Europea de Turismo Sostenible (CETS) al Parque Nacional de Sierra Nevada (Boletin Europarc, 

núm. 18 de noviembre de 2004 (http://www.redeuroparc.org).   

 

 En definitiva, como consecuencia de las distintas denominaciones citadas anteriormente, 

en el macizo de Sierra Nevada, se encuentran tanto el Parque Nacional, ocupando las altas 

cumbres, como el Parque Natural, lugar periférico al anterior y que incluye algunas zonas 

habitadas y núcleos de población. Se dispone así de una graduación en los niveles de protección 

del macizo que permite una diferente regulación de los usos y aprovechamientos.  

 

http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1803.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/rd_1803.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/stc_101.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/stc_101.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/stc_101.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/stc_101.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/subvenciones.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/subvenciones.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/org_auto/informacion_general/pdf/subvenciones.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/sierra/pdf/snev_creacion.pdf
http://reddeparquesnacionales.mma.es/parques/sierra/pdf/snev_creacion.pdf
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 Es interesante comentar que en la actualidad existe una red de seguimiento del Cambio 

Global. Se trata de una plataforma abierta para la captura y el intercambio de datos e información 

sobre el cambio global en la Red de Parques Nacionales. El objetivo del  programa es crear una 

infraestructura de toma, almacenaje y procesamiento de datos, además de su intercambio con la 

Comunidad Científica, que  permita el desarrollo de un sistema de evaluación y seguimiento de 

los impactos que se pueden generar en  la red de Parques Nacionales españoles como 

consecuencia del Cambio Global; se basa, por tanto, en la información obtenida a  partir de la 

toma de datos ‘in situ’. Del conjunto de los catorce espacios incluidos en la Red NATURA, Sierra 

Nevada ha sido seleccionada como uno de los Parques más representativos para el estudio del 

Cambo Climático Global.  

 

 Por último, cabe mencionar que ambos parques (el Natural y el Nacional) de Sierra 

Nevada han sido designados Lugares de Importancia Comunitaria (LIC) de la Región 

Biogeográfica Mediterránea, por decisión de la Comisión Europea de 19 de julio de 2006, de 

conformidad con la Directiva 92/43/CEE, de 21 de mayo de 1992, (LIC Sierra Nevada, código 

ES6140004). 

 

 

2.2. Lagunas glaciares y lagunillas de Sierra Nevada, presencia según épocas 

estacionales 

 

 Aspectos generales 

 (Datos obtenidos de http//www.juntadeandalucia.es/medioambiente) 

 Sierra Nevada representa el reducto más meridional del glaciarismo en Europa el cual 

dejó su impronta en la fisionomía del paisaje de cumbres conformando circos, valles glaciares y 

nichos de nivación que, tras la retirada de los hielos, dieron lugar a las lagunas que actualmente 

se asientan sobre estas formaciones. Sin embargo, la capacidad erosiva de los glaciares fue de 

escasa consideración, debido a la baja latitud de este sistema montañoso y a la dureza de los 

materiales geológicos, por lo que las cubetas generadas por la incidencia del glaciarismo son, en 

general, de modestas dimensiones, tanto en lo que se refiere a su superficie como a su 

profundidad.  
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 En el núcleo central de la Sierra, donde se encuentran las cumbres más elevadas, afloran 

materiales del conjunto Nevado-Filábride, constituido por materiales de zócalo donde 

predominan micaesquistos acompañados de cuarcitas, mármoles, gneises, serpentinas y 

anfibolitas; rodeando al anterior aparece el conjunto Alpujárride, formado por micaesquistos del 

Paleozoico y Precámbrico, filitas con cuarcitas del Permotrías y una potente formación, en el 

tramo superior, de calizas y dolomías triásicas. 

 

 La red hidrográfica de Sierra Nevada está formada por numerosos arroyos, ríos y 

barrancos con poca agua en invierno y un caudal elevado en primavera y principios de verano, 

momento en el que comienza la fusión de las nieves. Entre los principales cursos fluviales destaca 

el río Izbor, que nace en su núcleo central, el río Genil, que recoge las aguas de la vertiente 

septentrional, y los ríos Andarax y Guadalfeo, que tienen su origen en la parte más meridional de 

la sierra. 

 

 En Sierra Nevada, la morfogénesis glaciar ha configurado unas cincuenta cubetas 

localizadas, en su mayoría, entre los 2800 y 3040 m de altitud y entre las que destaca la laguna de 

La Caldera (Figura 2), con aproximadamente dos hectáreas de superficie y doce metros de 

profundidad máxima o la laguna de Las Yeguas (Figura 3). También son conocidas las lagunas 

de Aguas Verdes, Laguna Larga, Peñón Negro, Hondera, Vacares o Altera (Figura 4). Las 

lagunas de La Caldera y Aguas Verdes son las que se sitúan a cotas más elevadas, a 3040 m y 

3030 m de altitud, respectivamente. 
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 Las lagunas de Sierra Nevada se alimentan por aportes superficiales (sistemas epigénicos) 

de escorrentía y deshielo, existiendo, en la mayoría de ellas, pequeños arroyuelos afluentes. 

 

 Aunque en general se trata de cubetas de aguas permanentes, están sujetas a fluctuaciones 

de nivel en el periodo estival, más o menos acusadas en función de su localización y de sus 

características morfométricas, de manera que algunas de ellas pueden llegar a secarse 

completamente en verano. En estos sistemas, los efluentes naturales, de existir, se forman por 

rebose, si bien puede producirse cierta percolación del agua contenida en algunas cubetas a través 

de fracturas y diaclasas, con lo que se incrementa la pérdida añadida a la evaporación.  

 

 

   a     b 

  
   c     d 

  
   e     f 

  
Figura 4: Algunas lagunas de Sierra Nevada. a: Laguna de Aguas Verdes; b: Laguna 

Larga; c: Laguna del Peñón Negro; d: Laguna Hondera; e: Laguna de Vacares; f: Laguna 

Altera. 
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 Desde un punto de vista hidrogeológico, debido a la naturaleza dura y cristalina de los 

materiales, en general micaesquistos con distintos grados de metamorfismo prácticamente 

impermeables, no existen acuíferos en sentido estricto y, por tanto, los aportes de agua subterránea 

no son relevantes. Se puede hablar de cierta acumulación de 

agua relacionada con micaesquistos fracturados o acumulación de derrubios de gran potencia, 

pero en cualquier caso el agua almacenada tiene escasa entidad. 

 

 El complejo de lagunas glaciares de Sierra Nevada representa una particular tipología 

hidroquímica dentro del ámbito regional andaluz. Lejos de la tendencia general de los humedales 

andaluces, las lagunas de Sierra Nevada, que permanecen heladas durante gran parte del año, son 

de aguas dulces y débilmente mineralizadas, lo que constituye las señas de identidad de este tipo 

de ecosistemas acuáticos de alta montaña. (Figura 5) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 Características fisico-químicas 

 La naturaleza cristalina del sustrato rocoso sobre el que se asientan confiere, por un lado, 

una alta resistencia a la erosión hídrica, con lo que el aporte de iones por disolución del sustrato 

es reducido. Y por otro, limita la variabilidad en la composición química de las aguas de estas 

lagunas, debido a la naturaleza geológica relativamente homogénea de dicho sustrato. 

 

 A principios de primavera, cuando suele comenzar el deshielo, surgen numerosas lagunas, 

lagunillas y charcas en los circos, depresiones y cubetas. La mayor parte son almacenamientos 

efímeros. Ya que, conforme avanza el estiaje, la acción de factores climáticos como el sol y el 

 
  Figura 5: Chorreras de la Laguna de La Mosca 
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viento, dan lugar a una alta evaporación que unida a las posibles pérdidas por filtración y la 

carencia de nuevas aportaciones externas, hacen que la mayor parte de ellas desaparezcan. 

 

 El amplio abanico de lagunas glaciares representa sistemas acuáticos oligotróficos, ajenos 

a actividades antrópicas importantes, cuyo único aporte de nutrientes externo es el recibido por 

los flujos de aerosoles provenientes del Sahara. En los sistemas acuáticos oligotróficos la 

importancia de los aportes de nutrientes atmosféricos ha sido demostrada desde hace tiempo; por 

otro lado, las investigaciones realizadas en las lagunas glaciares de Sierra Nevada situadas entre 

las cotas de 2.800 y 3.100 metros apoyan la idea de que pueden afectarse de forma importante por 

el flujo de aerosoles (Morales Baquero et al., 2001). La principal afección que trae consigo estas 

aportaciones es el aumento del nivel de fósforo, lo que puede cambiar su carácter oligotrófico 

(Gibson et al., 1995). 

 

 En estudios realizados en algunos de estos cuerpos de agua (Consejería de Medio 

Ambiente, 2000, 2004) se han registrado salinidades que varían, aproximadamente, entre 0,02 g/l 

y 0,05 g/l. Estos valores van asociados a conductividades eléctricas igualmente muy bajas, ya que 

en los periodos estivales, en los que aumenta la concentración iónica de las aguas, no se suelen 

superar los 0,05 mS/cm. 

 

 En relación con la composición iónica de estas lagunas, se trata de sistemas de aguas 

bicarbonatadas en cuanto a su composición aniónica, en la que los iones cloruro y sulfato suelen 

representar, conjuntamente, porcentajes inferiores al 50%. Su composición catiónica aparece 

mayoritariamente representada por secuencias del tipo Ca- Mg-(Na). 

 

 Otra de las características limnológicas de estas lagunas de alta montaña es la baja 

concentración de clorofila A, considerada como estima de la biomasa fitoplanctónica, que 

confiere a la mayoría de estos medios acuáticos el carácter de oligotróficos en función de este 

parámetro. 

 

 Las bajas concentraciones de clorofila A (frecuentemente inferiores a los 3 mg/m3) 

responden a un reducido aporte de materia orgánica y, por consiguiente, de nutrientes, aunque se 

han llegado a registrar moderadas concentraciones puntuales (en torno a 10 mg/m3) en algunos 

de estos cuerpos de agua. 
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 En general, son sistemas que presentan una capacidad de tamponamiento relativamente 

más elevada que la que sería esperable por la naturaleza de las rocas sobre las que se asientan las 

cubetas, con valores de alcalinidad que han estado comprendidos entre 0,07 meq/l y 0,4 meq/l y 

valores de pH entre 6,5 y 8,5 unidades. En este sentido, algunos autores han señalado la 

contribución de episodios esporádicos, pero no infrecuentes, de precipitación (lluvia o nieve) 

cargada de material particulado procedente del norte de África que no sólo modifican las 

propiedades ópticas de los sistemas y representan entradas alóctonas de nutrientes (determinando 

incrementos puntuales de la concentración de clorofila), sino que constituyen la fuente principal 

en la generación de la alcalinidad de las aguas (Morales-Baquero, et al., 1992; Cruz-Pizarro, 

1994). 

 

 2.3. Interés del estudio de comunidades microbianas en lagunas glaciares  

 

Estudios realizados sobre la microbiota de ambientes psicrófilos glaciares y lagunas 

alpinas 

 

 De todo lo expuesto anteriormente, resulta evidente la necesidad de estudio de la 

microbiota de lagunas de alta montaña, ya que se sitúan en la base de la pirámide biológica. El 

impacto climático está ya ocasionando aceleradas variaciones sobre los microorganismos, los 

cuales modificarán inexcusablemente las características tanto biológicas como físicas y químicas 

de los ecosistemas alpinos, afectando inevitablemente a otros organismos que dependen de las 

rutas bioquímicas microbianas.    

 

 Los microorganismos juegan un indiscutible papel en la ecología del planeta y más aún 

en sistemas altamente protegidos donde el paisajismo, la fauna y la flora constituyen la referencia 

en relación a los diferentes grados de protección. No obstante, en contraposición con el interés de 

naturistas y ecólogos tradicionales cabe cuestionarse si el grado de prioridad debería comenzar 

por la protección y control de los ecosistemas microbianos, ya que éstos constituyen los pilares 

de todas las rutas metabólicas y bioquímicas del resto de los seres vivos.  
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 Es bien conocido que, hasta las últimas décadas,  no se le ha dado la suficiente importancia 

a la presencia microbiana en el aire (Sommaruga and  Casamayor, 2009). Los sistemas de blindaje 

microbiano en los ecosistemas “al aire libre” cada vez son más cuestionados por la comunidad de 

microbiólogos, dado que existe una interconexión global a través de corrientes aéreas y terrestres 

de la que no escapan los microambientes lagunares de alta montaña.  

 

 La información disponible hasta el momento sobre los diferentes grupos microbianos en 

diversos medios ambientes acuáticos es todavía insuficiente para poder obtener una idea global 

de los ecosistemas microbianos (Sommaruga and  Casamayor,  2009). En el caso de los lagos, 

existen relativamente pocos estudios que prueben que los factores ambientales, geográficos y 

locales afectan de manera decisiva a la composición de la comunidad bacteriana de un ecosistema.  

 

 Yannarell and  Triplett (2004) estudiaron el efecto positivo de los factores de "distancia 

geográfica" (500 km) y "ambientales" sobre la  composición de la comunidad bacteriana en el 

norte y el sur de los lagos de Wisconsin.  A escala espacial más pequeña (menor de 10 

km), Crump et al. (2007) utilizando las técnicas de estudio de Unidades Taxonómicas 

Operacionales (OTUs) mediante secuenciación del gen 16S rRNA, demostraron que la distancia 

geográfica y la conexión física del lago  (es decir, debida a las corrientes) influyen en la 

distribución del bacterioplancton.  Por el contrario, Reche et al. (2005) trabajando a una escala 

espacial similar, no detectaron la influencia del factor "distancia" en las lagunas de alta 

montaña de Sierra Nevada. Considerando que la ejecución de los 

análisis biogeográficos OTUs es un procedimiento válido, la falta de información sobre la 

afiliación taxonómica no permite la comparación con filotipos ya descritos desde fuera de la 

región estudiada (Sommaruga and  Casamayor, 2009). 

 

 Teóricamente,  podría decirse que los microorganismos pueden ser transportados por todo 

el planeta y que el único factor que puede limitar la habitabilidad de transporte de innumerables 

especies  son las propias condiciones de su maquinaria metabólica. De este modo, bacterias 

estrictamente psicrófilas podrían ser transportadas a diversos lugares del planeta, prosperando 

únicamente si alcanzan nuevos ambientes psicrófilos; en este sentido, también podría intuirse que 

bacterias psicrotolerantes aerotransportadas desde ambientes de alta montaña podrían sobrevivir 

en valles próximos a altas montañas donde las temperaturas son más moderadas. 
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 Uno de los conceptos más debatidos en Microbiología del Medio 

Ambiente,  especialmente en el ámbito acuático,  es si los microorganismos se encuentran sujetos 

a lo que se denomina "Biogeografía". A pesar de que se ha demostrado que existen patrones 

biogeográficos entre taxones microbianos al aire libre, la heterogeneidad del medio 

ambiente tiene en muchos casos, una influencia parcial en la variación espacial de la diversidad 

microbiana  (Hughes-Martiny et al.,  2006;. Ramette and  Tiedje, 2007). 

 

 Moulin and Chiapello (2006) aseguran que  la generación de grandes masas de polvo en 

forma de aerosoles atmosféricos es un fenómeno creciente a escala global que se ha visto 

acelerado en los últimos años por efectos ligados al Cambio Global, destacando dos puntos de 

referencia de emisión de partículas: por un lado, la zona Sahara-Sahel en África y por otro la zona 

Gobi-Takla-Makan en Asia. Dichas masas se desplazan a miles de kilómetros y pueden portar 

miles de millones de microorganismos con capacidad para colonizar nuevas áreas del planeta con 

similares condiciones ambientales. En relación al estudio de la microbiota de lagos de alta 

montaña, concretamente en lagunas en la región del monte Everest, Sommaruga and Casamayor 

(2009), nos comentan que dichas lagunas actúan como colectores naturales muy útiles para 

estudiar las diferentes comunidades microbianas inmigrantes y/o invasoras. Del diagnóstico de 

estos ecosistemas se puede intuir que los lagos de gran altitud son probablemente colectores de 

bacterias del aire que se transportan a través de la atmósfera debido al levantamiento de masas de 

aire y la orografía que conjuntamente provocaría precipitaciones a altas altitudes (Lovett and 

Kinsman (1990). 

 

 En los lagos de una de las regiones del Everest, Sommaruga and Casamayor (2009), 

encontraron que los principales grupos filogenéticos bacterianos fueron 

Alphaproteobacteria,  Betaproteobacteria,  Actinobacteria,  Bacteroidetes  y 

Cianobacterias.  Utilizando las similitudes de las secuencias del gen 16S rRNA de las muestras 

estudiadas con  las secuencias disponibles en el GenBank, estos autores observaron la presencia 

de Betaproteobacterias tales como Polaromonas sp. y Alcaligenes sp., especies que se 

encontraban estrechamente relacionadas con las secuencias descritas anteriormente en esta base 

de datos. En relación a las Alfaproteobacterias, detectaron la presencia de diversas cepas idénticas 

a  Sphingomonas y Flectobacillus sp., registradas en el lago Craters de Oregon (USA). 

Igualmente, detectaron la presencia de  Synechococcus con una alta similitud secuencial con 
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especies aisladas de lagos alpinos de Austria. También pudieron verificar la presencia de 

Actinobacterias, asi como de Flavobacterias.  

 

 Por otro lado, hemos de advertir como dato importante la gran influencia de las variables 

físicas sobre la comunidad microbiana, tales como la turbidez, a la vez relacionada con la 

extensión geográfica del emplazamiento de los lagos, y las zonas de captación de agua. De 

acuerdo con  Sommaruga and Casamayor (2009) resulta bastante difícil de averiguar cómo estas 

variables influyen directa o indirectamente de una forma separada o combinada sobre la 

composición de la comunidad microbiana de los lagos, ya que por ejemplo, existen evidencias de 

que en los lagos con tiempos de retención de agua de hasta 200 días, la entrada de agua controla 

la composición de la comunidad bacteriana (Lindstro¨m, et al., 2006). Otro de los factores 

interesantes que destacan es el tiempo de muestreo (época estacional de toma de muestra), 

indicando que por razones de logística ésta se realizó en la estación libre de hielo para evitar la 

rápida descarga de masas de hielo o nieve sobre las lagunas de estudio.   

 

 Hemos de destacar la importancia de la influencia de la radiación ultravioleta incidente a 

determinadas alturas y que afectan y seleccionan, de algún modo, a la composición de la 

comunidad bacteriana de estas aguas (Sommaruga, 2001). Con  excepción de las cuencas 

glaciares, los lagos de montaña se encuentran entre los ecosistemas acuáticos más transparentes 

del planeta (Sommaruga and Augustin, 2006). Bajo estas condiciones, la radiación UV solar 

puede causar  diferentes tipos de efectos negativos sobre la organismos heterótrofos acuáticos y 

fototrópicos, incluyendo la inhibición de la fotosíntesis, el daño del ADN y la reducción en el 

crecimiento celular (Sommaruga, 2003); a pesar de que los organismos en los lagos alpinos 

desarrollan diversas estrategias para reducir al mínimo los daños causados por la radiación UV 

(Sommaruga, 2001), las bacterias son relativamente sensibles a esta radiación dañina sobre todo 

en las aguas superficiales (Sommaruga et al., 1997). 

 

 Además, existe la posibilidad de adaptación de especies acuáticas de diferentes ambientes 

tales como el marino y el de agua dulce y por consiguiente la posibilidad de tolerancia de 

concentraciones de sales por parte de los microorganismos transportados. Las emisiones anuales 

de polvo a la atmósfera global son altas y alcanzan valores de entre  500 y 5000*106 toneladas 

(Goudie and Middleton, 2006). Otros estudios también informan sobre la importancia de los 

suelos y la microcapa superficial del mar como fuente de microorganismos que entran en la 
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atmósfera (Aller et al, 2005, Schlesinger, et al., 2006). Por ejemplo, se ha podido demostrar que 

las bacterias cultivables depositadas sobre un glaciar del Himalaya a 6.518 m de altitud, se 

encontraban relacionadas con el transporte de polvo continental y los aerosoles marinos, como 

consecuencia del pre-monzón y monzón (Zhang et al., 2007). Esta hipótesis parece tener bastante 

sentido en tanto este tipo de vientos de dirección sur-norte a través del cinturón ecuatorial durante 

el verano están cargados de agua y puede actuar como transportadores de microorganismos.  

 

 Entre los últimos trabajos sobre estudios de biodiversidad en lagos de alta montaña 

destaca la investigación llevada a cabo por Chen Xi, et al. (2011) en los humedades de la zona 

alpina de la meseta de Qinghai-Tibet situados a 3400m de altura. Estos autores describen la 

presencia de diversas especies de Sphingomonas, Pseudomonas, Flavobacterium, 

Burkholderiaceae, Brevundimonas, Zoogloea, Chryseobacterium, Novosphingobium, 

Verrucomicrobia bacterium, Janthinobacterium, Azospirillum, Polaromonas, Antarctic 

bacterium,  Hydrogenophaga, entre otros. Dichos estudios fueron llevados a cabo por análisis de 

aguas mediante DGGE y posterior secuenciación del gen que codifica el rRNA 16S. En general, 

en esta zona alpina, el 55% de la microbiota analizada correspondió a las Proteobacterias (17,5% 

alpha proteobacteria, 17,5% beta proteobacteria, 17,5% delta proteobacteria and 2,5% gamma 

proteobacteria) y un  20% correspondiente a  Bacteroidetes. 

 

 Se podría por tanto explicar que se produce una distribución global o cosmopolita de 

determinados taxones bacterianos. El mecanismo que parece más probable es el transporte 

mediante aerosoles permitiendo la colonización de determinadas especies en espacios altamente 

distantes  (Bovallius et al., 1980). Por otro lado, existen evidencias de que las endosporas 

bacterianas y hongos pueden ser transportados mediante este mecanismo incluso a escala inter-

hemisférica (Griffin et al, 2002; Próspero et al, 2005).  

 

 En relación a esta idea, las bacterias conocidas por producir endosporas, y que por tanto 

son resistentes a la desecación y pueden sobrevivir a condiciones extremas durante el transporte 

en la atmósfera, son típicamente bacterias grampositivas del Phylum Firmicutes con bajo 

contenido en G+C (Reisenman and Nicholson, 2000). Los miembros de este grupo bacteriano 

generalmente no se encuentran en el bacterioplancton de los ecosistemas de agua dulce y 

marinos. Por lo tanto, cabría preguntarse cómo otras bacterias logran sobrevivir a  la dispersión 

por la atmósfera. Resulta evidente que la composición de los aerosoles a través de las corrientes 
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de aire juega un papel fundamental en la dispersión de las bacterias. (Goudie and Middleton, 

2006). Además, estas partículas pueden  proporcionar cierta protección contra la exposición 

directa de alta radiación UV durante el transporte en la troposfera. Los aerosoles de polvo típicos 

incluyen minerales de arcilla que contienen cantidades cuantitativamente importantes de agua y 

materia orgánica (Goudie and Middleton, 2006), lo cual puede proporcionar las condiciones 

idóneas para mantener el metabolismo basal de las bacterias hasta que -finalmente- encuentran 

un hábitat adecuado que poder  colonizar. 

 

 Los lagos de gran altitud son probablemente hábitats muy eficientes para la colonización 

bacteriana a través de la atmósfera, ya que debido a la orografía, en estas zonas se producen fuertes 

precipitaciones que aumentan con la altitud  (Lovett and Kinsman, 1990).  Igualmente se podría 

pensar que es posible el transporte bacteriano a través de aves, pero a estas alturas parece ser 

menos relevante.  

 

 Por último cabe destacar que las estimaciones recientes sugieren que a nivel mundial hasta 

1018 células bacterianas por año son transportados por aerosoles (Griffin et al., 2002), lo cual 

explica de algún modo la posibilidad de comunidades dinámicas en los lagos alpinos de todo el 

planeta. 

 

 Estudios microbianos y fisico-químicos en las lagunas de Sierra Nevada 

 Las lagunas de alta montaña son lugares de gran singularidad; constituyen ecosistemas 

únicos, donde aún persisten especies endémicas, pero también son lugares de acusada fragilidad, 

ya que son particularmente sensibles a los cambios ambientales y pueden funcionar como sistemas 

de alarma temprana (Nauwerck, 1994) lo que las convierte en buenos indicadores de cambios 

ambientales al carecer “aparentemente” de influencia antropogénica. Por este motivo, a lo largo 

de las últimas décadas, se está generalizando su estudio, tanto desde un punto de vista abiótico 

como del estudio de sus distintas comunidades. 

 

 

 Pese al interés de las lagunas, podemos afirmar que existe una carencia detallada de 

información sobre las lagunas de Sierra Nevada (Castillo Martín et al., 2005). Ya Round (1973) 

indica que la existencia de un buen número de especies denominadas indiferentes debería ser 

consecuencia de la escasez de estudios realizados al respecto. 
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 Con idea de ir aumentando los estudios y la información sobre las lagunas glaciares de 

Sierra Nevada, actualmente se continúan realizando convenios entre la Consejería de Medio 

Ambiente de la Junta de Andalucía y la Universidad de Granada. En 2005, con la colaboración 

del Instituto del Agua de la Universidad de Granada se llevó a cabo la catalogación de las lagunas 

de alta montaña (Castillo Martín, 2009).  

 

 Entre las primeras publicaciones encontradas sobre las lagunas de Sierra Nevada, son 

interesantes destacar  la de Martínez, 1975 y la de Sánchez Castillo et al.,  1989, donde se realiza 

un estudio acerca de la caracterización del fitoplancton en relación con las características físico-

químicas de diez lagunas de alta montaña; entre las lagunas estudiadas se encuentra La Caldera, 

de la cual se ha realizado una caracterización física y química: medidas de la temperatura, el 

oxígeno disuelto, mineralización, pH y alcalinidad, así como un estudio cualitativo y cuantitativo 

de los fosfatos, nitratos y silicatos; por otro lado, se estudió la estructura de las comunidades 

fitoplanctónicas, en las cuales resultaron ser mayoritarios los grupos de diatomeas, clorofíceas y 

zigofíceas. Posteriormente se han continuado realizando estudios de tipo limnológico en esta 

laguna así como en otras de Sierra Nevada (Morales-Baquero et al., 1999; Linares Cuesta, 2000). 

 

 En 1990, Echevarria et al., proporcionaron datos acerca de la distribución y taxonomía 

de la composición del plancton de la laguna de La Caldera. Los resultados mostraron una 

dominancia en el fitoplancton de la cianobacteria Cyanarcus sp., seguida por la crisófita 

Chromulina nevadensis y la diatomea Cyclotella ocellata, el zooplancton fue dominado por el 

copépodo mixodiaptomus laciniatus.  

 

 Respecto a la laguna de Las Yeguas, se observó que la mayor abundancia de fitoplancton 

tenía lugar nada más derretirse los hielos, época en la que se evidencia un incremento de radiación 

solar y una mayor disponibilidad de nutrientes acumulados en la nieve durante el invierno, 

observándose además que la mayor abundancia en zooplancton se detectaba en el mes de 

septiembre; este equilibrio entre el fitoplancton y el zooplancton determinó que existía una 

eficiente utilización de los recursos nutricionales. La tasa de autótrofos y heterótrofos fue menor 

a uno lo que les hizo pensar que había una alta productividad de algas por unidad de biomasa, 

controlada por el zooplancton (Cruz-Pizarro et al., 1994). 
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 Por otro lado, se evaluó el fósforo liberado por el zooplancton en la laguna de La Caldera, 

observándose valores más altos cuando el nauplii de Mixodiaptomus laciniatus dominaba la 

comunidad de zooplancton, siendo la tasa de recirculación de fósforo significativamente alta 

(Carrillo et al, en 1996). 

 

 El comensalismo basado en el carbono suplido por el fitoplancton y la competición por 

nutrientes minerales, son importantes interacciones entre bacterias y fitoplancton en sistemas 

oligotróficos. Ambas interacciones están influenciadas por la actividad del zooplancton. Para 

estudiar la relación entre las algas y las bacterias en la laguna de La Caldera, Reche et al. en 1997 

estudiaron la correlación entre el fitoplancton, las bacterias y la dinámica del fósforo. Según estos 

autores la abundancia de bacterias y la biomasa de algas tienen una relación positiva, siendo el 

carbono orgánico liberado por el fitoplancton mayor al requerido por las bacterias. Por otro lado, 

la alta biomasa de zooplancton satisface la demanda de fósforo por las algas y las bacterias, pero 

la liberación de carbono orgánico por el fitoplancton disminuye. Esta disminución del suplemento 

de carbono orgánico por las algas para las bacterias, podría conducir a un cambio en la interacción 

entre algas y bacterias desde competición a comensalismo.   

 

 En otro estudio publicado en 1999 por Morales-Baquero et al., se analizan los cambios 

en el nitrógeno total (TN), el fósforo total (TP), el nitrógeno inorgánico disuelto (DIN) y el fósforo 

reactivo soluble (SRP), en 31 lagunas de Sierra Nevada (entre las que se encuentra La Caldera). 

El muestreo se realizó al principio y a la mitad de la época de deshielo, concretamente entre el 

15-27 julio y 3-21 de agosto de septiembre de 1991. Estos autores determinaron que parámetros 

tales como la clorofila A, el nitrógeno total y el fósforo total aumentaban, mientras que la tasa de 

TN/TP disminuía entre los dos periodos; por el contrario, DIN, SRP, y las tasas de DIN/SRP 

fueron similares en ambos periodos en cada laguna. También comprobaron que la tasa de 

DIN/SRP fue menor en las lagunas de menor tamaño y que dicha tasa se incrementaba con el 

tamaño de la laguna. (Morales-Baquero et al., 2006). 

 

 Por otro lado, se estudió la respuesta de la comunidad planctónica a las variaciones 

ocurridas en el volumen de La Caldera entre los años (1995-1997). Como consecuencia de un 

descenso de precipitaciones en 1995, la profundidad de la laguna disminuyó 2 metros, lo que 

contribuyó al incremento del fósforo disponible, causando la diversificación de la comunidad 

planctónica, y un ratio de autótrofos/heterótrofos inferior a 1. En 1996 el volumen volvió a 
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aumentar y esto causó una severa limitación de fósforo siendo el ratio de autótrofos/heterótrofos 

igual a 1. Como consecuencia de estas variaciones de volumen se observó una disminución de 

bacterias y fitoplancton (Medina-Sánchez et al., 1999). Así, se aislaron 13 cepas bacterianas de 

los sedimentos de la laguna de La Caldera y fueron caracterizadas morfológicamente y mediante 

parámetros bioquímicos. Las cepas fueron identificadas como Streptomyces galbus (Langó et al., 

1999).  

 

 En 2001, Villar-Argaiz. et al., presentan un artículo sobre los cambios inter e intra anuales 

en la comunidad de fitoplancton en la laguna de La Caldera, durante un periodo de 3 años, 

teniendo en cuenta la influencia de las fuentes de fósforo externas (aporte atmosférico) e internas 

(fósforo suplido por el zooplancton y aporte de fósforo por el hielo ). Estos autores determinaron 

que las diferencias interanuales en la biomasa del fitoplancton estaban asociadas a la temperatura 

y al contenido de fósforo disuelto; se pudo demostrar que existía una relación positiva entre la 

excreción de fósforo por el zooplancton y la biomasa del fitoplancton. Intra anualmente, las 

variaciones en el zooplancton fueron más pronunciadas que interanualmente, tendiendo a ser 

menor el ratio N:P de zooplancton después del deshielo (cuando la comunidad de zooplancton 

estaba dominada por el copépodo nauplii), y mayor a mitad y final del verano, dominada por otras 

especies. Según la composición de zooplancton, estos autores explican los cambios en la 

composición del fitoplancton. 

 

 Igualmente, se han estudiado los efectos de los aerosoles en las lagunas de Sierra Nevada. 

Las investigaciones realizadas apoyaron la idea de que las lagunas se ven influenciadas por el 

flujo de aerosoles procedentes del Sahara. En 1999, Morales-Baquero et al. demostraron que 

existía una baja proporción de nitrógeno inorgánico disuelto respecto de la de fósforo reactivo 

soluble (relación DIN/SRP) en las lagunas con menores cuencas de captación, pero que esta 

proporción aumenta progresivamente en las lagunas según se incrementa el tamaño de sus 

cuencas. Esto sugiere que las entradas directas de nutrientes a las lagunas por precipitación 

atmosférica,  es más importante en las lagunas con cuencas de captación más pequeñas, (aportan 

proporcionalmente más fósforo que las entradas por escorrentía), por lo que incrementan su 

importancia relativa al aumentar el tamaño de las cuencas de captación (Morales-Baquero et al., 

2000). 
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 Otro estudio realizado, centra su importancia en la variación del bacterioplancton: 

abundancia de bacterioplacton, (AB), producción de bacterioplacton (PB) y sus mecanismos 

potenciales de control (PT fósforo total; COD carbono orgánico disuelto; FeD hierro disuelto) en 

lagunas de alta montaña (entre ellas La Caldera). La variabilidad se estudió dentro de una misma 

laguna (considerada escala local) y en un conjunto de lagunas (considerada escala regional). A  

escala regional, tanto los descriptores del bacterioplancton como sus potenciales mecanismos de 

control, mostraron mayor variabilidad que a escala local. A escala regional, la PB se relacionó 

con la concentración de fósforo total; esta dependencia no se observó con la AB ni a escala local, 

excepto para la concentración de hierro disuelto. Los resultados indicaron que en las lagunas de 

Sierra Nevada, los dos descriptores del bacterioplancton tuvieron un comportamiento diferente y 

que el cambio de escala implicó diferentes patrones de variación (Pulido-Villena et al., 2003). 

 

 Posteriormente, se estudió la estructura de la red trófica en la laguna de  La Caldera. La 

cadena alimenticia de los microorganismos heterotróficos estaba débilmente desarrollada dentro 

de la red trófica dominada por copépodos y fitoplancton.  

 

 Las bacterias constituían una minoría en la comunidad de plancton, en términos de 

abundancia, biomasa y producción, en contraste con lo que ocurre normalmente en sistemas 

oligotróficos. Medina-Sánchez et al., en 2004 midieron los factores bióticos y abióticos que 

regulan la producción y la biomasa de bacterioplancton, resultando ser las algas, el principal factor 

regulador del bacterioplancton debido a dos motivos: por un lado, el Comensalismo, definido 

como la dependencia de las bacterias respecto al carbono fotosintético liberado por las algas y por 

otro lado, debido al control predatorio,  es decir, las bacterias actúan como alimento para 

mixótrofos. Concluyen diciendo que el metabolismo mixotrófico de las algas constituyen  una 

estrategia adaptativa para superar el estrés de la alta incidencia ultravioleta de la zona, utilizando 

las bacterias como fuente de carbono y energía en condiciones de inhibición fotosintética y 

carencia en nutrientes minerales. 

 

 Los primeros datos sobre el inventario y caracterización morfométrica de las lagunas 

glaciares del Parque Nacional de Sierra Nevada, fueron aportados por Castillo Martín et al, en 

2005. Con el objeto de suplir la carencia de información sobre las lagunas, facilitaron los datos 

de morfometría de las 40 lagunas consideradas permanentes de Sierra Nevada, dejando de esta 

manera definidas todas las características principales de las mismas. 
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 En otro artículo publicado (García Jurado et al., 2007), se discute la importancia y 

necesidad de realizar estudios transdisciplinares en lo referente al plancton, en las lagunas de 

Sierra Nevada, argumentando que para una correcta valoración de los procesos ecológicos que 

tienen lugar en ellas, es necesario abarcar su estudio desde los conocimientos y estudios de las 

diferentes disciplinas.  

 

 Recientemente se han estudiado los efectos de la radiación ultravioleta y los aportes 

atmosféricos de fósforo a la comunidad de algas, en una laguna de Sierra Nevada. La presencia 

de fósforo invertía el efecto positivo de la radiación UV en la tasa de crecimiento de los no 

flagelados, debido a un incremento en el efecto dañino de la radiación ultravioleta en la clorofila. 

Todo ello demostró que la comunidad de algas estaba aclimatada al flujo de radiación UV, pero 

no al alto contenido de fósforo (Delgado Molina et al.,  2009). 

 

 Las últimas investigaciones llevadas a cabo en lagunas de Sierra Nevada (Mladenov et 

al, 2011) demuestran que existe una correlación entre la materia orgánica disuelta de las lagunas 

alpinas estudiadas y la abundancia bacteriana. Se han realizado estudios tales como: 

monitorización de ozono, índice de aerosoles procedente de polvo atmosférico, niveles de 

radiación ultravioleta, porcentaje de cobertura vegetal, tiempo de permanencia del agua en las 

lagunas, concentración de clorofila, así como evaluación de factores meteorológicos tales como 

precipitación media anual. De los estudios realizados se concluye que existen tendencias 

latitudinales significativas. Por otro lado, estos autores comentan que existe una correlación entre 

la abundancia bacteriana y la cantidad de materia orgánica disuelta; y afirman que el tiempo de 

residencia del agua en las lagunas era directamente proporcional a la abundancia bacteriana.  
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 3. Microalgas presentes en ambientes psicrófilos   

 

En los últimos años numerosos biólogos han recolectado una gran variedad de 

fitoplancton procedente de los océanos polares Ártico y Antártico (Fukase, 1962; Hasle,  1969; 

Fukuchi,  1980; Gosselin et al., 1990; Furio et al., 2012; Hodac et al., 2012; Tronholm et al., 

2012; Hancke et al., 2015; Pedrós-Alió et al., 2015; Kosek et al., 2016), siendo la temperatura 

uno de los factores físicos más relevantes que afecta a la distribución geográfica de algunas 

microalgas (Soeder and Stengel,  1974; Yanagita,  1990; Vonnahme  et al.,2015; Kubiszyn et 

al.,2015 ;Heesch et al.,2016). 

 

En la Antártida se ha descrito un grupo de microalgas diatomeas bentónicas, capaces de 

vivir a grandes profundidades pegadas a las piedras o sedimentos; se ha podido observar que estas 

microalgas pueden realizar la fotosíntesis con niveles de luz muy bajos e incluso cubiertas por 

una capa de hielo marino (Uribe,  2009; Rocca  et al., 2015; Deregibus et al., 2016).   

 

Las microalgas presentan una gran capacidad para adaptarse a diferentes condiciones 

medioambientales (Cota et al., 1991; Combe et al., 2015)  por lo que es común encontrarlas en 

todo tipo de ambientes. En ambientes psicrofilos, si bien no existe una extensa bibliografía sobre 

microalgas, diversos autores tales como Cota (1985), Fiala and Oriol (1990),  Lizotte and Priscu 

(1992), Devos et al. (1998), Mock and Hock (2005), Ralph et al.(2005), Combe et al. (2015), 

Varshney et al. (2015) reconocieron la necesidad de conocer a fondo estos metabolismos 

adaptados zonas polares y de alta montaña.  

 

Una de las microalgas más conocidas y estudiadas es Chlamydomonas raudensis 

UWO241 (Pocock et al., 2004; Szyszka-Mroz et al., 2015) aislada del lago Bonney ubicada en 

las montañas transantárticas. Este lago permanece al menos seis meses al año en oscuridad y con 

una gruesa capa de hielo de hasta cuatro metros (Morgan-Kiss et al., 2008; Takizawa, et al., 

2009). De esta microalga, se han publicado numerosos artículos relacionados con su metabolismo, 

como por ejemplo la respuesta a la temperatura de su sistema fotosintético, llegando a concluir 

que esta especie y otras subespecies son capaces de sobrevivir incluso a temperaturas de 29ºC sin 

verse modificada de forma drástica la capacidad fotosintética. (Pocock  et al., 2005; Gudynaite-

Savitch et al.,2006; Pocock  et al.,2007; Eddie et al., 2008; Dietzel et al.,2008; Takizawa et 

al.,2009; Sing-Yi Hou et al.,2011). Por otro lado, se ha estudiado el efecto de la salinidad sobre 

https://scholar.google.es/citations?user=Mx0gaZUAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=eU8x58cAAAAJ&hl=en&oi=sra
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esta microalga, demostrándose que existe una distribución de energía desde el fotosistema-I al 

fotosistema-II bajo diversas condiciones de salinidad, y comprobándose que esta microalga y sus 

variantes son halotolerantes y no halófilas como se pensaba. (Morgan‐Kiss  et al., 2005; 2008; 

Pocock  et al., 2007; 2011). 

 

Actualmente,  se ha investigado la diferencia bioquímica existente entre especies de 

microalgas psicrófilas bajo distintas condiciones de luminosidad y disponibilidad de nutrientes, 

con objeto de evaluar diferentes hipótesis sobre la capacidad de crecimiento y proliferación bajo 

las distintas condiciones que pueden llegar a encontrar a lo largo de todo el año en las matrices 

acuáticas. Así, en el Ártico se ha demostrado que existe un incremento de clorofilas A y C, y de 

ATP y glúcidos a medida que aumenta la temperatura, no siendo la razón el aumento de agua por 

deshielos (Gosselin et al., 2004). 

 

Por otro lado, también se ha demostrado que existe una competencia entre diferentes 

especies a medida que cambian las condiciones ambientales estacionales; se ha podido constatar 

que durante la entrada del verano o del invierno predominan ciertas especies con mayor capacidad 

de adaptación que otras. 

 

Nogueira, en el año 2000, describió la dinámica de algunas especies existentes en el río 

Paranapanema (SanPablo). Este autor demostró que en la época de verano y otoño predominan 

Microcystis aeruginosa y Anabaena sp. respectivamente, mientras que en invierno las especies 

predominantes son  Anabaena circinalis y Anabaena  spiroides, atribuyendo estas dinámicas al 

aporte de nutrientes debido al aumento de caudal  del río por los deshielos de las zonas más altas 

que vienen sucediendose en  los últimos años. 

 

Por otro lado, Lazzara et al. en 2007 describieron las distintas especies dominantes en la 

Bahía de Terra Novaen una misma época del año y en función de la profundidad del hielo 

existente. Estos autores pudieron demostrar que en las capas más profundas predominaban 

especies tales como Berkeleya rutilans,  Entomoneis sp.,  Nitschia stellata, Pleurosigma sp., 

mientras que en las capas más superficiales habitaba Prymnesiophyta así como algunas especies 

de diflagelados. 

 

https://scholar.google.es/citations?user=x-ErzgIAAAAJ&hl=en&oi=sra
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Sullivan et al. (2002) estudiaron la interacción entre diatomeas, cianobacterias y algas 

verdes en salinas, demostrando que las cianobacterias sólo eran abundantes cuando existían altos 

niveles de luz y que las más abundantes eran las diatomeas. 

 

 4.2.- Microalgas en ambientes psicrófilos de Sierra Nevada 

 

 Los microorganismos que habitan este 

tipo de ambientes presentan una gran 

sensibilidad a cualquier cambio de los factores 

ambientales provocando alteraciones 

importantes en las respuestas funcionales de las 

comunidades psicrófilas que los habitan. 

(Figura 6) 

 

 

 

 De acuerdo con esta idea, es posible utilizar estas respuestas a los cambios, como 

bioindicadores de tales perturbaciones en las redes tróficas presentes en un sistemas bióticos como 

lo puede ser lagunas de alta montaña;  ejemplo de ello son las lagunas oligotróficas tales como la 

laguna de La Caldera (Sierra Nevada) (García-Jurado et al., 2007). Estos autores han podido 

identificar grandes variaciones de la comunidad planctónica especialmente de acuerdo al tamaño 

celular, atribuyendo este cambio a un incremento de energía externa al sistema biótico, como por 

ejemplo el aumento en la concentración de fósforo. Por el contrario, la desaparición de estas 

estructuras y la proliferación de organismos de pequeño tamaño manifiesta un estado de 

disipación energética (Echevarría et al., 1990; Rodríguez et al., 1990; Cruz-Pizarro y Carrillo, 

1996).   

 

 Las comunidades planctónicas de las lagunas oligotróficas de alta montaña están 

conformadas por grupos heterogéneos de organismos, con gran diversidad de formas y de grupos 

funcionales que abarcan un amplio rango de tamaños (García-Jurado et al., 2007; Thaler et al., 

2009). 

 

 

 
Figura 6: Observación y recogida de microalgas 

de neveros próximos a la Laguna de la Caldera 

(Sierra Nevada). 
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 En las lagunas de Sierra Nevada, la mayoría de los estudios realizados sobre microalgas 

en los ecosistemas acuáticos han tenido, sobre todo, un enfoque ecológico, considerando a las 

microalgas como productores primarios en su conjunto (Fanés et al., 2009), sin embargo, hasta la 

fecha no existen estudios genéticos de la biodiversidad de microorganismos fotosintéticos en las 

lagunas de Sierra Nevada.  

 

 Se han descrito numerosas microalgas en las matrices acuáticas del  Parque Natural de 

Sierra Nevada (Tabla 7). Así, en la laguna de La Caldera se han llevado a cabo numerosos 

estudios sobre la diversidad microalgal, entre ellos los realizados  por Martínez-Silvestre en 1977 

identificando especies tales como Scenedesmus ecornis y Tetraedron minimu; esta última especie 

también ha sido estudiada por  Sánchez-Castillo en 1986, identificando, además otras especies de 

microalgas tales como Oocystis lacustris y Scotiella tuberculata (Sánchez Castillo, 1986), 

Desmodesmus armatus (Sánchez Castillo, 1988), Desmodesmus abundans, Oscillatoria 

planctónica, Nitzschia hantzschiana y Scenedesmus quadrispina (Sánchez Castillo et al., 1989). 
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 4. Cultivo de Microalgas procedentes de matrices acuáticas psicrófilas 

 

 4.1.- Cultivo de microalgas 

 

Como  todo  ser  vivo,  las microalgas  requieren de ciertas  condiciones  especiales  para  

poder  multiplicarse  y  desarrollarse,  existiendo  factores  que  influyen de  forma directa sobre 

la calidad y cantidad de la biomasa generada.  Al ser organismos fotosintéticos, la cantidad de luz 

irradiada a las células  debe estar controlada, pudiendo operarse en régimen de luz continua o con 

ciclos  luz/oscuridad.  Esta  última  forma,  más  próxima  a  las  condiciones  reales de día/noche, 

facilita posteriormente el aumento de productividad a escala de biorreactores (Evens et al., 2007).    

 

 

 

Tabla 7: Microalgas identificadas en distintas matrices acuáticas del Parque Natural Sierra Nevada. 
Especie Procedencia Referencia 

Chrysophyta sp. 

Scenedesmus ecornis 

Tetraedron minimu 

Laguna de La Caldera Martínez, R, 1977 

Cocconeis placentula Río Lanjaron 
Sánchez Castillo, 1984 

 
Cymbella ventricosa Río Trevelez y Río Monachil 

Hydrurua foetidus Río Monachil 

Chromulina nevadensis Virgen superior; Virgen Media y 

Aguas verdes 

Sánchez-Castillo et al., 1989 

 

Oscillatoria planctonica Laguna de Las Yeguas; Río seco 

superior; Río seco; Río seco inferior y 

Laguna de La Caldera 

Nostoc Kihlmani Laguna de: Las Yeguas; Virgen 

Superior; Virgen Media; Aguas verdes; 

Río seco superior; Río seco; Río seco 

inferior 

Synechococcus maior Laguna de: Virgen superior; Virgen 

media; Río seco, Río seco superior; 

Gemela y Majano 

Gyanarcus sp. Laguna de La Caldera 
Carrillo et al., 1991 

Chromulina nevadensis Laguna de La Caldera 

Daphnia pulicaria Laguna de Las Yeguas Cruz-Pizarro et al.,1994 

Chlamydomonas sp. Pico del Veleta (nieve) Duval et al., 1999 

Pediastrum boryanum Laguna de Las Yeguas;Virgen 

Superior; Virgen Media; Aguas 

Verdes; Gemela y  Majano. 

Fanés Treviño et al., 2009 

Zygnemopsis decussata 
Laguna de La Caldera Figueroa et al., 2009 

Fragilaria rumpens Laguna de La Caldera 

Sánchez-Castillo et al., 2008 Nitzschia sublinearis Laguna de La Caldera 

Hantzschia amphioxys Laguna de La Caldera 
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Condiciones de pH 

Las microalgas crecen en un intervalo reducido de pH cuando se cultivan en biorreactores, 

y tienen un pH óptimo donde la velocidad de crecimiento alcanza un valor máximo. Este  óptimo 

puede ser muy diverso para diferentes microalgas, así para especies del genero Chlorella  varía 

entre 6 y 7, para Scenedesmus oscila entre 6 y 8, y para diferentes especies del genero Spirulina 

puede estar comprendido entre 8 y 10 (Soeder et al., 1988). En general, el intervalo de pH en que 

las microalgas pueden crecer en biorreactores es más amplio para especies de agua dulce que para 

microalgas marinas (Hartig, et al., 1990; Hendriks et al.,2015; Wall et al., 2015).  

 

  Celekli et al. (2008) realizaron estudios sobre el valor de pH  máximo tolerable para 

diferentes especies, siendo para  Phaeodactylum  tricornutum  y Dunaliella  tertiolecta, de 10,3 

y 9,4 respectivamente, y para Scenedesmus obliquus y Chlorella  vulgaris de 10,6.  Además, es 

de destacar que cuando  el  pH  externo  es  diferente  al  pH celular interno,  la célula  genera  un 

mecanismo de regulación derivando en un cierto nivel de estrés. (Lopez-Rodas et al., 2008; Li et 

al.,2015; Bunse et al., 2016 ). 

 

Efecto de la Temperatura 

Cada reacción química individual, de todas las que conforman el metabolismo, se ve 

afectada por la temperatura, lo que conlleva que diferentes reacciones celulares se traduzcan en 

modificaciones en la velocidad de crecimiento, es decir, a medida que la temperatura aumenta 

también lo hace la velocidad del crecimiento microalgal hasta alcanzar un valor óptimo, por 

encima del cual un aumento de temperatura provoca una disminución de ella, por lo que al 

representar el efecto de la temperatura frente al crecimiento se obtiene una curva asimétrica típica.   

 

 La principal razón de este fenómeno se debe al efecto de la temperatura sobre las 

reacciones enzimáticas, pues a medida que la temperatura aumenta se incrementa la energía 

cinética de las moléculas aumentando la velocidad de las reacciones; sin embargo, si aumenta la 

temperatura en demasía, se alteran los procesos fisiológicos al producirse una desnaturalización 

de las enzimas y desorganización de algunas estructuras celulares. Esto no sucede a bajas 

temperaturas donde son las reacciones fisiológicas no se ven afectadas. (Fernández  y Johnston, 

2006). 

 

https://scholar.google.es/citations?user=ekookkEAAAAJ&hl=en&oi=sra
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La  temperatura  óptima  de  crecimiento  es consecuencia de dos  efectos: por un lado, 

depende de la propia idiosincrasia celular y por otro lado depende de la intensidad de irradiación  

óptima para el crecimiento.  Es de destacar que la mayor parte de las microalgas de agua dulce 

son organismos mesófilos; tal es el caso de Haematococcus pluvialis cuyo máximo crecimiento 

se obtiene a 27ºC y 260 µE/m2s (Evens et al., 2007).   

 

Nutrientes 

Las microalgas en su mayoría presentan requerimientos físicos-químicos tales como luz, 

temperatura (entre 15-20ºC), salinidad baja (0,37%) y un pH comprendido entre 7 y 9. Además, 

presentan requerimientos de carbono en forma de CO2, nitrógeno en forma de nitratos o 

compuestos nitrogenados reducidos (sales de amonio), fósforo en forma de fosfatos, y azufre en 

forma de sulfatos, Na, K, Ca y Mg, y micronutrientes tales como: Fe, Zn, Mn, B, Br, Si, Cu, Co, 

Cl, Al,I, Sr, Rb. Igualmente, requieren vitaminas tales como B12, Tiamina y Biotina. En los 

cultivos de microalgas, en general, se estudian los requerimientos particulares para cada especie 

de acuerdo a los objetivos que se persigan (Kinne, 1979;  Chiu et al.,2015; Hadley et al.,2015). 

 

Voltolina et al., en 2004, analizaron la influencia de los ciclos de luz / oscuridad   en la 

producción de biomasa en cultivos semicontinuos. Estos autores demostraron que aunque  los  

periodos de oscuridad  no afectan  de  forma  significativa  a  la  producción  de  biomasa,  sí 

afectan  a  la  eliminación  de  nutrientes, es decir, que durante los  periodos de oscuridad, donde 

existe excreción de nitrato y de amonio al medio, la velocidad de eliminación para el caso del 

amonio era menor, siendo casi nula durante las primeras 24 horas de cultivo.  

 

4.2.- Formulación de los medios de cultivo 

Los medios artificiales se usan principalmente para fines experimentales, obteniéndose 

resultados constantes, aunque existen algunas especies que no crecen en medios artificiales debido 

a factores desconocidos que afectan a su crecimiento, las principales fórmulas utilizadas van 

desde el Agua de Miguel, que data de 1910, desarrollada por Allen-Nelson; el medio de End-

Schereiber de 1934, así como fórmulas específicas para el cultivo de diatomeas  (Provasoli et al., 

1975). (Tabla 8). 
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Las formulaciones de medios de cultivo actuales, no siempre son adecuadas para la 

mayoría de las especies, y la elección depende de numerosos factores por lo que, en la mayoría 

de los casos, se hace necesario realizar múltiples ensayos para una especie determinada. 

 

Los medios de cultivo se diseñan probando sucesivas modificaciones, generalmente 

basadas en consideraciones teóricas. El perfeccionamiento del diseño nutricional de los medios, 

para el cultivo en laboratorio de microalgas ha sido objeto de numerosas investigaciones en las 

últimas décadas, dando lugar a un amplio abanico de formulaciones disponibles en la literatura 

(Harrison et al.,1980; Keller et al.,1987; Fábregas  et al., 2000; Berges et al.,2001; Barsanti and 

Gualtieri, 2005; incluso medios exclusivos para especies como Chlorella vulgaris descrito por 

Hadj-Romdhane et al., 2012).  

 

Las formulaciones de medios de cultivo más empleadas hoy en día en acuicultura son: f/2 

(Guillard and Ryther, 1962), Walne (1970), no obstante, existen otros medios que incluyen en su 

composición sustancias orgánicas (vitaminas, aminoácidos) necesarios para especies de 

microalgas auxótrofas, es decir que no sintetizan por medio de la fotosíntesis este tipo de 

compuestos y cuya ausencia puede ser causa de limitación su crecimiento como ocurre con 

especies de los géneros Platimonas y Chrysophytas, o especies de la familia Bacillariophyceas. 

Además se ha podido constatar que la simbiosis con bacterias por ejemplo con Microbacterium 

sp. puede mejorar el crecimiento de especies de microalgas tales como Chlorella (Watanabe et 

al., 2005; Ueda et al., 2010; Kim et al., 2015; Ahamed et al., 2015; Wang et al ., 2016). 

 

  Tabla 8: Algunos medios de cultivo descritos para microalgas.  

Medio de cultivo Descrito para Referencia 

Agua de Miguel 
Microalgas oligotróficos y 

eutróficas 
Allen-Nelson, 1910 

Fert I y Fert II 
Microalgas de matriz dulce 

acuícolas 
Lim, 1991 y Sato, 1991 

Descrito por el Laboratorio 

Haskins, NY 
Diatomeas Provasoli et al., 1975 

HAMGM Chlorella vulgaris Hadj-Romdhane et al., 2012 

CHU 10 
Microalgas oligotróficos y 

eutróficas 
Lincymol et al., 2012 

YASHIMA Cloroficeas marinas Sisffaa, 1964 

MET 44 Bacilarioficeas Schone & Schone, 1982 

Rodríguez-López Microalgas de matriz dulce acuícola Rodríguez-López, 1964 

Guillard Microalgas de matriz dulce acuícola Ryther and Guillard, 1959 
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 4.3.- Técnicas de cultivo 

 

Las microalgas pueden ser cultivadas de acuerdo a distintos métodos: bajo estrictas 

condiciones de laboratorio y también en tanques de cultivo masivo al aire libre. El cultivo en 

laboratorio permite controlar parámetros como la iluminación, concentración de nutrientes, 

competencia y control de depredadores, microalgas competitivas y la temperatura; por otro lado, 

en los sistemas de tanques al aire libre son mucho menos costosos y facilitan los cultivos masivos. 

La consideración de factores tales como la luz, la razón CO2/O2, la temperatura, los nutrientes, la 

salinidad, el pH, entre otros, resulta trascendental para el diseño de sistemas cerrados (Hernández 

et al., 2009; Lee et al., 2015; Cobos-Vasconcelos et al., 2015; Pickard et al., 2015; Kamarudin et 

al., 2015). (Figura 7). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Otra alternativa podrían ser los cultivos axénicos, no obstante presentan la limitación de 

ser bastante costosos y de dificil mantenimiento a lo largo del tiempo, todo ello les confiere poca 

aplicabilidad industrial, debido a que se requiere una esterilización completa y estricta de todos 

los materiales necesarios para llevar a cabo el ensayo. Estas limitaciones hacen que sean poco 

viables.  Por otro lado, los cultivos no axénicos surgen como una opción más económica, aunque 

los parámetros físico-químicos y nutricionales así como las propiedades del cultivo son más 

difíciles de controlar. De los diferentes tipos de cultivos de microalgas utilizados a nivel 

industrial, los más comunes son el batch, continuo, semi-continuo (Wernicke et al., 2007; 

Padmanabhan et al., 2012; Henrard  et al., 2015;  Fuentes-Grünewald  et al., 2015; Zevin et al., 

2015;  Mortezaeikia et al., 2016). 

 

 

 a                b  

    
Figura 7: a: Laboratorio de Microalgas de la Facultad de Ciencias Naturales de la sede Trelew de la 

Universidad Nacional de la Patagonia; b: Cultivos de masificación y producciond e biodiesel de la 

Universidade Almeria.  

https://scholar.google.es/citations?user=7flh4lMAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=b3ouGLQAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=8DeNNZAAAAAJ&hl=en&oi=sra


    

 

 

 

 

 

 

Introducción 

 

          | 63 

 4.3.1.- Cultivo discontinuo o “Batch”  

Los sistemas de cultivo más comunes son los cultivos discontinuos o "Batch"; estos 

sistemas presentan la ventaja de la facilidad de manejo y su bajo costo. (Dunstan et al., 1993). 

Son sistemas cerrados  masivos, de volumen concreto, y factores de cultivo finitos, es decir, sin 

entrada o salida de ningún tipo de nutrientes. (Voltolina et al., 2004).   

 

En estos casos el crecimiento es exponencial y la productividad varía únicamente con el 

agotamiento de factores limitantes en el tiempo tales como nutrientes en el medio de cultivo,  

factores externos como la luminosidad, o hasta que algún tipo de metabolito se acumule en las 

células produciendo un efecto tóxico. Tras la fase exponencial, los cultivos derivan en fase 

estacionaria donde las propiedades celulares tales como el tamaño, composición y concentración 

de compuestos nutricionales intracelulares varían notablemente. (Ramirez, 2010). En estos 

sistemas, los cultivos llevados a cabo con microalgas se ajustan por lo general a funciones 

logarítmicas de diferentes órdenes (Schanz and Zahler, 1981). A este tipo de cultivos no se le 

adiciona ningún sustrato, ni tampoco se retira volúmen de cultivo, aunque si puede ser necesario 

la incorporación de gases tales como CO2.  

 

James et al. (2012) utilizaron estos sistemas para el cultivo masivo de microalgas en  

tratamientos y depuración de aguas, comprobando el efecto de la intensidad de iluminación sobre 

la producción de ácidos grasos en Chlorella sp.  en diferentes ensayos realizados en reactores 

tubulares.  

 

 4.3.2.- Cultivo continuo  

Generalmente, este tipo de cultivos se utilizan para microorganismos, donde los 

nutrientes son adicionados constantemente y en forma regulada, con objeto de  mantener 

constante un punto concreto en la curva de crecimiento en los biorreactores (Pelczar et al., 1986). 

En la práctica, se adiciona constantemente, y a una velocidad proporcional a la tasa de crecimiento 

celular, un volumen de medio de cultivo fresco, a la vez que se retira un volumen proporcional de 

cultivo. Este método de cultivo microalgal permite el mantenimiento de cultivos próximos a la 

tasa de crecimiento máximo. (Drake et al., 2002).  
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Existen dos variantes principales en los sistemas de cultivo continuo: quimiostatos y 

turbidostatos (Fogg and Thake, 1987). Los quimiostatos se caracterizan porque los nutrientes son 

adicionados al cultivo de forma constante. Se controla directamente la concentración de 

nutrientes, estando directamente relacionado con la densidad de celular del cultivo. Por otro lado, 

en los turbidostatos la densidad de la población está controlada por un fotosensor de manera que 

se mantiene un nivel preestablecido de población microalgal (Tempest, 1978). Además, en este 

tipo de cultivo se puede modificar la composición bioquímica de las microalgas en función de la 

concentración de nutrientes y de la salinidad (Fábregas et al, 1987; Fabregas et al., 1989). 

 

 4.3.3.- Cultivo Semi-continuo  

En los cultivos de régimen  semi-continuo se retiran cantidades de cultivo a intervalos de 

tiempo establecidos para los ensayos, generando tasas de renovación celular controladas. Este 

procedimiento se realiza tantas veces como sea necesario de acuerdo a los objetivos planteados 

en los ensayos. Con esta técnica se potencian tasas de división celular con objeto de alcanzar 

niveles altos. Por lo tanto, a pesar de que la producción es continua, la concentración de substrato 

y microorganismos no es constante a lo largo del tiempo.  

 

El sistema semicontinuo es una opción y una alternativa a los sistemas continuos estando 

especialmente indicado para el caso de microalgas sometidas a periodos circadianos de luz y 

oscuridad, debido a que la alta tasa de  división celular que se produce en estas condiciones no 

hace recomendable el cultivo continuo (Ferreira, 2011). 

 

En el caso de hacerse coincidir los ciclos de renovación celular con los ciclos circadianos, 

la biomasa obtenida presenta características de homogeneidad y estabilidad que difiere de la de 

los cultivos continuos (Ruiz-Marín et al., 2010). Se utiliza el término ciclostato para describir 

este tipo de cultivos sometidos a ciclos de luz / oscuridad, y poder diferenciarlos de los 

quimiostatos estándar (Chisholm  et al., 1975) 

 

Los reactores discontinuos son los más  versátiles  y  utilizados  a  escala  de  laboratorio,  

presentando  la  dificultad  añadida de su funcionamiento en estado no estacionario. El 

funcionamiento de un reactor para cultivos discontinuos implica la adición constante de medio  

de  cultivo,  esterilización  simultánea  o  sucesiva,  acondicionamiento  de  las  variables  de  
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cultivo  a  los  valores  prefijados  de acuerdo a los objetivos planteados en cada ensayo, 

inoculación y evolución del sistema.  

 

En cultivos discontinuos aunque la intensidad de iluminación incidente permanezca 

constante, dadas las sombras generadas de unas células a otras a altas densidades poblacionales, 

pueden presentarse periodos de inhibición o de limitación de crecimiento debido a falta o exceso 

de luz. (Voltolina et al., 2008).  Para cultivos a gran escala los recipientes de plástico, estanques 

de hormigón o de madera son los más recomendables, incluyendo los estanques rústicos en áreas 

rurales (Bianchini et al., 2008; Pickard et al., 2015; Gangl et al., 2015; Hoh et al., 2016). 

 

La elección de un sistema de cultivo, dependerá en todo momento de la microalga 

utilizada y  de los objetivos que se persigan en los ensayos (Pérsico et al., 2011), siendo los semi-

continuos los más utilizados. Ruiz-Marín et al., en 2010, compararon la capacidad de crecimiento 

de dos microalgas inmovilizadas y no inmovilizadas, Scenedesmus obliquus y Chlorella vulgaris, 

en modo de cultivo Batch  y semi-continuo, con objeto de evaluarlas mejores condiciones para 

eliminar nitrógeno y fósforo.  

 

Diversos autores (Chevalier et al., 1985; Mallick, 2002) pudieron demostrar que 

Scenedesmus obliquus inmovilizada y en modo de cultivo semi-continuo presentaba la mejor tasa 

de eliminación de nitrógeno y fósforo, estos resultados eran acordes con las investigaciones 

realizadas por Chih-Hung Hsieh et al. (2009), quienes además de obtener resultados similares, 

compararon la producción de lípidos, detectando que los niveles aumentaban en sistemas de 

cultivo semi-continuos de 0,124 g d−1 L−1 a 0,139 g d−1 L−1) en relación a los resultados obtenidos 

en cultivos Batch.  
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 5.- Identificación de microorganismos fotosintéticos 

 

 5.1. Extracción de ADN como herramienta de identificación  

La secuenciación del gen que codifica el ARNr 16S ha sustituido en la actualidad a la 

secuenciación de catálogos de oligonucleótidos. Cuando se pretende amplificar el ARNr 16S 

prácticamente completo, se utilizan iniciadores diseñados en base a secuencias conservadas 

próximas a los extremos 5’ y 3’ del gen, que originan amplicones de 1.500 pb, aproximadamente. 

Se ha demostrado, sin embargo, que una identificación precisa no siempre requiere la 

amplificación, y posterior secuenciación, del ARNr 16S completo. En estas circunstancias se 

utilizan oligonucleótidos que permitan la amplificación de fragmentos de menor tamaño, 

preferentemente las 500 pb correspondientes al extremo 5’ del gen denominado V3 (Rodicio  et 

al., 2004; Fujimoto et al., 2015; Fu et al., 2015; Pushkareva et al., 2015; Lawes et al., 2016).  

 

La secuenciación del rRNA es el método de elección para determinar relaciones 

taxonómicas altas. Debido a que la molécula de rRNA 16S contiene regiones altamente variables, 

es usualmente posible encontrar regiones de 20 a 30 bases que son completamente exclusivas de 

una sola especie de bacterias (Cercenado et al., 2010). 

 

Los análisis filogenéticos han favorecido los estudios de las relaciones evolutivas entre 

los organismos (Woese, 1987), de tal modo que en los últimos 20 años ha aumentado 

considerablemente el número de especies descritas en diferentes ambientes debido al uso y mejora 

de las técnicas moleculares. La comparación de los genes RNA ribosómicos realizada por Woese 

and  Fox  en 1977 dieron lugar a estudios que derivaron en un nuevo modelo filogenético en los 

años 1990, cambiando el concepto taxonómico y clasificando a los seres vivos en tres dominios, 

Bacteria, Archaea y Eukarya.   

 

Actualmente, las oportunidades para el descubrimiento de nuevos organismos y el 

desarrollo de los recursos basados en la diversidad microbiana son mayores. Las secuencias 

moleculares finalmente han generado un camino para definir distintos campos de estudio, 

mediante la filogenia molecular. Las secuencias también son las bases de las herramientas que 

permitirán explorar la distribución y el papel de los organismos en el ambiente y red trófica.  Los 

métodos moleculares pueden ser usados para obtener esencialmente cualquier gen directamente 



    

 

 

 

 

 

 

Introducción 

 

          | 67 

del medio ambiente sin cultivar el organismo en cuestión. (Amann et al., 1995; Schleper, et al., 

1998; Segawa et al., 2005; Lazarus et al., 2015). 

 

La extracción de ADN de procariontes, por lo general, se realiza mediante técnicas 

estandarizadas basadas principalmente en la ruptura de la pared celular bacteriana y la extracción 

del ADN que se encuentra libre en el citoplasma reunido en los nucleoides (Ausubel et al., 1989; 

Gutiérrez et al., 2008).  Cuando se habla de microalgas, se habla de células fotosintéticas tanto 

procariontes como eucariontes (Cubas, 2008; Gómez, 2007), en el caso de los procariontes el 

ARN ribosómico (ARNr) 16S es la macromolécula más ampliamente utilizada en estudios de 

filogenia y taxonomía bacterianas.  

 

En los eucariontes existen unas proteinas nucleares de caracter básico llamadas histonas 

que permiten la conformacón terciaria superenrollada del DNA (Urtasun et al., 2005).  El 

aislamiento de ácidos nucleicos de plantas y  de macro y microalgas difiere de las técnicas 

utilizadas habitualmente para tejidos de origen animal;  tanto las plantas como las macro y 

microalgas tienen paredes celulares compuestas principalmente de celulosa o de algún otro 

polisacárido complejo (Nishiguchi et al., 2002;  Doyle and Doyle, 1987).  

 

Si bien existen métodos publicados para extracción de ADN de las algas verdes (Meusnier 

et al., 2004), las algas rojas (Hong et al., 1997, Waittier et al., 2000) y las algas pardas (Phillips 

et al., 2001), la mayoría requieren maceración de tejidos en nitrógeno líquido con el fin de romper 

paredes y estructuras membranosas,  por lo que no existe un método estandar de ruptura de tejidos, 

sino que depende directamente de la naturaleza de la célula en particular.  

 

Numerosos autores han establecido diferentes  protocolos, la mayoría basados en el 

publicado por Doyle and Doyle en 1990, quienes proponen la utilización de bromuro 

cetiltrimetilamonio (CTAB) en solución salina, con EDTA y Tris-HCl. Este método se ha 

utilizado en el caso de algunas microalgas de reducido tamaño y rigidez de membrana que 

presentan dificultades en el momento de lisarlas. (Fawley et al., 2004).  

 

En 1995 Friedl, desarrolló una técnica efectiva para la extracción de ADN de microalgas, 

basado en una extracción inicial con bromuro de dodeciltrimetilamonio (DTAB) y una ruptura 

mecánica de las células, seguido de una extracción con cloroformo y una precipitación con CTAB 

https://scholar.google.es/citations?user=4cK2Z4LDYzUC&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=_LP-4_YAAAAJ&hl=en&oi=sra
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en solución salina. Esta técnica, si bien resulta ser fácil y efectiva,  presenta el inconveniente de 

la contaminación posterior debido a la presencia de polisacaridos y compuestos fenólicos no 

deseados en el lisado. 

 

Con objeto de poder solucionar este inconveniente, Yang et al., en 2008 publicaron una 

modificación de este método, donde incluían la utilización de β-mercaptoetanol para evitar 

reacciones de oxidación, y la utilización de polyvinylpolypyrrolidona (PVPP) para la eliminación 

de compuestos fenólicos, logrando de este modo un ADN más limpio y libre de contaminantes; 

no obstante, igualmente hay que tener en cuenta que con este método la eficiencia de la extracción 

será diferente para cada especie. 

 

 5.2. Identificación genética de microalgas 

El análisis de rRNA es de gran valor para el estudio de eukariotes de diversos ambientes  

(Amaral Zettler et al., 2002; López-García et al., 2001, López-García et al., 2003; Stoeck et al., 

2003; Willerslev et al., 1999). El estudio de genes rRNA amplificados directamente de muestras 

ambientales ha demostrado que existe un gran número de linajes, siendo necesaria la reubicación 

de múltiples especies  descritas con anterioridad, así como la descripción de nuevos reinos 

(Dawson & Pace, 2002; Cavalier-Smith, 2004; Marande et al., 2009).  Sin embargo, muchos de 

estos nuevos grupos descubiertos son conocidos únicamente por sus  características moleculares, 

no teniéndose información acerca de su abundancia, distribución o rol in situ, o de sus 

características fisiológicas (Stoeck et al., 2005). 

 

En los eucariontes fotosintéticos el ARN se encuentra localizado en partículas de tamaño 

80S, en las subunidades 5.8S, 18S y 28S; estando ubicados en uno o varios operones; así, el gen 

18S ubicado en una subunidad pequeña del ribosoma, contiene información filogenética con una 

variabilidad suficiente para poder distinguir entre diferentes taxones.   

 

Diez et al., 2001, realizó un estudio de la diversidad de un sistema marino,  mediante 

PCR, utilizando los oligonucleótidos EukAy EukB (Tabla 9); estos oligonucleotidos ya fueron 

utilizados por  Medlin en 1988 para amplificar el gen codificante rDNA 18S, de aproximadamente 

1.800 pb; este autor también utilizó la técnica fingerprinting DGGE (Denaturing gradient Gel 

Electrophoresis) para la comparación de perfiles de microorganismos en matrices acuáticas 

marinas, identificando gran parte de éstos. La técnica de DGGE, permite la separación de 
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fragmentos de ADN de idéntica longitud pero de distinta secuencia. Es de destacar que Muyzer, 

en 1999, ya había mencionado la importancia y las aplicaciones ecológicas de las técnicas de 

TGGE/DGGE, siendo Ward et al. (1998) los primeros autores en describir la dinámica de especies 

en función de la época del año utilizando la técnica de 16S-DGGE.  

 

 

 

 

 

 

Miller et al. (2009) realizaron ensayos aplicando técnicas de PCR-DGGE para determinar 

qué comunidades colonizaban diferentes tipos de roca. Esta metodología se han aplicado al 

estudio de comunidades microbianas responsables del proceso de biodeterioro en monumentos 

históricos, concluyendo en la dominancia de algunas cianobacterias como  Pleurocapsa sp. en 

catedrales de Sevilla y Granada. Además demostraron la presencia de microalgas dominantes 

tales como Chlorella sp. en el monasterio  de Santa Clara-a-Velha de Portugal.  

 

Estas técnicas se han utilizado ampliamente en el estudio de las interacciones y 

evoluciones en el tiempo de comunidades microbianas presentes en distintas matrices ambientales  

(Asiloglu et al., 2015; Ryu et al., 2015; Zhao et al., 2015; Karło et al., 2015; Niro et al., 2016; 

Minhas et al., 2016; Bhatt et al., 2016). Su uso no sólo permite la identificación de cepas a través 

del 18S y 16S, sino que permite también la asociación a taxas y familias. Andreoli et al., 2009, 

indicaron que el uso de información molecular en las evaluaciones taxonómicas/ecológicas 

resulta ser  de gran importancia no sólo para conocer la historia evolutiva de un grupo de 

organismos, sino también para evaluar  diferentes hipótesis  acerca de las distintas distribuciones 

geográficas de algunos taxas.  

 

Ettl and Gartner en 1995, comentaron que los  generos Koliella y Raphidonema no eran 

similares y que ambos pertenecían al orden Klebsormidiales; no obstante, Andreoli et al. (2009) 

quienes rebatieron esta afirmación demostrando mediante estudios del 18S que sí eran similares, 

y que ambos géneros pertenecían a la familia Trebouxiophyceae de las Chlorophytas. 

 

Tabla 9:Oligonucleótidos para el estudio de biodiversidad marina. 

Abreviación Secuencia 

EukA AACCTGGTTGATCCTGCCAGT 

EukB TGATCCTTCTGCAGGTTCACCTAC 

 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852416304242
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Por tanto, las diferencias en las secuencias del gen 18S rDNA entre estas dos especies 

morfológicamente similares sugiere que, tal y como se observa en Phaeocystis spp. (Medlin et 

al., 1994), los ancestros de las especies investigadas eran probablemente especies cosmopolitas 

de aguas templadas o terrestres de hace no más de 25-50 millones de años, y que el cambio de 

climas templados a fríos podría haber producido un cambio en la divergencia genómica y no un 

cambio morfológico en las especies (Andreoli et al., 2009).  

 

La amplificación del gen 18S mediante PCR con oligonucleotidos específicos permite la 

identificación de clases o diferentes filos en eucariontes, así como la creación de una bases de 

datos  para buscar coincidencias o relaciones filogenéticas (Brandan et al., 2015; Lam et al., 2016; 

Nakada et al., 2016; Nagai et al., 2016). 

 

5.3. Otras técnicas de identificación de microalgas 

La microscopía electrónica es uno de los instrumentos que ha puesto de manifiesto la 

importancia ecológica de estos microorganismos. Butcher en 1952 describió la primera microalga 

con un tamaño  inferior a 2 µm (Chromulina pusilla) dando a conocer, además, una gran cantidad 

de fotosintéticos con tamaños inferiores a 5 µm (Johnson and Sieburth en 1982). Es de destacar 

también que la utilización de pigmentos como marcadores indirectos de microalgas, es decir, en 

relación a la cantidad de pigmentos se estima la cantidad de microalgas (Gieskes and Kraay 1983) 

ha permitido estimar la distribución e importancia de los fotosintéticos en medios de agua dulce 

y oceánicos, permitiendo también su identificación.  

 

Recientemente Peng et al. (2016) publican una nueva forma de identificación mediante 

la utilización de un espectrómetro de masas MALDI-MS (desorción/ionización mediante láser 

asistida por Matriz), el cual presenta la cualidad de ser  económico, simple y efectivo. 

 

 Sin embargo, han sido las técnicas de Citometría de Flujo una de las mejores 

herramientas para estimar abundancia y distribución de picoplancton en ambientes acuáticos 

(Simon et al., 1995; Li et al., 1988; Legendre  et al., 2001; Sieracki et al., 2004;  Franqueira et 

al., 2000; Collier et al., 2000;  Stauber et al., 2002; Franklin et al., 2009; Hyka et al., 2013;  Nam 

et al., 2015; Chaloub et al., 2015; Li et al., 2015; Havlik et al., 2015;  Thompson et al., 2015;  

Fachet et al., 2016; Aslam et al., 2016).  

 

https://scholar.google.es/citations?user=dtjHHkIAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=0nIw7mUAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=iMzafG4AAAAJ&hl=en&oi=sra
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Si bien las primeras aplicaciones de la Citometría de Flujo fueron en estudios métricos y 

taxonómicos (Paau et al., 1978; Yentsch et al.,1983), los diversos avances en las disciplinas 

relacionadas con este área han permitido la descripción e identificación de microorganismos 

fotosintéticos, estableciéndose como una buena herramienta en estudios ambientales y 

toxicológicos. Estas técnicas se basan en el examen de las características intrínsecas del 

microorganismo dentro de una población, tales como tamaño o fluorescencia autóloga y/o 

inducida y se vienen utilizando entre otras cosas para el conocimiento del estado fisiológico de 

microalgas, permitiendo así el estudio de sus bioprocesos (Silvi et al., 2013; Hyka et al., 2012; 

Hyka et al., 2013; Bertucco et al., 2015; Esperanza et al., 2015; Nam et al., 2015; Znachor et al., 

2015;  Fachet et al., 2016).  

 

Jochem (2001) realizó estudios sobre la distribución y composición de las poblaciones de 

pico-y nanofitoplancton en el Mar Báltico, el Atlántico Norte, el Mar Caribe, el Océano Índico y 

en aguas de la Antártida, estudiando la distribución de proclorofitas, algas eucariotas y  

cianobacterias cocoides (Synechococcus). Además de las estimaciones de abundancia, obtuvo 

información acerca del estado fisiológico, pudo determinar el efecto sobre la pigmentación de 

celular (clorofila y concentraciones ficoeritrina) de fitoplancton en función de la profundidad y 

disponibilidad de nutrientes en los sistemas acuáticos estudiados. 

 

Por otro lado, Veldhuis and Gijsbert, en el año 2000, mencionan las ventajas del uso de 

la Citometría de Flujo; estos autores comentan que es una excelente herramienta para evaluar la 

velocidad de crecimiento, mediante la cuantificación de la replicación de ADN en un período 

dado de tiempo, generalmente de 24h. (Simon et al., 1995; Van Bleijswijk and Veldhuis, 1995; 

Pan and  Cembella, 1998). 

 

Veldhuis and Gijsbert, en 2000, también mencionan la posibilidad de evaluar la 

integridad de la membrana celular, utilizando fluorocromos como Ioduro de Propidio (PI) capaz 

de penetrar en las membranas de las células muertas uniéndose a ADN por intercalación entre la 

doble cadena de bases (Hutter  et al., 1978; Gasol et al., 2000;  Franklin  et al., 2001; Lopes da 

Silva et al., 2009; Hyka et al., 2013; Pelin  et al., 2014; Suman  et al., 2015; Adan et al., 2016; 

Bodénès et al., 2016). 

 

https://scholar.google.es/citations?user=vEae4mUAAAAJ&hl=en&oi=sra
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0734975012000833
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Stauber et al. (2001) analizaron el efecto de la inhibición enzimática por la presencia de 

cobre en periodos cortos de tiempo en Selenastrum capricornutum, Chlorella sp., Dunaliella 

tertiolecta, Phaeodactylum tricornutum, Tetraselmis sp., Entomoneis sp. punctulata, Nitzschia 

sp. Paleacea sp. Estos autores evaluaron la actividad enzimática de esterasas y la viabilidad 

celular utilizando el complejo Diacetato de Fuoresceína/ Ioduro de Propidio. 

 

Por otro lado, la pérdida de viabilidad celular también se puede estimar como pérdida del 

potencial de membrana mitocondrial, utilizando el fluorocromo 3,3’-diexyloxacarbocianina 

iodido (DiOC6). Este fluorocromo se incorpora a la célula y en los sistemas membranosos con 

elevada diferencia de potencial fluoresce intensamente, de ahí puede deducirse "indirectamente" 

que la célula presenta una alta actividad metabólica. (Marchetti et al., 2002; Gordon  et al., 2012; 

Wen et al., 2014; Hagström et al., 2014; Dias et al., 2016). 

 

En los estudios de potencial de membrana de diferentes poblaciones celulares se viene 

utilizando el fluorocromo catiónico lipofílico DiOC6. Este fluorocromo entra en los sistemas 

membranosos acumulándose en las mitocondrias, siendo la intensidad de fluorescencia emitida 

directamente proporcional a la diferencia de potencial entre el interior y exterior de las 

membranas, y por tanto a la actividad metabólica. (Reis et al. 2005;  Lopes da Silva et al. 2005; 

Juárez-Jiménez et al., 2010) 

 

 Cid et al., en 1996, analizaron el efecto sobre la viabilidad y potencial de membrana con 

los flurocromos PI y DiOC6 respectivamente en Pbaeodudylum  tricornutum tras la exposición a 

diferentes concentraciones de cobre en distintos intervalos de tiempo. Estos autores demostraron 

que la integridad de la membrana de esta especie se ve progresivamente afectada a medida que 

aumentaba el tiempo de exposición al metal, lo cual conlleva una interrupción del proceso de 

división celular, y por tanto, al aumento del tamaño de las células. Riisgard et al., en 1980 

obtuvieron resultados similares evaluando el efecto de la presencia de cobre en Dunaliella salina.  

 

 Mediante esta técnica, Wen et al. (2014) pudieron conocer el proceso por el cual la paja 

de arroz inhibe el desarrollo de la cianobacteria Microcystis aeruginosa, evaluando la integridad 

de membrana, la viabilidad y el crecimiento de esta microalga en diferentes tiempos de 

exposición. 

  

https://scholar.google.es/citations?user=LnaynB0AAAAJ&hl=en&oi=sra
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6. Obtención de productos de interés en biotecnología a partir de microalgas 

 6.1. Aspectos generales 

 

 Hoy día es indiscutible la importancia económica de las microalgas; a diferencia de las 

plantas superiores, contienen relativamente pequeñas cantidades de material estructural y gran 

cantidad de componentes celulares con reconocido valor económico. Contienen una gran cantidad 

de pigmentos esenciales que bajo la acción de la luz solar, sustancias inorgánicas simples como 

CO2, compuestos nitrogenados y fosforados, a través del proceso fotosintético son transformados 

en compuestos orgánicos complejos como carbohidratos, lípidos, o proteínas que, posteriormente, 

se acumulan en las células y en los tejidos de los organismos simples y superiores. Por el proceso 

de fotosíntesis también  regulan el contenido de O2 y CO2 en la atmósfera, colaborando en el 

control del efecto invernadero, las lluvias ácidas y la reducción de la capa de ozono. (Travieso y 

Benítez, 1998).   

 

Las cianobacterias fueron de los primeros organismos fotosintéticos en poblar la Tierra 

hace millones de años. Estos microorganismos fijaban el CO2 presente en la atmósfera (a altas 

concentraciones) y producían O2, siendo los principales agentes responsables de la creación de la 

actual atmósfera terrestre (Velázquez, 2011; Raeesossadati et al., 2015).  

 

Estos microorganismos son clave en el equilibrio planetario, ya que la dinámica del CO2 

en la Tierra está, en gran medida, determinada por ellos y, además, constituyen la base de las 

cadenas tróficas que permiten la vida en los océanos, condicionando las propiedades fisico-

químicas del agua y la estructura de otras comunidades bióticas, por ejemplo zooplancton y peces. 

(Jeppesen et al., 2011). 

 

Son microorganismos apenas explorados, que en la actualidad son objeto de intensas 

investigaciones para la búsqueda de nuevas sustancias bioactivas susceptibles de ser utilizadas en 

medicina o de nuevos usos productivos como la biorremediación ambiental o la elaboración de 

biocombustibles.  (Volkman et al., 1998).  

 

Las aplicaciones biotecnológicas y comerciales de las microalgas son tan diversas como 

numerosas son las especies que integran este grupo de microorganismos. Sus usos van desde la 

producción de alimentos para consumo humano (Maranesi et al.,1983; Becker et al., 2004; 
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Dawczynski et al., 2007; Gouveia et al., 2008; Armand et al., 2015); lípidos para la producción 

de biodiesel (McMullan et al., 2015; Bharathiraja et al., 2015; Naghdi et al., 2015; Drira et al., 

2016; Milano et al., 2016; Neves et al., 2016); industria farmacéutica (Rasala et al., 2015; Zhu et 

al., 2015; Astroc et al.,2016); industria de la cosmética (Wang et al., 2015; Balboa et al., 2015); 

y hasta en la producción de hidrógeno con aplicaciones energéticas (Melis et al., 2001; Ghirardi 

et al., 2006; Torzillo et al., 2015; Ghosh et al., 2015; Xia et al., 2015; 2016; Cherad et al., 2016; 

Yilmaz et al., 2016).  

 

 En los últimos 30 años las microalgas más estudiadas y cultivadas con propósitos 

comerciales han sido Tetraselmis, Isochrysis, Phaeodactylum, Chaetoceros, Nannochloropsis, 

Skeletonema, Thalassiosira, Chlorella y Spirulina (Zendejas  et al., 2012; Alonso et al., 2012; 

Fradique et al., 2012; Horst et al., 2012; Rekha et al., 2012; Cook  et al., 2015; Velu  et al., 2015; 

Chang et al., 2016; Varol et al., 2016).  

 

Chlorella y Spirulina se utilizan ampliamente en la industria alimentaria como 

suplementos dietéticos en forma de biomasa deshidratada en  tratamientos de profilaxis y 

complemento en gran variedad de enfermedades (Carvajal et al., 2002). Además, se ha potenciado 

el uso de Dunaliella salina para la producción de  β-carotenos, y el uso de Haematococcus 

pluvialis para la obtención de astaxantina. (Borowitzka et al., 1999). Un consorcio de ambas 

microalgas también ha sido desarrollado para la biofijación de CO2 proveniente de efluentes 

gaseosos y líquidos de centrales termoeléctricas (Silva Vaz et al., 2016). 

 

  Por otro lado, la utilización de “Maerl”(Macroalgas rodofitas calcáreas) en las costas del 

Canal de La Mancha como fertilizante y corrector de suelo ácidos data de principios del siglo 

XVIII (Black et al., 2007), y la primera patente de "Seaweed Manure" (estiércol de macroalgas 

marinas) de mediados del siglo XIX (Gardissal, 1856; Craigie et al., 2011).  Maurya et al., en  

2016 proponen la utilización de biomasa microalgal residual procedentes de la extracción de 

lípidos para biodiesel,  como fertilizantes, con la finalidad de evitar el uso fertilizantes químicos. 

(Coppens et al., 2015). 

 

 Las cianobacterias se han utilizado como biofertilizantes en arrozales, (Metting, 1996), 

así como macroalgas marinas para la  producción de harinas e hidrosiembras, detoxificación de 

suelos, o como activadores de compost (León-Bogarín et al., 1994). 

https://scholar.google.es/citations?user=fwWmIEsAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=cfNRC60AAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=2wBdUbsAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=X0YySPcAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=0u-5ltkAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=L1mAxbgAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=JI_TkBoAAAAJ&hl=en&oi=sra
http://www.frontiersin.org/people/u/305439
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 Muchas  de estas aplicaciones se deben a la presencia de polisacáridos matriciales 

(alginatos, carragenatos, agar, ulvanos, mucopolisacáridos, y sus oligosacáridos), polisacáridos 

de reserva (manitol, fucoidan, laminarano, almidón florideo), y de pared celular (celulosa y 

hemicelulosa) (De la Noue et al., 1989; Fernandes et al., 1989; Fischer et al., 1997; De Philippis 

et al., 1989; De Philippis et al., 2001; Tannin-Spitz et al., 2005; Bhadury et al., 2004; Banskota 

et al., 2006; Carlucci et al., 2012; Velu et al., 2015; Morais et al., 2015;  Silva Vaz et al., 2016; 

Raposo et al., 2015; 2016).  

 

 Igualmente, se han utilizado como fuente de: macronutrientes, nitrógeno (aminoácidos), 

potasio, calcio, magnesio, fósforo (Granéli et al., 1999); También como fuente de oligoelementos 

y quelantes, y como bioantioxidantes y/o activadores tales como polifenoles, xantofilas, 

carotenoides, enzimas (Guedes et al., 2011); fitohormonas y reguladores del crecimiento 

(citoquininas, oligosacáridos, betaínas); biotoxinas (Anderson et al., 2003), inhibidores y 

repelentes de insectos (compuestos aromáticos y terpenoides halogenados con actividad anti-

fúngico (Abdo et al., 2012). 

 

 Las microalgas no sólo se han utilizado en el área alimentaria, sino que se encuentran 

presentes en aplicaciones biotecnológicas y médicas:  Morris et al., en 2003, evaluaron la 

utilización de proteínas extraídas de la microalga Chlorella vulgaris como complemento de la 

dieta convencional en la recuperación de la inmunocompetencia de ratones con malnutrición 

proteico-energética inducida experimentalmente por restricción dietética.  

 

Brown et al., en 1997 describieron la composición bioquímica de al menos 40 especies 

de microalgas cultivadas en condiciones estándar, siendo las proteínas el componente orgánico 

más abundante (15-52%, p/v del peso seco), seguido de los lípidos (5-20%, p/v) y carbohidratos 

(5-12%, p/v).  

 

Es de destacar que la composición bioquímica no siempre se correlaciona directamente 

con el valor nutricional, ya que en numerosas ocasiones se produce la deficiencia en algunos 

nutrientes esenciales. Se han realizado numerosos estudios para comprobar cómo varía la 

composición bioquímica de algunas microalgas bajo distintas condiciones de cultivo (Vu et al., 

2015; Bae et al., 2015; Michelon  et al., 2015; Zheng, et al., 2016; Whitton et al., 2016). 

 

https://scholar.google.es/citations?user=-RcoZhoAAAAJ&hl=en&oi=sra
https://scholar.google.es/citations?user=6DSL1BQAAAAJ&hl=en&oi=sra
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Las condiciones de cultivo (nutrientes, temperatura, intensidad de luz) influyen en la 

composición bioquímica microalgal. Sin embargo, se ha demostrado que dependiendo de las 

diferentes especies de  microalgas, los lípidos y/o carbohidratos tienden a acumularse en la fase 

de estacionaria, independientemente de las condiciones que conducen a esta fase. (Wikfors, 1986; 

Whyte, 1987;  Moal,  et al.,  1987). 

 

 Las microalgas son consideradas alimentos funcionales, capaces no sólo de elevar 

el contenido nutricional de los alimentos tradicionales, sino también de tener efectos positivos en 

la salud de animales y humanos, debido a que contienen cantidades apreciables de proteínas, 

vitaminas y ácidos grasos polinsaturados. Bajo condiciones de cultivo específicas, algunas 

microalgas presentan un contenido aminoacídico superior al descrito en alimentos 

convencionales; tal es el caso de Scenedesmus sp. que posee niveles de lisina superiores a 

determinados alimentos patrones (Food and Agriculture Organization of the United Nations, 

FAO), y niveles de proteína entre 25 y 35 %, lo que hace de esta microalga, una atractiva fuente 

de proteínas. (Quevedo et al.,2008). (Tabla 10). 

 

 

 

 

 

 

  

 

En relación a la composición de glúcidos, la presencia de lípidos neutros, principalmente 

glicéridos, representa una fuente potencial de glicerol, por ser el producto secundario de la 

reacción de síntesis de biodiesel mediante la reacción de transesterificación; además algunas 

especies de microalgas como Dunaliella bardawil y  Dunaliella salina pueden producir glicerol 

libre (Taha et al., 2012). 

 

Por último, cabe mencionar que la chloropyta marina Dunaliella salina contiene 

cantidades significativas de glicerol que pueden incrementarse en respuesta a un aumento de la 

presión osmótica externa (Ahmed et al., 1987; Naira et al., 1991). Ben-Amotz et al. (1981) 

demostraron que Dunaliella  bardawil  es capaz de producir hasta 20g/m2*día de glicerol 

Tabla 10: Contenido total de proteínas y aminoácidos mayoritarios en cultivos de microalgas.  

Aminoacidos Microalgas 
Concentración 

(%) 
Referencia 

Lisina Scenedesmus sp. 24-35 Quevedo et al.,2008 

Glutamina y Alanina Chorella vulgaris 35 Quevedo et al.,1999 

Arginina y ac.Aspártico Spirulina sp. 55-70 Avila-Leon et al., 2012 

Ficocianina Porphyridium cruentum 34.4 Gantt et al., 1974; 

Hernández-Míreles et al., 2006 

Glutamina y Leucina Dunaliella bardawil 50-60 Azevedo, 2009 

Fenilalanina Chlorella pyreinoidosa 27-44 Camacho et al.,1988 
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intracelular. Otros autores igualmente han optimizado el cultivo de Dunaliella para la producción 

de glicerol (Zhao et al., 2015; Chow et al., 2015; Xu et al., 2015). 

 

 6.2. Pigmentos en microalgas 

Bajo ciertas condiciones, las microalgas pueden acumular elevadas concentraciones de 

pigmentos (Begum  et al., 2015; Stengel  et al., 2015; D'Alessandro et al., 2016; Cheirsilp et al., 

2016) tales como ficobiliproteínas (ficocianinas), presentes en determinadas cianobacterias. Por 

ejemplo, la ficoeritrina, extraída de  Porphyridium cruentumse utilizada como colorante natural 

en alimentación o cosmética y en aplicación clínica para inmunoensayos o reactivos biomédicos 

de diagnóstico (Fábregas et al.,1998). Wu et al. (2005; 2016) igualmente ensayaron diferentes 

condiciones de cultivo para la producción de pigmentos procedentes de varias microalgas, y  Song 

et al. (2016) buscaron el mismo objetivo pero variando las concentraciones de N y P.  

 

Otro ejemplo es  Dunaliella salina, un tipo de microalga halófila conocida por su 

contenido de compuestos con actividad antioxidante, y utilizada en cosméticos y en suplementos 

nutricionales. Esta microalga es la responsable de que las salinas se vean de color rojizo ya que 

acumula ß-carotenos, siendo la mejor fuente natural  de este pigmento (Taha et al., 2012). Mendes 

et al. en 2003 demostraron la presencia del pigmento β-caroteno (en sus conformaciones cis y 

trans) en la microalga Dunaliella salina. 

 

Otros pigmentos presentes en las microalgas (concretamente en Haematococcus) son  

zeaxantina y astaxantina (Fábregas et al., 2000; Lorenz et al., 2000; Sodoro  et al., 2002; Dufossé 

et al., 2005; Gómez et al., 2015; Desai et al., 2016). Lorenz et al. (2000) describieron numerosas 

aplicaciones industriales para estos pigmentos, por ejemplo, su uso como colorantes alimentarios, 

precursores vitamínicos, potenciadores del color en salmónidos y yema de huevo.  

 

La microalga más estudiada para la producción de pigmentos es Haematococcus  pluvialis 

(Boussiba, and Vonshak, 1991; Lee and Ding,  1995; Lorenz et al., 2000) cuya producción de 

pigmentos puede ser estimulada por la luz y la presencia de acetato en el medio (Cordero et al., 

1996; Fan et al., 1996) o temperatura elevada (Tjahjono et al., 1994). Kim et al. en 2015 

describieron la caracterización morfológica, molecular y bioquímica de esta microalga en la 

producción de astaxantina. 

 

http://es.wikipedia.org/wiki/Alga
http://es.wikipedia.org/wiki/Hal%C3%B3filo
http://es.wikipedia.org/wiki/Antioxidante
http://es.wikipedia.org/wiki/Cosm%C3%A9tico
http://es.wikipedia.org/wiki/Suplemento_diet%C3%A9tico
http://es.wikipedia.org/wiki/Suplemento_diet%C3%A9tico
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La carencia de nitrógeno es el principal factor de inducción para la producción de 

pigmentos (Fábregas et al., 1998). Lubián et al. en 2000, estudiaron 6 especies de 

Nannochloropsis para tal fin en diferentes condiciones de cultivo, llegando a demostrar la 

presencia de altas concentraciones de carotenoides en  N. salina y N. gaditana, así como el efecto 

positivo de la salinidad sobre la producción de  zeaxantina en N.gaditana.   Pancha et al. (2015) 

obtuvieron resultados similares para Scenedesmus sp. estudiando la producción de clorofilas y 

carotenoides. 

  

Las microalgas presentan numerosas ventajas frente a otros modelos de producción de 

pigmentos mucho más conocidos como son la levadura  Phaffia rhodozyma, ya que la producción 

de pigmentos en las microalgas alcanza desde el 1% hasta el 5%, (p/v) de su biomasa, mientras 

que las diferentes subespecies de esta levadura no superan el 0,4% (Girard et al., 1994).  En la 

Figura 8 y en la Tabla 11 se presentan algunos pigmentos extraídos de cultivos de microalgas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8: Estructura de algunos 

pigmentos extraídos de cultivos de 

microalgas con aplicaciones 

biotecnológicas.  
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Tabla. 11:Pigmentos extraídos de microalgas con aplicaciones biotecnológicas.  

Pigmento Color Microalgas Aplicación Referencia 

β–Caroteno Amarillo Dunaliella salina 

Vitamina A 

,Aditivo alimentario 

E160a 

Cañizares-Villanueva 

et al., 2012 

Miandooab et al., 

2015 

α-Tocoferol Marrón 

Nannochloropsis 

oculata 

Chaetoceros 

calcitrans 

Vitamina E, aditivo 

alimentario E306, E307, 

E308, antioxidante en 

cosméticos y alimentos 

Goh et al., 2009 

Millao et al., 2016 

Violaxantina Naranja Botryococcus Braunii 
Aditivo alimentario 

E161e 

Muntean et al., 2007 

Zhu et al., 2015 

Ficocianina 
Verde-

Azul 

Arthrospira platensis 

(Spirulina) 

Colorante alimentario, 

técnicas 

inmunofluorescentes , 

anticuerpos 

Valle Pérez et al., 

2002 

Sánchez et al., 2002 

Satyantini et al., 2015 

Chlorofila A verde 
Chlorella vulgaris 

Arthrospira platensis 

En la industria 

farmacéutica y cosmética 

Cheirsilp et al., 2016 

Kim et al., 2015 

 

 

 6.3. Vitaminas en microalgas  

La mayoría de las vitaminas liposolubles son producidas por microalgas (Fábregas and 

Herrero 1990; Brown et al., 1999). Las vitaminas presentes en las microalgas están en mayor 

concentración que en la mayoría de los alimentos convencionales. La ingestión de cantidades 

pequeñas de  microalgas permiten cubrir las necesidades básicas de algunas vitaminas en la 

alimentación animal, incluida la nutrición humana (Fábregas and Herrero 1990; De Roeck-

Holtzhauer  et al., 1991), recomendándose, además, en dietas para peces (Sheguineau  et al., 

1996). En la Tabla 12 se muestran algunas microalgas productoras de vitaminas así como las 

vitaminas que producen. 

 

Por otro lado, se ha estudiado que las microalgas cuando son cultivadas  de forma 

autótrofa, producen niveles más altos de vitaminas que cuando son cultivadas en forma 

mixotrofica. (Cabrales et al., 1999). Estos autores comprobaron que cuando cultivaba Chlrorella 

sp, en condiciones autótrofas se producía mayor cantidad de biomasa, que en condiciones 

mixotroficas,  y por consiguiente valores mas altos de vitamina A y C. 

 

 

 

 

 

https://scholar.google.es/citations?user=cfNRC60AAAAJ&hl=en&oi=sra
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 6.4. Esteroles en microalgas  

 A diferencia de los esteroles humanos, que en su mayoría se tratan de colesterol, los 

esteroles presentes en las  microalgas son muy complejos y en algunos casos específicos para 

cada especie. 

 

Diversos autores han podido constatar que los esteroles del fitoplancton se encuentran en 

forma libre como lípidos neutros (Ballantine et al.,  1979; Volkman  et al.,1981). Por otro lado, 

los esteroles polares también han sido estudiados como una forma glicosilada de los esteroles 

(Verón  et al., 1998).  

 

La diferencia existente en los niveles de esteroles en microalgas depende de la fase de 

crecimiento, nutrientes y condiciones de iluminación de los cultivos (Ballantine et al., 1979; 

Gordillo et al., 1998). En las diatomeas se han encontrado altas concentraciones de colesterol, 

siendo muy utilizado como alimento en los cultivos masivos de moluscos. (Trider and Castell, 

1980). 

 

Es de destacar que las asociaciones simbióticas en la naturaleza entre moluscos y 

diatomeas posiblemente se deba a los altos contenidos de colesterol presentes en estas microalgas, 

siendo este esterol esencial para el crecimiento de moluscos; así por ejemplo, se ha podido 

Tabla 12: Microalgas productoras de vitaminas. 
Microalgas Vitaminas a Referencia 

Chlorella vulgaris 

Ac. Ascórbico 24,4 - 117,1 

Quintana  et al., 

1999 

Riboflavina 8,8 y 24,7 

Biotina 214,60 a 305,2 

Tiamina 2,6 y 3,4 (g) 

Nannochloropsis sp. 

Ac. Ascórbico 320 

Brown et al., 

1999 

β–Caroteno 29 

Tiamina (B1) 7 

Riboflavina (B2) 6 

 

 

Tetraselmis suecica 

Ac. ascórbico 83.7 
 

Roeck-Holtzhauer et al., 

1991 

Tiamina (B1) 62.7 

Riboflavina (B2) 4.2 

Cianocobalamina (B12) 116.2 

 

 

Spirulina sp. 

Ac. Ascórbico 42,8-195 
 

Babadzhanov et al., 

2004 

Tiamina (B1) 11-15 

Cianocobalamina (B12) 0,3-0.8 

Rivoflavina 0,2-0,9 

a: Concentración (mg/100g de Biomasa seca) 
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cuantificar hasta un 50% de peso seco de colesterol en biomasa de Chaetoceros muelleri, (Trider 

and Castell 1980), a su vez utilizado para el cultivo y crecimiento de ostras.(Volkman et al., 2003; 

Mendiola, 2008). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 6.5. Ácidos grasos en microalgas   

Los ácidos grasos son moléculas formadas por una larga cadena hidrocarbonada de tipo 

lineal, y con un número par de átomos de carbono. Tienen en un extremo de la cadena un grupo 

carboxilo, cada átomo de carbono se une al siguiente y al precedente por medio de un enlace 

covalente sencillo o doble. Los ácidos grasos son moléculas anfipáticas, es decir, tienen una 

región apolar hidrófoba (la cadena hidrocarbonada) que repele el agua y una región polar hidrófila 

(el extremo carboxílico) que interactúa con el agua. Los ácidos grasos de cadena corta son más 

solubles que los ácidos grasos de cadena larga debido a que la región hidrófoba es más corta. (Gill 

et al., 1997). 

 

 Clasificación de ácidos grasos  

 Ácidos grasos saturados 

Carecen de dobles enlaces entre carbonos; tienden a formar largas cadenas y a ser sólidos 

a temperatura ambiente, excepto los de cadena corta. Poseen una fórmula general de CH3 - (CH2)n 

- COOH, donde n = 4-24 átomos de carbono. Algunas especies de microalgas presentan variedad 

de ácidos grasos saturados, por ejemplo Rhodomonas baltica ( C12:0, C14:0, C16: C18:0 C20:0, 

C24:0) y Pseudokirchneriella subcapitata (C14:0, C16: C18:0 C20:0, C24:0.) (Patil et al., 2006). 

Otras microalgas tales como Thalassiosira pseudonana y Amphidinium carteri tienen ácidos 

grasos saturados de 14 a 18 átomos de carbono (C14:0, C16:0, C18:0) (Bigogno et al., 2002).  

 

 

 

        Tabla 13: Microalgas productoras de esteroles. 

Esteroles Microalgas Aplicaciones Referencia 

Poriferasterol Pyramimonas  cordata 
Industria Química y 

laboratorios 
Ponomarenko LP et al., 2004 

Fungisterol Scenedesmus acutus Industria farmaceutica Rezanka et al., 1986 

Desmosterol Rhodymenia palmata Industria farmacéutica Idler et al., 1968 

Colesterol Sargassum sp. 
Industria alimentaria y 

farmacéutica 
Carrillo et al., 2012 

Stigmasterol Amphora coffaeformis Industria farmaceutica Gladu et al., 1991 
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 Ácidos grasos insaturados 

Son ácidos grasos con dobles enlaces entre carbonos y suelen ser líquidos a temperatura 

ambiente. Dentro de este grupo se describen ácidos grasos monoinsaturados, con un solo doble 

enlace, y los poliinsaturados con varios dobles enlaces, encontrándose, por lo general, en mayor 

proporción en relación al total de lípidos en células fotosintéticas. Patil et al. en 2006 describieron 

que en Isochrysis galbana un 56,9% del total de ácidos grasos eran insaturados y un 20,4%  

correspondían a ácidos grasos saturados; resultados similares se obtuvieron para Pavlova sp., 

Rhodomonas baltica y Oocystis sp., no obstante, las proporciones entre ácidos grasos saturados e 

insaturados  pueden variar de acuerdo a las condiciones de cultivo y en cada especie (Bigogno et 

al., 2002). 

 

 Ácidos grasos cis y trans 

En la naturaleza la mayoría de este tipo de ácidos grasos poseen una configuración 

espacial, cis (Donovan et al., 2000).  Se han encontrado altas concentraciones de ácidos grasos 

insaturados como 18:4 (n-3) y 22:6 (n-3) en ambas conformaciones cis y trans  en Pavlova sp. 

(Volkman et al., 1991). 

 

Los composición de ácidos grasos en microalgas, generalmente presenta un patrón 

característico para cada grupo de microalgas (Khotimchenko et al., 2005). Los ácidos grasos están 

distribuidos en tres clases de lípidos: neutros, glucolípidos y fosfolípidos. Entre los glucolípidos 

los principales componentes son glicéridos tales como monogalactosil y digalactosil. Los lípidos 

polares (glicolipidos y fosfolípidos) constituyen las membranas celulares, presentando un alto 

nivel de insaturación. 

 

El pH y la salinidad son factores que modifican la síntesis de lípidos de diversas 

microalgas, sin embargo el tipo lípido y su concentración, también dependen de la especie y de la 

magnitud del cambio de éstas variables (Hernández et al., 2006; Guschina and Harwood, 2006; 

Hu et al., 2008; Rodolfi et al., 2009).   

 

La luz y la temperatura son factores  que afectan principalmente a la composición de los 

galactolípidos, mientras que un cambio en las concentraciones de nutrientes, pueden hacer variar 

la composición de triglicéridos y fosfolípidos. Un descenso en la temperatura incrementa los 
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niveles de ácidos grasos polinsaturados (AGPI)  en el plancton marino, aunque esta producción  

es progresiva y específica dependiendo de las especies (Gill et al., 1997).  

 

Piorreck et al. (1984) demostraron que a diferentes concentraciones de nitrógeno en cultivos 

Batch, algunas microalgas procariotas verde-azules como  Anacystis nidulans, Microcystis 

aeruginosa, Oscillatoria rubescens and Spirulina platensis, no varían su composición de ácidos 

grasos, sin embargo Chlorella vulgaris y Scenedesmus obliquus, ambas eucariotas, sí variaron su 

composición dependiendo de  la concentración de nitrógeno utilizada en sus cultivos. Volkman 

et al. en 1989, demostraron que existen ácidos grasos polinsaturados como el ácido 

eicosapentaenoico, el cual es bastante común en diatomeas, tales como Chaetoceros calcitrans, 

Chaetocerosgracilis, Skeletonema costatum y  Thalassiosira pseudonana.  

 

Por otro lado, el contenido de lípidos totales y su distribución puede variar dependiendo 

del taxón (Ackman  et al., 2011), de las condiciones fisicoquímicas del cultivo o la microalga 

utilizada en los cultivos (Volkman et al., 1991). Piorreck et al. (1984) demostraron que a bajas 

concentraciones de nitrógeno en cultivos Batch de Chlorella vulgaris y Scenedesmus obliquus, se 

producían hasta un 45% de lípidos totales del peso seco de biomasa. Cohen et al. (1988) evaluaron 

el efecto de la intensidad de iluminación, temperatura, pH y salinidad en Porphyridium cruentum, 

demostrando que en condiciones óptimas y sin limitación de luz, el acido eicosapentaenoico 

(C20:5 ω3) se encontraba en mayor proporción en relación al resto de lípidos presentes, sin 

embargo, cuando las condiciones de temperatura, pH y salinidad eran menores, se apreciaba un 

descenso de la concentración del ácido eicosapentaenoico y un aumento en la concentración de 

ácido araquidónico.  

 

Kendel et al. (2012) demostraron que existen diferencias en la composición de ácidos 

grasos en Grateloupia turuturu, de tal modo que dependiendo de la estación del año, por ejemplo, 

en el paso de verano a invierno, la concentración de lípidos neutros aumenta de 20,1% a 41,8%,  

y los fosfolípidos aumentan de 11,2% a 33,4%; por otro lado, el ácido eicosapentaenoico se 

encuentra presente a lo largo de todo el año, aunque se han descrito mayores proporciones en la 

época estival. 
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Chen et al. (2012) demostraron que incluso el almacenamiento a bajas temperaturas de 

Scenedesmus sp. generaba un incremento en la concentración de ácidos grasos, desde 

concentraciones trazas a un 62% del peso seco de la biomasa. Resultados similares obtuvieron 

James et al. (2012) quienes además comprobaron que existía un aumento de insaturaciones como 

respuesta al descenso de las temperaturas. 

 

En acuicultura, los ácidos grasos poliinsaturados, tales como el ácido linoleico (18:2 n-

6), linolénico (18:3 n-6), araquidónico (20:4 n-6), eicosapentaenoico (20:5 n-3) y ácido 

docosahexaenoico (22:6 n-3), presentan un creciente interés biotecnológico, ya que son 

considerados esenciales en la dieta de diversos organismos marinos por favorecer su crecimiento 

y rango de supervivencia (Dunstan  et al., 1993). 

 

A excepción del acido linoleico, estos ácidos grasos no se encuentran en abundancia en 

la naturaleza, siendo las microalgas las mayores productoras de estos lípidos. Algunas de las 

especies microalgales han sido seleccionadas como potenciales productoras de estos compuestos: 

Isochrysis sp., Isochrysis galbana  (Otero  et al., 1997),  Nannochloropsis sp. (Servel et al., 1994), 

Porphyridium  sp.,  Porphyridium cruentum  (Otero  et al. , 1997; Fábregas et al., 1998), 

Nannochloropsis oculata  (Okauchi  et al., 1990; Dunstan et al., 1993; Renaud and Parry, 1995),  

Monodus subterraneus,  Tetraselmis suecica (Otero and Fábregas, 1997)  y Phaeodactylum 

tricornutum (Borowitzka, 1988; Yongmanitchai and Ward, 1991; Otero et al., 1997; Fajardo et 

al., 2007; Burrows et al., 2012;  Wang et al., 2012; Feng et al., 2012). Chlorella vulgaris, 

(Montoya et al., 2014; Lohman et al., 2015; Najafabadi et al., 2015; Cheirsilp et al., 2016; 

Caporgno et al., 2016). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852414018227
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Tabla 14: Microalgas estudiadas por sus fines biotecnológicos y su alta proporción de ácidos 

grasos. 

Microalga Ácidos grasos Referencia 

Nannochloropsis 

salina 

C:16; C16:2; C18; C18:1 ;C18:2; 

C:18:3 n-3; C:20:1 n-3; C:20:4n-3 

Ben-Amotz  et al.,1987 

Baumgardt et al., 

2016 

Caporgno et al., 2016 

Tetraselmis sp. 

C14:0; C:15:0; C:16:0; C:18:0; 

C:16:1n-7; C:18:1n-9; C:18:1n-7; 

C:18:3n-3; C:20:4n-6; C:20:5n-3 

Moheimani et al., 2013 

Velu et al., 2015 

Kim et al., 2015 

Chlorella vulgaris 
C16:0; C16: 1n-7; C18:0;C:18:1n-9; 

C18:2 

Yoo et al., 2010 

Najafabadi et al., 2015  

Lin et al., 2015 

Cheirsilp et al., 2016 

Caporgno et al., 2016 

Zhou et al., 2016 

Botryococcus 

Braunii 

C:16:0; C:16:1; C:18:0; C:18:1n-9; 

C:18:2; C:22:0; C:22:1 

Rao et al., 2006 

Lee et al., 2015 

Ruangsomboon et al., 2015 

Manchanda et al., 2016 

Isochrysis  sp. 

C:14:0; C:14:1; C:15:0; C:16:0; 

C:16:1n-7; C:16:2n-4; C:18:0; 

C:18:1; C:20:0; C:22:0 

Renaud et al., 1991 

Nalder et al., 2015 

Lin et al., 2015 

Scenedesmus sp. 

C:14:0; C:16:0; C:16:1n-7; C:16:2n-

4;C:18:0;C:18:1n-7;C:18:1n-

9;C:20:1n-9. 

Pratoomyot et al., 2005 

Vidyashankar et al., 2015 

Mandotra et al., 2016 

Chlorococcum sp. 
C:14:0; C:16:0; C:16:1n-7; C:16:2n-

4; C:18:0;C:18:1n-7;C:18:1n-9. 

Kiran et al., 2015; 2016 

Beevi et al., 2015 

Aravantinou et al., 2016 

Zhou et al., 2016 

C:14:0: ac.tetradecanoico (mirístico); C:15:0: ac. Pentadecanoico; C:16:0:ac. hexadecanoico 

(palmítico); C:16:1n-7: ac. hexadecenoico (Palmitoleico); C:16:1n-9: ac. hexadecenoico; 

C:18:0:ac. octadecanoico (esteárico); C:18:1n-9:ac. Octadecenoico (oleico); C:18:1n-7:ac. 

Octadecenoico (vacenico). 
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http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852414018227
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S096195341500080X
https://scholar.google.es/citations?user=bgTbsyEAAAAJ&hl=en&oi=sra
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 7. Uso de microalgas en la obtención de Biodiesel   

El uso indiscriminado de combustibles fósiles ha originado que  éstos  estén catalogados 

como recursos limitados. Es por esto, que surge  la necesidad de  investigar nuevas fuentes de  

energía, derivando en los últimos años en  la llamada "Era de  las energías renovables". Se  

entiende  por  energías  renovables  aquéllas  que  se  obtienen  de  fuentes naturales, virtualmente 

inagotables, así como las que son capaces de regenerarse de forma natural.   

 

La naturaleza ofrece una gran variedad de recursos explotables y renovables, tales como 

el viento, las mareas, la luz del sol, etc. Dentro de  este  contexto se  sitúan  las  plantas,  tanto  las  

de  gran  tamaño  como  las microscópicas.    

 

La obtención de energía a través de las plantas es una forma indirecta de captación de la 

energía solar mediante la  fotosíntesis vegetal. A través de  este  proceso  las  plantas, gracias a la 

clorofila, transforman el dióxido de carbono, el agua y los productos minerales sin valor 

energético, en materiales orgánicos con alto contenido energético que, a su  vez, sirven de 

alimento a otros seres vivos. 

 

La biomasa vegetal almacena a corto plazo la energía solar en forma de    glúcidos  y 

lípidos.  Esta  energía  puede  ser  posteriormente  transformada  en  energía  térmica,  eléctrica  o 

carburantes  de  origen vegetal. El uso de plantas a nivel industrial para la obtención de biodiesel 

comenzó a desarrollarse en la década de los sesenta  (Chisti, 2007), utilizándose métodos 

químicos para la obtención de los biocombustibles a partir de lípidos  presentes en la biomasa.   

 

 Los aceites vegetales son la principal fuente natural para la producción de  biodiesel, 

razón por la cual, el uso de cultivos  de alto contenido oleaginoso ha sido  estudiado 

exhaustivamente. Los principales  materiales oleaginosos utilizados derivan de la palma, colza y 

soja, además del girasol, coco, cacahuate, oliva y mostaza, entre otros  (Ma & Hanna, 1999; Al-

Zuhair, 2007; Chisti, 2007; Li  et al., 2008; Schenk et al., 2008;  Gao et al, 2009; Meng  et al., 

2009; Mata  et al., 2010; Ahmad et al., 2011; Quinn  et al., 2015; D’Alessandro  et al., 2016; 

Suganya et al., 2016). (Tabla 15). 

 

 

 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032110003059
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0960852414014977
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115015452
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012782
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No obstante, en la producción de  combustibles tales como el biodiesel a partir  de aceites 

vegetales comestibles, surge como principal inconveniente el requerimiento de enormes 

extensiones de terreno fértil para llevar a cabo los cultivos, situación que podría conllevar a crisis  

alimentarias ante la escasez de suelos  cultivables. (Dismukes  et al., 2008; Suganya et al., 2016). 

 

En el caso particular del sureste  asiático y Brasil, el considerable incremento  en su tasa 

de producción de biodiesel a partir  de palma y soja, ha ocasionado problemas  ambientales 

inherentes a la deforestación de  regiones tropicales (Dismukes et al., 2008;  Schenk et al., 2008; 

Cremonez et al., 2015). Actualmente Brasil es uno de los países líderes en la investigación y 

utilización de biodiesel a partir de fuentes alternativas como microalgas proponiendo un segundo 

beneficio en la utilización de efluentes con altos contenidos en N y P como fuente de nutrientes 

para los cultivos algales. (Kligerman et al., 2015; Miranda et al., 2015). 

 

Como  definición  de  este  término se  acepta  la  de  “biocombustibles sintéticos líquidos" 

que se obtienen a partir de lípidos naturales como aceites  vegetales  o  grasas  animales, nuevos 

o usados, mediante procesos industriales de esterificación y transesterificación; estos productos 

pueden aplicarse para la obtención de  sustitutos  totales o parciales de petrodiésel o gasóleo 

obtenidos a partir del petróleo”(Chisti, 2007; Milano et al., 2016).   

 

El biodiesel es una mezcla de ésteres monoalquílicos de ácidos grasos de cadena larga 

derivados de recursos renovables tales como aceites vegetales o grasas animales (ASTM, 6751-

09). Esta definición también está aceptada por la Unión Europea (estándar EU 14214) y puede 

usarse en su forma pura (B100) o en mezclas con diesel fósil al 2% (B2), 5% (B5) y 20% (B20). 

(Loera-Quezada et al., 2010). 

Tabla 15: Materias primas para la obtención de biodiesel. 

Materia Prima a b c d 

Maiz (Zea mays L.) 44 172 66 152 

Cañamo (Cannabis sativa L.) 33 363 31 321 

Habe Soya (Glycine max L.) 18 636 18 562 

Jatrofa (Jatropha curcas L.) 28 741 15 656 

Camelina (Camelina sativa L.) 42 915 12 809 

Canola/rapeseed (Brassica napus L.) 41 974 12 862 

Girasol(Helianthus annuus L.) 40 1070 11 946 

Aceite de Palma (Elaeis guineensis) 36 5366 2 4747 

Microalgae (bajo contenido lipidos) 30 58.700 0,2 51.927 

Microalgae (Contenido medio lipidos) 50 97.800 0,1 86.515 

Microalgae (Alto contenido Lipidos) 70 136.900 0,1 121.104 

  a: % lípidos en Biomasa; b: Litros aceite/Año/Ha; c: Espacio en m2/Kg biodiesel; d: Biodiesel  

  productividad (kg biodiesel/ha/años). 

 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012782
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032114010442
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S136403211500876X
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El proceso por cual los lípidos contenidos en la biomasa se transforman en biodiesel  se 

denomina Transesterificación (Figura 9), y consiste en combinar el extracto lipídico con un 

alcohol  de bajo peso molecular (Sheehan  et al.,  1998; Fukuda et al., 2001; Liu & Zhao, 2007; 

Pacheco  et al., 2010).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9:  Reacción de transesterificación,  para la obtención de biodiesel.  

 

Los principales factores que  influyen en el proceso, son la relación molar  del alcohol 

involucrado, la concentración de glicéridos, el tipo de catalizador  (álcalis, ácido, lipasas), la 

temperatura, el  tiempo de reacción y el contenido de agua y  ácidos grasos libres en la materia 

prima (Suganya et al., 2016). 

 

En  la actualidad, la mayoría de las reacciones para producir biodiesel se realizan  

mediante transesterificación  alcalina, dada su rapidez y reacción química relativamente fácil de 

conseguir. (Ma & Hanna, 1999; Al-Zuhair, 2007; Liu & Zhao, 2007;  Sharma  et al., 2008; 

Vasudevan & Briggs,  2008; Rajagopal et al., 2009; Louw et al., 2016; Piemonte et al., 2016; 

Dong et al., 2016). Los aceites vegetales son la principal materia prima para la producción de 

biodiesel, razón por la cual, los cultivos de vegetales con  alto contenido oleaginoso han sido 

amplamente estudiados. 

 

No obstante, el elevado costo de la materia prima, que contribuye del 50 al 90% del precio 

de producción del biodiesel, ha obstaculizado la comercialización del biocombustible, motivo por 

el que se ha propuesto el uso de aceites de desecho y de grasas animales; esta alternativa que no 

ha sido del todo satisfactoria debido a los gastos adicionales necesarios para el refinamiento y 

       Triglicérido                                  Metanol (3)                      Glicerol                         Metil Ester (3) 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012782
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eliminación de compuestos no lipídicos (Al-Zuhair, 2007; Liu & Zhao, 2007; Song  et al., 2008; 

Meng et al., 2009; Santamaría et al., 2015; Gomez et al., 2015; Encinar et al., 2016).  

 

En el 2007, la producción de biodiesel a partir de aceites vegetales (comestibles y no 

comestibles, vírgenes y usados) y grasas animales fue del 0,3% (12 Mtons) del consumo global 

de petróleo (3952,8 Mtons), situación que constata la incapacidad de estas fuentes para desplazar 

la demanda actual y futura de combustible (BP Statistical Review of World Energy 2008; Schenk  

et al., 2008; Anuar et al., 2016; Eryilmaz et al., 2016).  

 

Asimismo, la obtención de biodiesel a partir de plantas oleaginosas (comestibles y no 

comestibles) está limitada por varios inconvenientes: son necesarios largos periodos de 

producción (meses o años) inherentes a la tecnología  agrícola, el contenido lipídico (menor al 

5% del peso seco total), la dependencia a las condiciones climatológicas, la ubicación geográfica, 

la fertilidad de los terrenos para el cultivo y la elección de la especie cultivada; no obstante, el 

principal obstáculo lo constituye la extensa superficie de cultivo requerida y el enorme volumen 

de agua necesario para el riego (Li et al., 2007; Chisti, 2007; Chisti, 2008; Schenk et al., 2008; 

Anuar et al., 2016; Eryilmaz et al.,2016).  

 

La sustentabilidad de la industria del biodiesel requiere de materias primas alternas que 

permitan operar continuamente y superar las limitaciones señaladas (Liu & Zhao, 2007); una 

alternativa prometedora es la obtención de aceites a partir de cultivos de microalgas. 

 

En la actualidad se ha detectado el uso de lípidos microalgales para la producción de 

biodiesel, ya que es una alternativa que asegura satisfacer o reemplazar la demanda global de 

petrodiesel. Esta tecnología es prometedora dadas las ventajas que ofrece en contraste con las 

plantas oleaginosas, tales como: mayor eficiencia fotosintética, eficacia superior en la asimilación 

de nutrientes, y periodos cortos de producción sostenida durante todo el año, a causa de los breves 

tiempos de duplicación de las microalgas (Slininger et al., 2016; Singh et al., 2016). 

 

Los cultivos microalgales son independientes de la estacionalidad inherente a los cultivos 

agrícolas y de la fertilidad del suelo, condición que posibilita prescindir de herbicidas y pesticidas 

y además, permite emplear territorios marginales e inclusive zonas no aptas para la agricultura, 

https://scholar.google.es/citations?user=HW8nH-sAAAAJ&hl=en&oi=sra
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012484
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ganadería, industria y turismo. En la Figura 10 se describe el proceso de cultivo de microalgas 

para la obtención de biodiesel. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Asimismo, en contraste con los cultivos tradicionales, requieren de menores cantidades 

de agua y son flexibles ante el tipo y la calidad de ésta, por lo que prosperan convenientemente 

tanto en aguas marinas, como dulces, salobres y residuales.  

 

 Sharma et al. (2012) aseguran que algunas microalgas pueden también modificar su 

metabolismo de los lípidos de manera eficiente en respuesta a cambios en las condiciones 

ambientales. Igualmente, el contenido oleaginoso y el perfil de composición lipídica de las 

microalgas pueden ser controlados en función de las condiciones de cultivo, principalmente 

mediante la limitación de nutrientes y luz (Cheirsilp et al., 2012; Sharma et al., 2012; 

 
 

 

Figura 10: Descripción de un cultivo de microalgas para la producción de biocombustibles. A) el cultivo se obtiene a 

partir de un inoculo de microalgas precultivadas a las que se le adicionan nutrientes. B) Masificación y posterior 

recolección de biomasa (cosechado), mediante técnicas de centrifugado. C) Extracción de lípidos a partir de la biomasa 

y posterior síntesis de biocombustibles. 

 

I: CULTIVO: Mezcla de Agua y Nutrientes similar al abono para plantas 

II: Se adiciona CO2 y aire comprimido para hacer circular el circuito. Además se abastece de luz natural o artificial 

III: SECADO: Centrifugacion, liofilización y empaquetado al vacío. Eliminación del agua y compactación en un bloque 

de biomasa listo para ser transformado en combustible 

IV: GENERACION DE COMBUSTIBLE: a. ACEITE (Biodiesel): Se seleccionan la Biomasa con alto contenido en 

grasas. b. ALCOHOL (Bioetanol): Se selecciona biomasa con alto contenido en carbohidratos para su posterior 

fermentacion y producción de etanol. 
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Ruangsomboon et al., 2012; Slininger et al., 2016; Singh et al., 2016). Kumar et al. (2014; 2016) 

sugieren la utilización cultivos mixotroficos y la utilización de inductores de la síntesis de lípidos, 

tales como el acetato de sodio, glicerol, Mg2Cl y NaCl, como complementos del medio de cultivo 

BG11 para inducir la síntesis de lípidos neutros. Se ha demostrado que algunas microalgas pueden 

acumular hasta un 60%  de su peso seco en lípidos. (Tabla 16). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La concentración de  lípidos totales en microalgas puede llegar a valores de hasta 70% de 

su biomasa en  peso seco, dependiendo de la especie y de las condiciones de cultivo, como 

también de la fase de crecimiento y la edad del cultivo, donde el contenido y composición de los 

lípidos puede variar. En los cultivos microalgales se ha podido demostrar un mayor contenido de 

lípidos en la fase estacionaria con respecto a la fase logarítmica (Spolaore et al., 2006; Chisti, 

2007; Hu et al., 2008; Singh et al., 2016).  

 

Bigogno et al. (2002) demostraron que Parietochloris incisa posee un alto contenido de 

acilgliceridos en la fase logarítmica llegando a un 43 % del total de ácidos grasos, sin embargo, 

en la fase estacionaria, el contenido de acilgliceridos aumentó un 77% del total de ácidos grasos. 

 

Cuando las microalgas se someten a condiciones de estrés impuestas por estímulos 

ambientales químicos y físicos, ya sea por separado o en combinación, se promueve la  síntesis y 

acumulación de triglicéridos, seguido también de significativas alteraciones en la composición de 

los lípidos y ácidos grasos (Gim et al., 2016). Kumar et al. (2016) realizaron pruebas para inducir 

la síntesis de lípidos neutros variando la fuente de carbono realizando mezclas de carbono 

inorgánico y orgánico, también la utilización de algunas sales (Signori et al., 2016). Velu et al., 

2015, demostraron el efecto sobre la composición bioquímica, velocidad de crecimiento y 

Tabla 16: Contenido en aceite y productividad de lípidos de diferentes especies de microalgas. 

        Especie a b Referencia 

Nannochloropsis sp. 60 204 Rodolfi et al., 2009 

Neochloris oleoabundans 56 13,22 Gouveia et al., 2009 

Chlorella vulgaris  42 157 Zheng et al., 2012 

Crypthecodium cohnii 41 82 Mendoza et al., 2008 

Scenedesmus obliquus 33 NR Baky et al.,2012 

Nannochloropsis oculata 42 64,71 Gu et al., 2012 

Dunaliella  67 33,5 Takagi et al., 2006 

Scenedesmus rubescens 70 107,8 Lin et al., 2012 

Arthrospira platensis (Spirulina) 8,3 0,460 Ferreira et al., 2012 

a: Contenido aceite (% del peso seco); b: Productividad de lípidos mg/L*día 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012484
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012484
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producción de lípidos en N.salina y D.tertiolecta, utilizando varias fuentes de carbono orgánico 

alternativas, demostrando mejores resultados cuando se utilizó glucosa como fuente de carbono. 

Por otro lado, hay quienes sostienen que la utilización de glicerol, como subproducto de la síntesis 

de biodiesel, también podría ser utilizado por algunas microalgas como fuente de carbono. (Zhang 

et al., 2016; Paranjape et al., 2016). Otros autores han probado la utilización simulatanea  de 

glucosa, peptona y CO2, logrando concentraciones optimas de producción de biomasa mediante 

la utilización de MRS (Sun et al., 2016). 

 

Sharma et al. (2012) concluyeron que, factores como la iluminación, limitación de 

nutrientes, temperatura, salinidad y pH contribuyen al estrés y por consiguiente a un incremento 

en la producción de lípidos. Estos mismos autores, demostraron que la limitación de nutrientes y 

distintos ciclos de luz sobre cultivos de Chlorella vulgaris y Nannochloropsis oculata, se 

traducían en cambios en el contenido celular, favoreciendo la acumulación de lípidos. La 

iluminación, por tanto, tiene un efecto inductor sobre la formación de lípidos polares (fosfolípidos 

y glucolípidos) (Hu  et al., 2008; Singh et al., 2016).  

 

Ya en 1972, Aaronson et al. demostraron que el aumento de la temperatura de 15 a 30ºC 

en los cultivos de Nannochloropsis oculata conllevaba un  incremento en la concentración de 

lípidos; resultados similares obtuvieron Converti et al., 2009, quienes demostraron que el 

aumento de la temperatura de cultivo en 5ºC incrementaba en un 100% el contenido total de 

lípidos.  

 

Por otro lado, Renaud et al., 2002, demostraron que incluso una variación de 3 grados (de 

27ºC a 30ºC) en el cultivo de Cryptomonas sp. daba como resultado un aumento desde el 12,7 % 

a un 21,7% de lípidos totales del total de biomasa seca.  

 

Además, el efecto de la temperatura no sólo puede verse reflejado en el contenido total 

de lípidos, sino también en la composición de ácidos grasos, de tal modo que se ha observado que 

en muchas algas y cianobacterias la insaturación de los ácidos grasos se incrementa a medida que 

la temperatura desciende y viceversa, es decir, cuando la temperatura aumenta, se incrementa 

también la saturación de los ácidos grasos. Sushchik et al., 2003, demostraron que el aumento de  

la temperatura incrementaba el contenido de ácidos grasos saturados en cultivos de Chlorella 

vulgaris and Botryococcus braunii. Zhu et al. (1997) demostraron igualmente, que un aumento 

https://scholar.google.es/citations?user=OKOCQGYAAAAJ&hl=en&oi=sra
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012484
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en la temperatura en los ensayos realizados con Isochrysis galbana  se traducía en un incremento 

de lípidos neutros.   

 

La limitación de nutrientes, es otro factor que conlleva a un nivel de estrés que se traduce 

en un aumento en la concentración de lípidos totales. Illman et al. (2000)  demostraron que una 

limitación de nitrógeno en el cultivo de Chlorella vulgaris daba lugar a un aumento en el 

contenido de lípidos totales, generándose un aumento de biomasa desde un 14,2 % hasta un 40%. 

Gordillo  et al., en 1998 demostraron que, los triglicéridos son los  lípidos que se encuentran en 

mayor proporción en microalgas del genero Dunaliella y que bajo condiciones de limitación de 

nitrógeno, los triglicéridos  aumentaron del 1% al 22%, respecto a los lípidos totales; En este 

contexto, Xin et al. (2010), demostraron que una disminución conjunta de nitrógeno y fósforo en 

cultivos de Scenedesmus sp. incrementan la concentración de lípidos totales de un 30% a un 53% 

de la biomasa seca.  

 

Las condiciones nutricionales, tales como limitaciones de nutrientes, al igual que sucede 

con la temperatura, lleva consigo no sólo un aumento en la concentración de lípidos totales, sino 

también en la diversidad y/o contenido de lípidos (Singh et al., 2016). Los estudios realizados por 

Härtel et al. (2000) demostraron que cuando se limitaba la concentración  de fósforo en el cultivo 

de Phaeodactylum tricornutum se produce un descenso en la síntesis de ácidos grasos 

polinsaturados; por otro lado, se pudo observar un incremento en acilgliceroles cuando se limitaba 

la concentración de nitrógeno en los cultivos (Alonso et al., 2000; Khozin-Goldberg et al., 2006). 

 

Actualmente la utilización de microalgas como fuente de lípidos para la producción de 

biocombustibles se presenta como una alternativa bastante fiable y rentable, aunque aún existen 

limitaciones: a) lograr una productividad de biomasa microalgal con el mayor contenido de lípidos 

posible, b) diseños de reactores con el fin de lograr mayores rendimientos de biomasa microalgal 

a costos de instalación y operación competitivos respecto a las formas convencionales de 

obtención de lípidos, c) diseñar nuevos procesos de cosecha  y recolección de biomasa generada 

por los cultivos. Los métodos adicionales más utilizados para este propósito son la centrifugación 

(especialmente en el caso de las microalgas unicelulares), filtración cuando se han formado 

flóculos o se trata de microalgas o cianobacterias relativamente grandes o filamentosas y en 

algunos casos, sedimentación por gravedad, flotación o técnicas de electroforesis. Sin embargo, 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1364032115012484
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la centrifugación es una técnica costosa y generalmente se aplica sólo cuando se quiere recuperar 

metabolitos de alto valor agregado (Uduman et al., 2010).  

 

Otro método también utilizado es la recuperación de biomasa microalgal por floculación 

basándose en que todas las bacterias, cianobacterias y microalgas están cargadas negativamente 

debido a la presencia de exopolisacáridos en la superficie celular (Lee et al., 2009). Perez et al., 

2016 evaluaron el efecto de pH y salinidad en el proceso de floculación mediante FCl3 de 

Chaetoceros gracilis. 

 

  En el caso de las cianobacterias, se ha determinado que los polisacáridos extracelulares 

son heteropolímeros aniónicos complejos que contienen ácido urónico y otras moléculas 

peptídicas, radicales acetilo, pirúvico o derivados sulfatados (De Philippis et al., 2001). Sin 

embargo, la mayoría de los métodos de floculación no son adecuados para la cosecha de biomasa 

algal y algunos de ellos muestran interferencia con el agua de mar (Lee et al., 2009). Hace falta 

seguir trabajando en este objetivo de manera que se pueda lograr un método económico y que no 

dañe la materia prima. 

 

 Por todo ello se hace necesario optimizar medios de cultivo y métodos de extracción de 

lípidos y de  transesterificación, que permitan mayores rendimientos a menores costos, y por 

último  diseñar cultivos que a la vez que se puedan obtener lípidos en gran cantidad se den lugar 

también a la generación de co-productos de alto valor agregado (Tuirán et al., 2011; Wu et al., 

2012; Sharma et al., 2012; Griffiths et al., 2016). En relación a la extracción de los lípidos  

intracelulares, este proceso se puede llevar a cabo con o sin rotura de membrana celular previa. 

La rutuna de la membrana celular puede llevarse a cabo por métodos tradicionales como el uso 

de la “prensa francesa” que utiliza altas presiones, o por un método más moderno que es la 

electroporación, según el cual se aplica un campo eléctrico a las células para lograr perforaciones 

en su pared celular.  

 La extracción de los lípidos se puede realizar con solventes químicos en una o dos etapas, 

sin embargo, la extracción con solventes no es amigable con el ambiente, especialmente por las 

emisiones a la atmósfera y por la disposición final del mismo. En consideración a lo anterior, se 

han desarrollado métodos alternativos de extracción tales como el proceso de extracción acuosa, 

el cual tiene como ventaja que es menos costoso y más seguro, y se logra una producción 

simultánea de aceite y fracciones ricas en proteínas. Más aún, se han utilizado diversas enzimas 

https://scholar.google.es/citations?user=wP6I3CcAAAAJ&hl=en&oi=sra
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para mejorar la extracción de lípidos en este tipo de procesos, alcanzando porcentajes de 

recuperación hasta del 90% (Chun-Chong et al., 2010;  Zheng et al., 2011; Mercer et al., 2011; 

Dang-Thuan et al., 2012;  Taher et al., 2014; Zhuang et al., 2016; Neves et al., 2016);  

 Otros autores proponen técnicas fusionadas como el secado convencional y la disrupción 

celular por microondas o sonicación (Guldhe et al., 2014), saponificacion directa o la extracción 

supercrítica-CO2 (Li et al., 2014).  

 Actualmente existe una línea de investigación que utiliza la transesterificación de los 

lípidos de manera directa en la biomasa algal (Suh et al., 2015; Jazzar et al., 2015; Kin et al., 

2015; Go et al., 2016; Duraiarasan et al., 2016). 

En este sentido, la optimización de los medios de cultivo con fines industriales, en la 

mayoría de los casos ha sido efectuada mediante procedimientos empíricos de ensayo y error, no 

sólo en la formulación del medio de cultivo sino también en las condiciones de operacionales de 

cultivo celular. De cualquier manera es probable que el medio de cultivo original pueda ser 

optimizado, modificando el contenido de componentes nutricionales del medio y las materias 

primas utilizadas, siendo factible en muchos casos optimizar un medio de tal manera que no sea 

solamente más productivo, sino de menor o igual costo que el original. (Maddox, 1977) 

Una de las técnicas más eficientes para la optimización de procesos es La Metodología 

de Superficie de Respuesta (MSR); la cual tiene como objetivo principal determinar las 

condiciones de operación óptima para un sistema, o determinar la región del espacio de los 

factores en la que se satisfacen las condiciones de operación. La MSR es utilizada con éxito en la 

industria química y en los últimos años se viene aplicando en ensayos de Microbiología 

Ambiental para la formulación de medios de cultivo y la optimización de cultivos con fines 

biotecnológicos (Benemann et al., 1987; Dreyer et al., 2000;  Abdel-Fattah et al., 2005; Pérez et 

al., 2015; Mandik et al., 2015; Pérez et al., 2016; Abinandan et al., 2016; Kumaran et al., 2016;  

Kiran et al., 2016).  

La aplicación de estas herramientas estadísticas, ayuda no solo a diseñar medios de 

cultivos con objetivos de producción masiva cumpliendo con expectativas industriales, sino que 

por otro lado permite optimizar procesos industriales y obtener respuestas de procesos simulados, 

obteniendo así ecuaciones empíricas que dan lugar a escalar procesos de laboratorio a la industria. 

Dreyer et al. (2000) describieron un medio de cultivo con las condiciones óptimas para aumentar 

la producción de L-lisina en cultivos de Corynebacterium glutamicum. Por otro lado, Sánchez et 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0961953414001159
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0016236114002075
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S2211926415300801
https://scholar.google.es/citations?user=b7Rzx0EAAAAJ&hl=en&oi=sra
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al. (2008), analizaron el efecto de  factores como temperatura, pH, salinidad e iluminación en 

cultivos de Scenedesmus almeriensis para la producción de luteína, concluyendo que si bien la 

máxima producción de biomasa se obtuvo a 33ºC y una intensidad de iluminación de 1700 μE/m2, 

la mejor producción de luteína se obtuvo a 44ºC y 1233 μE/m2.  

Isleten-Hosoglu et al. (2012) optimizaron la producción de lípidos en cultivos de 

Chlorella saccharophila, en función de la fuente de carbono (glucosa y peptona) y  fuente de 

nitrógeno (NH4Cl y NaNO3). También con Chlorella sorokiniana se evaluó la optimización del 

crecimiento y acumulación de lípidos de manera simultanea mediante MSR (Kumar et al., 2016) 

concluyendo que la mejor manera de aumentar la producción de lípidos para fines biotecnológicos 

es sincronizando el crecimiento y la síntesis de lípidos neutros.  

Por último, si bien, constituye una herramienta estadística de gran ayuda en la 

optimización de condiciones nutricionales en medios de cultivo, también ha sido utilizada para 

optimizar procesos de extracción de metabolitos secundarios, Li et al., 2012, optimizaron la 

extracción enzimática de polisacáridos totales en cultivos de Gelidium amansii y Laminaria 

japónica, optimizando la concentración de enzima necesaria y el tiempo de reacción para obtener 

la máxima producción de polisacáridos (Ramírez et al., 2006).   

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1369703X11003214
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Objetivos 

 

 

 Diseño de un medio de cultivo que cumpla con los requisitos nutricionales 

específicos para el cultivo masivo y/o individual de microalgas psicrófilas 

aisladas de lagunas de alta montaña. 

 

 Validación estadística de resultados de obtención de medio de cultivo. 

 

  Obtención ecuación matemática estadísticamente valida, que prediga 

resultados de obtención de masa en función de variables como grados de 

dilución y temperatura con la finalidad de escalar a niveles de altas 

producciones. 

 

 Identificación genética de microalgas aisladas de muestras de agua 

tomadas de laguna de La Caldera en Parque Natural de Sierra Nevada. 

 

 Cultivo y masificación de microalgas aisladas de muestras de agua 

tomadas de laguna de La Caldera en Parque Natural de Sierra Nevada 

 

 Caracterización de cultivos individuales, obtención de parámetros 

bioquímicos y de cultivo como, velocidad de crecimiento y concentración 

de biomasa en función de tiempo de cultivo. 

 

 Determinación de viabilidad y polariación de membrana celular, como 

actividad metabólica de microalga seleccionada, mediante citometría de 

flujo 

 

 Caracterización cualitativa de lípidos presentes en microalga seleccionada 

mediante citometría y cromatografía de gases acoplado a detector de 

masas. 
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II. MATERIAL Y MÉTODOS 

 

1. Sierra Nevada 

 

 1.1. Selección de zonas de muestreo 

 

Para la realización de estos ensayos se seleccionó  la Laguna de La Caldera 

localizada en el sistema montañoso de Sierra Nevada (Granada) (Figura 11). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Esta laguna presenta un área superficial de aproximadamente 2 ha y una zona de 

captación es de 23,5 ha. La profundidad media es de 4,3 m, con un máximo de 

profundidad variable a lo largo del año entre los 2 y 14 m. Esto se debe a su carácter 

endorreico, por lo que las recargas hidrológicas y la evaporación  son las responsables de 

este nivel de  fluctuaciones. (Castillo et al., 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 
Figura 11: Laguna de la Caldera  en  

Parque  Nacional Sierra Nevada.  Fotografía 

realizada por nuestro grupo de investigación 

en Julio de 2009. 

 

    Criterios de selección de la laguna de estudio: 

 

* Se localiza a una altura superior a 3000 m  

* Es la que posee mayor área de todas las existentes 

* Es de las más profundas 

* Presenta  altas  fluctuaciones  de  temperatura  a  lo largo de todo el año   

    pasando del punto de congelación en inverno a los 15 grados en verano. 
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1.2. Toma de muestra, traslado y almacenamiento 

 

Se seleccionaron 2 puntos de estudio de la superficie de la laguna con la finalidad 

de obtener muestras representativas de las distintas zonas fóticas; para ello se tomó agua 

de los primeros 50 cm de profundidad. Los días de toma de muestra se muestran en la 

Tabla 17 así como los parámetros físicos medidos in situ en la laguna. La temperatura y  

pH se midieron con un pHmetro ATC con compensación de temperatura y la 

conductividad con un Conductivimetro Nahita 910/3; El O2 disuelto se midió mediante el 

método Winkler. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Con objeto de no afectar a la comunidad autóctona psicrófila de las muestras 

obtenidas en la laguna de estudio (Figura 11, 12), éstas fueron recolectadas en envases 

de plástico previamente esterilizados procurando mantener la temperatura constante 

desde el punto de muestreo hasta su posterior análisis en el laboratorio, utilizando para 

ello neveras acondicionadas con sistemas de refrigeración portátil. La recolección de las 

muestras y su posterior traslado desde la laguna hasta nuestro laboratorio se realizó en la 

mayor brevedad posible.  

 

 

 

 

 

 

Tabla 17:  Fechas de muestreo y valores de temperatura y pH  tomadas en el punto de muestreo de 

la Laguna de la Caldera  

Fecha de muestreo Temperatura 

(ºC) 

pH Conductividad 

(pSIcm) 

O2 disuelto 

(mg*L-1) 

2-Julio-2009 6 7,10 <60 8,8±0,4 

30-Agosto -2009 16 6,9 <60 8,2±0,6 

7-Julio-2010 8 7,15 <60 7,3±0,5 

30-Agosto-2010 17 7,02 <60 6,8±0,4 

3-Julio-2011 7 7,12 <60 7,0±0,5 

29-agosto-2011 17 6,99 <60 5,9±0,4 
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Todos los ensayos se realizaron en los laboratorios del Instituto Universitario de 

Investigación del Agua (Universidad de Granada), concretamente en el laboratorio de 

Microbiología General y el de Microalgas al amparo del Grupo de Investigación de 

Microbiología Ambiental RMN270. 

 

Una vez en el laboratorio, las muestras fueron almacenadas en una cámara fría 

acondicionada con sistema de iluminación artificial y temperatura de  6±2 ºC;  el tiempo 

de almacenamiento hasta el inicio de los análisis no superó en ningún momento las 24h. 

 

 2. Medios de cultivo 

2.1. Medios de cultivo control 

 

En primer lugar se procedió a realizar diferentes ensayos de crecimiento de 

microalgas controles en diferentes medios de cultivo con objeto de poder establecer las 

condiciones nutricionales de las microalgas obtenidas de las matrices acuáticas de la 

laguna. Para ello se utilizaron los siguientes medios de cultivo: 

 

 

 

 

 

 

Figura 12: Laguna de La Caldera (Sierra Nevada). Zonas de deshielo al inicio de verano.  

Fotografía tomada por nuestro grupo de investigación  en julio de 2010. 
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 Medio de Cultivo de Rodríguez López (RL) 

 

Este medio de cultivo fue descrito por Rodríguez-López en 1964. Este autor 

comenta que en el caso de que se desee acelerar el crecimiento de un cultivo de una 

microalga (concretamente de Chlorella pyrenoidosa), es aconsejable el uso del medio de 

cultivo descrito en la Tabla 18. Este medio ha sido muy utilizado para el cultivo de 

microalgas pertenecientes a la división de las Chlorophytas, tales como Botryococcus 

braunii (Orpez et al., 2009); Scenedesmus Obliquus (Martínez et al., 2000) y Chlorella 

vulgaris (Maza-Márquez et al.,2014). 

 

Para la preparación de un litro de medio de cultivo líquido se tomaron 10 ml de 

las soluciones A, B y C, y 1 ml de las soluciones D, E y F, ajustando el pH a 7,2, y 

aforando el volumen final a 1L con agua destilada. (Tabla 18).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 18: Nutrientes del medio Rodríguez-López (RL)  
Solución Nutrientes  

  Micronutrientes 

A 

KNO3 

Na2HPO4·12H2O 

NaH2PO4·2 H2O 

10,111 

16,310 

   0,780 

B MgSO4·7H2O   246,50 

C CaCl2·2H2O 147,000 

   Micronutrientes 

D 
FeSO4·7H2O 

ADTA 

7,00 

9,30 

E 
MnSO4· H2O 

ZnSO4·7 H2O 

0,17 

0,29 

F CuSO4·5 H2O 0,25 

: Concentración final del medio (mg*L-1) 
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Medio de F-Guillard (GL) 

 

Este medio fue descrito por R.R.H. Guillard en 1959. El autor comenta que los 

nutrientes de este medio de cultivo son los que se utilizan rutinariamente para el cultivo 

de fitoplancton marino, pero que en el caso de cultivos de microalgas las concentraciones 

son diferentes. 

 

 Para la preparación de 1 litro de medio de cultivo liquido se tomó 1 ml de cada 

solución de nutriente, así como 1 ml de solución de vitaminas ajustando el pH a 7,2, y 

aforando a un volumen final a 1L con agua destilada. (Tabla 19) (Guillard and Ryther, 

1962; Stein, 1973; Guillard, 1975).  Este medio de cultivo, también ha sido descrito para 

cultivos de microalgas de la división Chlorophyta. Entre ellas, Chlorella sp., 

Scenedesmus sp. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 19. Nutrientes del medio F- Guillard. 

Solución Nutrientes  

 Macronutrientes  

A 

B 

C 

D 

E 

F 

NaNO3 

K2HPO4 

NaHCO3 

MgSO4*7H2O 

Na2SiO3*9H2O 

CaCl2*H2O 

85,01 

8,71 

12,60 

36,97 

28,42 

36,76 

 Micronutrientes  

G 

H 

I 

J 

K 

L 

M 

FeCl3*6H2O 

Na2EDTA 

MnCl2*4H2O 

ZnSO4*7H2O 

CuSO4*5H2O 

CoCl2*6H2O 

Na2MoO4*2H2O 

3,15 

4,36 

0,18 

0,022 

0,01 

0,01 

0,006 

 Vitaminas  

 

N 

Tiamina HCl 

Biotina 

Cianocobalamina 

0,1 

500 

500 

: Concentración final del medio (mg*L-1) 
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2.2 Diseño del medio de cultivo Rodríguez-López modificado (RLMo) 

 

Con objeto de obtener un nuevo medio de cultivo óptimo para el crecimiento de 

las microalgas de estudio, y que supliera las deficiencias de los descritos en bibliografía, 

se realizaron ensayos con los diferentes medios de cultivo descritos en el apartado 2.1. 

modificando tanto algunos de los nutrientes como las condiciones de cultivo (Apartado 

3).  Con ello se pretendió aumentar el rendimiento en obtención de biomasa y por tanto 

la productividad de las microalgas aisladas de las matrices acuáticas de estudio.  

 

 Este medio fue diseñado en nuestro laboratorio y para su elaboración se utilizaron 

nutrientes tanto del medio RL como del medio F-Guillard. Para la preparación de un litro 

de medio de cultivo líquido se tomaron 10  ml  de las soluciones A, B y C, y 1 ml de  las 

soluciones D, E, F y G, se ajustó el pH=7,2 y finalmente se aforó a un volumen final  de 

1L con agua destilada. (Tabla 21).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

           Tabla 21: Nutrientes del medio Rodríguez-López modificado (RLMo).  
Solución Nutrientes    

 Micronutrientes  

A 

KNO3 

Na2HPO4*12H2O 

NaH2PO4*2 H2O 

NH4Cl 

10,111 

16,310 

0,780 

30 

B MgSO4*7H2O 246,5 

C CaCl2*2H2O 147 

 
 

 

Micronutrientes 

 

D 
FeSO4*7H2O 

EDTA 

7 

9,3 

E 

MnSO4*H2O 

ZnSO4*7 H2O 

CuSO4*5 H2O 

CoCl2*6H2O 

0,17 

0,290 

0,250 

0,01 

F 
H3BO3 

(NH4)6Mo7O24*4 H2O 

0,061 

0,013 

 Vitaminas  

E 

Tiamina  HCl 

Biotina 

Cianocobalamina 

0,1 

500 

500 

            : Concentración final del medio (mg*L-1) 
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2.3. Ensayos estadísticos 

 

Las medidas de biomasa se realizaron mediante lecturas de Densidad Óptica 

(D.O.) a 560nm. (modelo espectrofotometro instituto). Se diseñaron una serie de ensayos 

utilizando el programa estadístico Desing Expert v8.0 con objeto de poder evaluar 

mediante una superficie de respuesta RSM, qué medio y condiciones de cultivo eran las 

óptimas para el crecimiento de cada cepa control.  

 

 

2. Cepas control y ambiental 

 

 3.1. Cepas control empleadas 

Como cepa control del ensayo a  10±2ºC se utilizó la microalga"SX1" aislada de 

las aguas de lavado de las aceitunas recolectadas de la Almazara Nuestra Señora los 

Desamparados, Puente Genil, Córdoba. Esta microalga presentó una similitud 

filogenética de un 99% con Chrorella vulgaris, según la Base de Datos National Center 

for Biotechnology Information. 

 

Como cepa control del ensayo realizado a 20±2ºC se utilizó la microalga 

Scenedesmus obliquus CCAP 276/3A  suministrada  por  el Centro de Investigación 

Culture  Collection of Algae    and  Protozoa,  Oban  (Reino Unido). 

 

Se realizaron una serie de ensayos comparativos de ambas microalgas controles a 

10±2ºC y 20±2ºC, probando 3 medios de cultivo, RL. GL y RLMo a diluciones 20%, 

50% y sin diluir (100% de cc).  
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3.2. Preparación de precultivos e inóculos 

 

Antes de iniciar un cultivo masivo de microalgas es necesario  partir  de  un  

inóculo  de células jóvenes de entre 6-7 días. Para  ello  se  realizó  un  pre-cultivo  en  

medio sólido con las cepas controles,  inoculando  mediante  la  técnica de siembra  en  

zigzag 4 a 5 placas con medio RL-agar; posteriormente, se incubaron a diferentes 

temperaturas (10±2ºC  y  20±2ºC ) durante  4  a  5  días y  bajo  radiación lumínica 

constante.  

 

Una vez finalizado el periodo de pre-cultivo, se inocularon los biorreactores con 

una suspensión de microalgas (preparada en agua destilada estéril) de concentración 

conocida (15 mg*L-1), expresado como valor medio de mg biomasa seca/L suspensión. 

En la Figura 13 se muestran los diferentes precultivos realizados.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A             B 

 

  
Figura 13: A:  Inóculos  en  medio  solido  RL-agar  de  las microalgas controles  SX1 (a)  

 y SO (b).   B: Cultivo en medio líquido RL inoculado  con  la  microalga SX1(c) y SO (d). 

a                                                                    c                 

b                                                                     d          
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3.3. Cámaras de cultivo  

 

Cámara de cultivo a 10º C 

 

 Los cultivos de masificación a 10±2 ºC se realizaron en una cámara fría 

Luxer2000, sin agitación. A cada matraz de cultivo se le acopló un sistema de aireación, 

capaz de suministrar la cantidad de 12,56 mg*L-1de CO2 de forma constante; Además, se 

acopló un sistema de radiación lumínica (80 Wm2) bajo ciclos de noche/día con intervalos 

de  12/12 hrs.  

 

 Cámara de cultivo 20ºC  

 

 Los cultivos de masificación a 20±2 ºC se realizaron en un laboratorio adaptado 

para cultivos fotosintéticos acondicionado con un sistema de climatización que mantuvo 

la temperatura de la zona constante. Se realizaron los cultivos en ausencia de agitación, y 

a cada matraz se le acopló un sistema de aireación responsable del suministro de CO2 

constante (12,56 mg*L-1). Al igual que en el caso de los cultivos a  10±2 ºC, en este caso 

se acopló un sistema de radiación lumínica (80 Wm2) bajo ciclos de noche/día con 

intervalos de  12/12 hrs.  

 

 

 3.4.  Medida de Nitrógeno y Fósforo 

 

Con objeto de comprobar que las concentraciones reales de nutrientes de 

Nitrógeno y Fósforo en los medios de cultivo finales coincidían con las referencias 

bibliográficas teóricas establecidas, se procedió al análisis de las concentraciones 

iniciales de cada nutriente antes de iniciar los cultivos con las diferentes microalgas. El  

espectrofotómetro  utilizado  para todas las mediciones fue  un UNICAM UV/VIS 5625 

Crison. 
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 Medida de Fósforo  

 

La  medida  del  ión ortofosfato  se  basó  en  la  reacción  en  medio  ácido  de 

dicho ión  con  molibdato  amónico  y  tartrato  antimoníl  potásico  capaz de formar  un 

heteropoliácido  el cual se  reduce  a  azul  de  molibdeno (de  color  intenso) debido a la 

presencia  de  acido  ascórbico.  Este  compuesto  presenta  un  máximo  de absorción  a  

880 nm  cumpliendo  la  Ley  de  Lambert-Beer  en  un  amplio  intervalo de 

concentraciones.  

La metodología utilizada viene descrita en Standard Methods for the Examination 

of Water and Wastewater, 1992  (4500-PE. Método del ácido Ascórbico).  A las  muestras 

a analizar  se  les  realizaron   diluciones apropiada con objeto de que las concentraciones 

a medir estuvieran  en  el  intervalo  de  la  recta  de  calibrado,  previamente establecida 

(Figura 14). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 14: Curva de calibración para la obtención de concentración de  

PO4
-3  mg*L-1. Y = 1,2X + 3-16; Y= concentración PO4

-3 (mg*L-1); X= 

Absorbancia (880nm). 

 

 

 

 

 

 

0

0,2

0,4

0,6

0,8

1

1,2

1,4

0 0,2 0,4 0,6 0,8 1 1,2

A
b

o
rb

an
ci

a 
 (

8
8

0
n
m

)

cc PO4
-3 (mg*L-1)



 

 

 

 

 

 

 

 

Material y Métodos 

 

 
 

         | 109 

 Medida de Amonio  

 

Para llevar a cabo la medida del ión amonio (NH4
- ) se utilizó el método de la sal 

de fenol (4500-NH3 D) descrito  en  Standard Methods for the Examination of Water and 

Wastewater, 1992. Esta medida se  basa  en  la  reacción  del ión amonio con hipoclorito/ 

fenol  catalizada por  una  sal  manganosa,  formando  la  sal  de  fenol,  la  cual  presenta  

una  máxima absorción a 560 nm.  

 

Se realizaron medidas del ión amonio del medio sin células a diferentes 

diluciones. Para cada determinación se  realizó el  contraste con un blanco y una muestra 

patrón de acuerdo con la siguiente ecuación (Ecuación 1).  

 

Ecuación 1:         NH+
4 (mg*L-1) = (A*B) / C*S) 

donde, 

 

 

 

 

 

 

Medida de Nitrato  

Para  la  medida  del  ión  nitrato  se  utilizó  el  método  descrito  en  Standard 

Methods for the Examination  of  Water  and  Wastewater,  1992  (4500-NO3-B. Método  

Espectrométrico  Ultravioleta  Selectivo).   

 

Con objeto de eliminar interferencia se realizó una medida  del ión  nitrato de las 

diferentes muestras a 220 nm seguida de otra segunda medida a 275 nm. La absorbancia 

final utilizada fue la obtenida de acuerdo a la Ecuación 2.  Los resultados se expresaron 

de acuerdo a una recta de calibración con concentraciones conocidas de ión NO3
-.   

 

A: Absorbancia de la muestra problema 

B: Concentración conocida de muestra patrón = 10 mg 

C: Absorbancia de la muestra patrón 

S: Volumen muestra problema (L) 



 

 

 

 

 

 

 

Material y Métodos 

 

 
 

          | 110 

  Ecuación 2:  Abs corregida = Abs220 – Abs275 

 

Medida de Nitrito  

 

Para  la  medida  del  ión  nitrito  se  utilizó  el  método  descrito  en  Standard 

Methods for the Examination  of  Water  and  Wastewater,  1992  (4500-NO2-B. Método 

Colorimétrico). 

La  medida  de  este  ión  se  basa en la  formación  de  un  colorante Azo, púrpura 

rojizo, producido a pH ácido por acoplamiento de  sulfanilamida diazotizada  con  

diclorhidrato  de  N-(1-naftil)-etilendiamina, y cuya intensidad de color se mide a 543nm.  

La  formación  de  este compuesto  es  proporcional  a  la  cantidad  de  ión  nitrito  presente  

en  la  muestra.   

 

3.5. Crecimiento  celular 

 

 Calculo de la biomasa celular 

 

Se estimó la concentración celular en los cultivos mediante la relación entre la 

Absorbancia de las muestras y el peso seco de células,  expresando los resultados en mg 

de biomasa *L-1. Mediante  la  realización  de  un  espectro  de  absorción,  barriendo  las  

longitudes de onda desde los 380 a 750 nm sobre un cultivo de  Scenedesmus obliquus, 

se pudo determinar varias zonas que delimitaban máximos y mínimos de  absorbancia.  

 

 De acuerdo  con  los ensayos descritos por El Yousfi (1995) se decidió  realizar 

las medidas a 560 nm correspondiente a la zona verde del espectro de luz.  Las medidas 

a esta longitud de onda generaron un máximo de absorbancia en todas las etapas del 

cultivo microalgal. En los casos de suspensiones celulares con valores de absorbancias 

mayores de 0,4 se realizaron diluciones de las muestras con agua destilada. 
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El  peso  seco  (mg*L-1)  expresado  en  mg  de  biomasa  seca/L de suspensión, 

se relacionó con la absorbancia de la suspensión medida mediante una recta de calibrado 

(Figura 15), correspondiente a la relación entre la absorbancia de las diferentes 

suspensiones de volumen conocido, y el  peso  seco obtenido por  centrifugación,  lavado  

y  posterior desecación a 105ºC de dichas suspensiones hasta peso constante. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Seguidamente, se determinó la producción de biomasa en mg*L-1de los cultivos 

en función del tiempo de acuerdo a la Ecuación 3. 

 

    Ecuación 3:   P = (B1 – B0) * Fd 

 Donde, 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15: Recta de calibrado para el cálculo de la concentración de  

biomasa microalgal. Y = 480,34x - 0,3156. Y = Biomasa (mg*L-1); X = 

Absorbancia a 560 nm.  
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P    = Productividad en función del tiempo  (mg*L-1) 

 

B1  = Biomasa producida en mg*L-1en un tiempo determinado o establecido 

para evaluar productividad en un litro, ( 24 hrs, 12 hrs, 2 hrs etc) en el que 

no se tiene en cuenta la acumulación en el tiempo. 

 

B0 = Biomasa producida en mg*L-1en un tiempo anterior a B1 determinado 

o establecido para evaluar productividad en un litro, ( 24 hrs, 12 hrs, 2 hrs 

etc) en el que no se tiene en cuenta la acumulación en el tiempo. 

 

Fd = Factor de dilución, normalmente llevado a un litro. 
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 Finalmente, mediante la Ecuación 4 se estableció la velocidad a la que se produce 

una determinada  cantidad de Biomasa por unidad de tiempo y por unidad de volumen, 

con objeto de estimar la eficacia de duplicación celular en el tiempo (Infante et al., 2012). 

 

Ecuación 4: µmax=  LN(N1-N0) / T1 –T0 

   

 Donde,  

 

  

 

 

 

 

 

 4.  Medio de cultivo y Estadística de superficie de respuesta (RSM) 

 

La Metodología de Superficies de Respuesta (RSM) es un conjunto de técnicas  

matemáticas utilizadas en el tratamiento de problemas en los que una respuesta de interés 

está influida por varios factores de carácter cuantitativo. El propósito inicial de estas 

técnicas es diseñar un experimento que proporcione valores razonables de la variable 

respuesta y, a continuación, determinar el modelo matemático que mejor se ajusta a los 

datos obtenidos.  

 

El objetivo final es establecer los valores de los factores que optimizan el valor de 

la variable respuesta.  

 

 

 

 

µmax         =  Velocidad de generación de Biomasa/Unidad de Tiempo  

                 (horas)*Unidad de volumen de cultivo (L) 

 

N1 y N0   =  Biomasa en el tiempo 1 y 2 respectivamente 

 

T1 y T0   =  Tiempo de cultivo 1 y 2 respectivamente 
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Cuando decimos que el valor real esperado, η, que toma la variable de interés 

considerada está influido por los niveles de k factores cuantitativos, X1, X2, ..., Xk, esto 

significa que existe alguna función de X1, X2, ..., Xk (que se supone continua en Xi, ∀i = 

1, ..., k) que proporciona el correspondiente valor de η para alguna combinación dada de 

niveles: η= f (X1, X2, ..., Xk) de tal forma que la variable respuesta puede expresarse 

como:  

 

Y = η+ ε= f (X1, X2, ..., Xk) + ε 

 

Donde ε es el error observado en la respuesta.  

 

La relación η= f (X1, X2, ..., Xk) existente entre ηy los niveles de los k factores 

puede representarse a través de una hipersuperficie  (subconjunto de un espacio euclídeo 

(k+1)-dimensional) a la que llamaremos superficie de respuesta. 

 

Una técnica utilizada para ayudar a visualizar la forma que puede tener una 

superficie de respuesta tridimensional consiste en representar la gráfica de contornos de 

la superficie, en la que se trazan las denominadas líneas de contorno, que son curvas 

correspondientes a valores constantes de la respuesta sobre el plano X1X2 (plano cuyos 

ejes coordenados vienen dados por los niveles X1 y X2 de los factores). Geométricamente, 

cada línea de contorno es una proyección sobre el plano X1X2 de una sección de la 

superficie de respuesta al intersecar con un plano paralelo al X1X2. 

 La gráfica de contornos resulta útil para estudiar los niveles de los factores en los 

que se da un cambio en la forma o altura de la superficie de respuesta.  

 

La forma de la función f que determina la relación entre los factores y la variable 

respuesta es, en general, desconocida, por lo que el primer objetivo de la RSM consiste 

en establecer experimentalmente una aproximación apropiada de la función f. Para ello, 

se propone un modelo de ecuación, generalmente polinómico, en los k factores X1, X2, 

...,Xk y se selecciona un conjunto de tratamientos sobre los que realizar las observaciones 
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experimentales, que se utilizarán tanto para obtener estimaciones de los coeficientes en 

el modelo propuesto (por ejemplo, a través del método de mínimos cuadrados) como para 

obtener una estimación de la variación del error experimental (para lo que es necesario 

tener al menos 2 observaciones por cada tratamiento).  

 

Se realizan, entonces, contrastes sobre las estimaciones de los parámetros y sobre 

el ajuste del modelo y si el modelo se considera adecuado, puede utilizarse como función 

de aproximación. En tal caso, el estudio de la superficie de respuesta se hace en términos 

de la superficie ajustada, pues su análisis será aproximadamente equivalente al del sistema 

real.  

 

Los polinomios usados más frecuentemente como funciones de aproximación son 

los de órdenes uno y dos, que nos proporcionan, respectivamente los siguientes modelos: 
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 4.1. Hipótesis de Modelo de 1º Orden 

 

Cuando no se tiene suficiente información acerca de la forma que presenta la 

superficie de respuesta, el primer intento de ajuste se hace, generalmente, aproximando a 

través de un modelo de primer orden.  

 

La forma general de un modelo de primer orden con k factores, X1, X2, ..., Xk, es:  

  

  

Donde, 

 

 Y = Variable de respuesta 

 βo + Ʃ βi Xi  = Parámetros desconocidos 

 ɛ = error aleatorio 

 o, equivalentemente, en forma matricial:                 Y = X β+ ε 

 

 

 Donde la matriz X puede escribirse alternativamente como X = [ 1 : D ], con D la 

matriz de combinaciones de niveles de los factores, denominada matriz de diseño.  

 

Si la matriz X es de rango completo, entonces el estimador de β obtenido por el 

método de mínimos cuadrados es b = (X’ X)-1 X’ Y (que es, de hecho, el mejor estimador 

lineal insesgado de β) y la matriz de varianzas-covarianzas de b viene dada por Var (b)= 

(X’ X)-1 σ2 

El modelo de primer orden ajustado es, entonces: 

 

 

 

Si el modelo está bien ajustado, la parte no aleatoria del modelo representa la 

respuesta real esperada y ε es el error experimental. Sin embargo, si el modelo no está 

ajustado a la función respuesta real, lo que ocurre cuando la relación entre la respuesta y 

Ỹ = bo + Ʃ bi Xi  

k 

i=1 

Y = βo + Ʃ βi Xi + ɛ 

k 

i=1 
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los factores está demasiado simplificada, ε contiene, además del error experimental, una 

parte de error no aleatorio que se debe a la falta de ajuste. 

 

4.2. Hipótesis de Modelo de 2º Orden 

Cuando existe curvatura en la superficie de respuesta, el modelo de primer orden no es 

una aproximación adecuada y es necesario utilizar un modelo que ajuste mejor. Se emplea 

entonces un modelo de segundo orden. 

 

La forma general de un modelo de segundo orden con k factores, X1, X2, ..., Xk es: 

 

 

 

 Donde,  

 Y = Variable de respuesta 

 βo ; Ʃ βi Xi ; Ʃ βii Xi
2 ; Ʃ Ʃ βij Xi Xj  = Parámetros desconocidos 

 ɛ = Error aleatorio 

 

De manera análoga a como se hizo para los modelos de primer orden se obtiene 

que el modelo ajustado de segundo orden es: 

 

 

  

4.3. Diseño experimental de superficie de respuesta 

 

 De cada uno de los ensayos realizados (Tabla 22) se obtuvo un resultado de 

biomasa (mg*L-1) que se adjuntó al diseño experimental. 

 

 

 

 

 

Y = βo + Ʃ βi Xi + Ʃ βii Xi
2 + Ʃ Ʃ βij Xi Xj + ɛ 

i=1 i=1 i=1 j=2  

j>i 

k k-1 k k 

Ỹ = bo + Ʃ bi Xi + Ʃ bii Xi
2 + Ʃ Ʃ bij Xi Xj  

i=1 i=1 i=1 j=2  

j>i 

k k-1 k k 
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En el diseño de experimentos, se sortearon de forma aleatoria y con una finalidad 

de validación estadística, distintos experimentos variando factores como dilución y 

temperatura. Se puede observar que el programa incluyó una serie de ensayos a 15 ºC, los 

cuales tienen como objetivo determinar el valor medio en que los errores y/o sesgos sean 

lo suficientemente significativos y así establecer una diferencia estadísticamente válida 

entre los valores de temperatura de 10ºC y 20ºC. Los resultados posteriormente 

expresados como biomasa en mg*L
-1 serán incluidos en el programa anteriormente 

mencionado y así obtener datos para obtener tabla de varianzas ANOVA y así validar 

estadísticamente los resultados.  

 

 5. Cultivo en masa con agua procedente de la laguna de La Caldera 

 

Se tomaron 500 ml de agua de laguna a los que se le adicionaron los nutrientes 

previamente esterilizados por filtración a 0,22 µ; la concentración final de nutrientes en 

el agua de la laguna era semejante a la del medio seleccionado (RLMo). Seguidamente se 

adicionó al biorreactor de acuerdo a las  condiciones de dilución de los ensayos. El agua 

de laguna utilizada fue la recolectada en los diferentes muestreos realizados. Los ensayos 

de masificación posteriores se realizaron a 10ºC y 20ºC. 

 

Tabla 22: Muestra esquema de experimentos a realizar con 

distintos medios de cultivo con la microalga SX1.  

Nº de ensayo A B C 

1 7 15 50 

2 8 15 50 

3 11 20 100 

4 6 15 50 

5 2 10 20 

6 1 10 20 

7 9 15 50 

8 4 10 50 

9 3 20 20 

10 10 10 100 

11 5 10 50 

A: Orden de realización; B: Temperatura del ensayo (ºC);  

C: Dilución del medio de cultivo (%, p/v). 
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5.1. Verificación de concentración de nutrientes del medio RLMo 

 

Con el fin de que las condiciones de masificación fuesen lo más semejantes 

posible en todos los ensayos, se realizó un análisis de comprobación de  concentración 

inicial del inoculo nutritivo (de P y N) en cada uno de los cultivos realizados. (Tabla 23).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 5.2. Toma de muestras de cultivos enriquecidos y Aislamiento 

 

Dado el carácter dinámico y competitivo de las microalgas, para el aislamiento 

del mayor número posible de estos microorganismos se hizo necesario un método de 

aislamiento mediante dilución seriada a diferentes tiempos de cultivo durante 3 meses en 

función de la turbidez alcanzada en dichos cultivos (medida de D.O. a 560 nm). (Figura 

16). Por cada aumento de 0,05 de Absorbancia se realizaron siembras en medio sólido 

con objeto de poder seguir la evolución de los cultivos y poder discriminar el número y 

cantidad de cada especie de microalga. El traspaso a medio sólido se realizó mediante 

siembra en estrías, incubándose en idénticas condiciones a los medios líquidos. Los 

medios sólidos utilizados presentaban la misma composición que los medios líquidos de 

procedencia añadiendo la cantidad necesaria de agar. En casos necesarios, se realizaron 

diluciones 1/10, 1/100 y 1/1000 con objeto de lograr un mejor aislamiento. Las placas se 

incubaron sobre una superficie blanca y con irradiación constante (80 W/m2). 

 

 

 

Tabla 23: Valores de concentración real de nutrientes en el medio de cultivo 

de masificación utilizando agua de la laguna de los diferentes muestreos. 

Valores teóricos de N: 40,1 mg*L-1 y P: 17 mg*L
-1. 

 
Análisis Muestreo Concentración reala 

  N P 

1 2-7-20109 43,2±2,1 18,5±0.5 

2 30-8-2009 44,7±1,9 18,4±0,4 

3 7-7-2010 40,4±2,9 18,2±0,5 

4 30-8-2010 43,7±1,2 18,0±0,6 

5 3-7-2011 45,2±1,7 18,8±0,6 

6 29-8-2011 40,3±2,9 18,2±0,7 

        a: mg*L-1 
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 6. Identificación genética 

6.1.  Análisis filogenético  

 

 Para el análisis filogenético de los aislamientos microalgales obtenidos a lo largo  

del estudio, se llevó a cabo la amplificación parcial de los genes codificantes de los ARNr 

16S  y 18S  ARNr  respectivamente, de cada uno de ellos. Posteriormente, los fragmentos 

amplificados se secuenciaron, y las  secuencias se compararon con las depositadas en las 

bases de datos EMBL y Genebank,  con objeto de determinar su proximidad filogenética 

con la de especies bacterianas  conocidas. 

 

 Para el análisis filogenético de las microalgas aisladas de la laguna de La Caldera, 

se llevó a cabo la amplificación parcial de los genes codificantes ARNr 16S  y ARNr 18S  

Posteriormente, los fragmentos amplificados se secuenciaron, y las  secuencias se 

compararon con las depositadas en las bases de datos EMBL y Genebank,  con objeto de 

determinar su proximidad filogenética con otras especies de microalgas. 

 

 

 

 
Figura 16: Muestra cultivos de masificación en cámara 

de cultivo a 10ºC en medio RLMo. 
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6.2. Extracción de ADN y amplificación del rRNA 16S 

 

Cada uno de las microalgas aisladas se resembraron durante un periodo no 

superior a 12 h. El método de extracción del DNA se realizó de acuerdo a Pozo et al., 

2002.  

Para la amplificación parcial del gen codificante del ARNr 16S se utilizaron los  

cebadores universales para el Dominio Bacteria fD1 y rD1 (Sigma-Genosis, Reino Unido) 

descritos por Weisburg et al., 1991, y cuya secuencia se indica en la (Tabla 24). Los 

cebadores amplifican casi la práctica totalidad del gen del ARNr 16S. La amplificación 

se realizó empleando como molde 4µl de sobrenadante de los lisados, al que se añadieron 

46 µl de una mezcla de reacción para PCR, consistente en: AmpliTaq-Gold Buffer de 

reacción 10x (Applied Biosystems, Alemania), 5 µl; MgCl2 25 mM (Applied Biosystems, 

Alemania), 3 µl, (concentración final 1,5 µM); mezcla de dNTPs (Mbl, España), 1µl 

(concentración final 200 µM de cada nucleótido); seroalbúmina bobina (10 mg*ml-1, New 

England Biolabs, Reino Unido), 1 µl (concentración final, 0,2 µg/µl); Dimetilsulfóxido 

(Sigma), 2,5 µl (5%); 20 pmol de cada cebador, y 1 U de AmpliTaq-Gold hot-start 

polimerasa (Applied Biosystems, Alemania). La reacción se llevó a cabo en un 

termociclador BIOER XP-Cycler. El perfil de temperaturas fue el descrito previamente 

por Vinuesa et al.,1998, a excepción del paso de desnaturalización inicial, que se aumentó 

hasta una duración de 7 minutos por requerimiento de la polimerasa empleada. 

 

 

 

 

6.3. Extracción de ADN de Eukariotas y amplificación del rRNA 18S 

 

La extracción de ADN de microalgas se llevo a cabo mediante la técnica de rotura 

celular (Doyle and Doyle, 1990)  dejando libre el ADN. 

 

 

Tabla 24: Cebadores rRNA 16S 

 Secuencia* (5’→3’) Numeración Referencia 

fD1 AGAGTTTGATCCTGGCTCAG 8-27 Qiu et al., 2012 

Gupta et al., 2012 rD1 AAGGAGGTGATCCAGCC 1541-1525 
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Lavado de las células: 

Se seleccionaron colonias puras de microalgas, se resuspendieron en solución 

salina  al 3%, p/v y se  centrifugaron a 3.000 rpm. Este procedimiento se repitió 3 veces 

con la finalidad de disolver en agua y poder retirar todos los exopolisacáridos producidos 

por las microalgas durante el cultivo.  

 

 

Extracción de DNA: 

Tras el lavado celular, se procedió a la extracción del DNA mediante adición de 

la solución de lisis (PVPP 10% y proteinasa K  0,5 mg*L
-1); seguidamente se incubó a 56 

ºC en una placa calefactora BIOER Mixing MB-102, durante un tiempo aproximado de 4 

horas. Una vez realizada la lisis, se procedió a realizar la extracción y purificación 

mediante la Técnica del Cloroformo: Fenol (Nishiguchi et al., 2002) que consiste en: 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

a. Adición de un volumen igual a la muestra lisada de  fenol-cloroformo-alcohol isoamílico     

   (proporción 25:24:1) y  centrifugación a 14.000 rpm durante 15min.  

 

b. Traspaso la  fase  acuosa superior a un nuevo tubo.   

 

c. Adición de un volumen igual a la muestra lisada de  cloroformo-alcohol isoamílico  

   (proporción 24:1) y centrifugación a 14.000 rpm durante 15min.   

 

d. Traspaso de la fase acuosa superior a un nuevo tubo, adición de 2,5 volúmenes de etanol  

    frío al 95%, p/v y almacenamiento durante 4 hrs a -20 ºC.  

 

e. Centrifugación a 14000 rpm y eliminación del  sobrenadante 

 

d. Secado del pellet a temperatura ambiente 

 

f. Suspensión en buffer Tris HCl 10mM + EDTA 1mM (pH 8,0) 
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Amplificación gen 18s  rDNA 

 

El ADN extraído fue utilizado como molde para la amplificación del gen 18S 

ribosomal con los cebadores universales para eukariotas EukA y EukB (Sigma-Genosis, 

Reino Unido) (Tabla 25). La amplificación se realizó empleando como molde 2 µl de 

sobrenadante de los lisados al que se añadieron 48 µl de una mezcla de reacción para PCR 

consistente en: 5 µl Buffer 10x (Applied Biosystems, Alemania);  5 µl de MgCl2 25mM 

(Applied Biosystems, Alemania), 3 µl, (concentración final 1,5 µM); mezcla de dNTPs 

(Mbl, España), 1µl (concentración final 200 µM de cada nucleótido); 1 µl (concentración 

final, 0,2 µg/µl) de Dimetilsulfóxido (Sigma), y 0.5 µl Taq  polimerasa (MBL España). 

La reacción se llevó a cabo en un termociclador BIOER XP-Cycler. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

    

 

 

 

 

 

Tabla 25: Cebadores rRNA 18S 

 Secuencia* (5’→3’) Numeración Referencia 

EukA AACCTGGTTGATCCTGCCAGT 1-21 Massana et al., 1997 

Díaz et al., 2001 EukB TGATCCTTCTGCAGGTTCACCTAC 1795 -1772 

   
 

    

 

 

El programa de PCR utilizado:   

 

a) Desnaturalización inicial a 94ºC/130 sg 

b) 35 ciclos de 94 ºC de 30 sg/cada ciclo 

c) Alineación 56 ºC/45sg 

d) Extensión  72 ºC/130 sg.  

 

El ciclo se repitió 30 veces.  
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6.4.- Purificación y secuenciación 

 

Una vez obtenido los genes amplificados estos fueron comprobados en un gel de 

agarosa al 0.7% (p/v) y las bandas del tamaño esperado (aproximadamente 1,5 Kb) fueron 

purificadas utilizando el kit Qiaquick II (Quiagen, Germany).  

 

La secuenciación de ADN de doble cadena fue efectuada por el Servicio de 

Secuenciación del Instituto de Parasitología López Neyra (Parque Tecnológico de 

Ciencias de la Salud, Granada) mediante el método de los terminadores marcados con 

fluorocromos, usando el kit ABI-PRISM Big Dye Terminator Cycle Sequencing Ready 

Reaction (Applied Biosystems, Alemania) y un secuenciador automático  Applied 

Applied Biosystems 3100 Avant Genetic Analyzer(Applied Biosystems, Alemania). 

 

 

6.5. Análisis informático de las secuencias y construcción de árboles 

filogenéticos  

 

Los datos de secuencia de ADN obtenidos fueron analizados mediante el 

programa informático de libre distribución Chromas v. 1.51.  mediante herramientas de 

computación disponibles en el servidor web de libre acceso del European Bioinformatics 

Institute (http://www.ebi.ac.uk).  

 

Las secuencias obtenidas se compararon con secuencias conocidas archivadas en 

las base de datos EMBL y GeneBank. Para llevar a cabo los alineamientos de las 

secuencias, se empleó el programa Clustal X2 (Jeanmougin et al., 1998) empleando los 

parámetros por defecto. El cálculo de las matrices de distancia entre las secuencias y la 

construcción de los árboles filogenéticos mediante el método Neighbour-Joining (Saitou 

and Nei, 1987) se realizó con el software de libre distribución MEGA4 (Kumar et al., 

2001). En el árbol filogenético se tomó como criterio la no inclusión de los huecos (gaps) 

del alineamiento. Los valores de confianza se calcularon mediante el método de muestreo 
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con reemplazamiento (Método Bootstrap) (Felsenstein, 1985), y los porcentajes 

superiores al 50% fueron los utilizados para la construcción de los árboles 

correspondientes. 

 

 7. Cultivos individuales de microalgas aisladas 

 

7.1. Preparación de inóculos de microalgas 

Se realizaron cultivos individuales de cada microalga aislada con la finalidad de 

evaluar la cinética de crecimiento de las microalgas de forma individual en diferentes 

condiciones y medios de cultivo. Las siembras se realizaron en paralelo en idénticas 

condiciones con objeto de obtener células de mismo tiempo de cultivo.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Procedimiento: 

 

a. Precultivo en medio sólido mediante la técnica de siembra en zigzag de las 

cepas previamente aisladas a 10±2ºC.  

 

Las siembras se realizaron en medio RLMo (4-5 placas) y finalmente 

se incubó a 10±2ºC durante  una semana  bajo  radiación lumínica 

constante. 

 

b. Una vez finalizado  el  precultivo,  las células se recolectaron  en  agua  

destilada  estéril,  obteniendo  un  concentrado.  

 

La concentración final utilizada para la siembra en los biorreactores 

fue de 15 mg*L-1. 
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7.2. Cultivos de masificación individual 

 

Diseño de cultivos individuales 

 

Para evaluar el crecimiento celular de las cepas aisladas, se realizaron ensayos en 

el medio RLMo a tres concentraciones diferentes (20%, 50% y 100%, p/v) y a 10ºC y 

20ºC. Las condiciones de cultivo se describen en la Tabla 26. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 Con la finalidad de obtener resultados fiables y concluyentes en función de los 

nutrientes presentes en el medio de cultivo RLMo se realizó una comparativa de la 

concentración teórica y real de Nitrógeno y Fósforo de cada uno de los ensayos realizados 

(Tabla 27): 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 26: Condiciones generales de cultivo para las 

microalgas de estudio 

Factor de cultivo 

Radiacion lumínica 80 W*m-2  

Ciclo Luz/Oscuridad 12/12 

Agitación Sin agitación 

Temperatura  10 y 20ºC 

Volumen final 500 ml 

Inoculo (mg*L-1) 15-20 

Aireación Constante 

 

Tabla 27: Valores de concentración real de nutrientes en el medio de 

cultivo de masificación RLMo (100%, p/v) para las diferentes microalgas. 

Valores teóricos de N: 40,1 mg*L-1 y P: 17,9 mg*L
-1. 

 
Microalgas Concentración reala 

 N P 

S3 39,5±0,9 18,6±0.5 

S21 39,4±1 17,4±0.5 

S121 38,5±0,7 18,2±0.6 

S41 40,5±0.8 18,2±0.7 

S120 39,3±0.9 18,1±0.7 

S91 40,6±1 18,6±1 

S117 37,4±1 19,0±0.7 

S81 40,2±1.1 18,1±0.9 

S62 40,6±1.2 18,4±0.9 

S101 42,6±0.9 18,4±0.9 

S84 38,9±0.8 16,8±0.8 

        a: mg*L-1 
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 8. Estudio de lípidos totales de cultivos individuales 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 8.1. Cultivo de la microalga S21  

 

 

 

 

 

 

 

 Parámetros generales de cultivo 

 Para determinar las condiciones de cultivo óptimas para el crecimiento de la 

microalga seleccionada S21, se realizaron cultivos con el medio RLMo  diluido al 20% 

(p/v), 50% (p/v),  y sin diluir (100%, p/v); los ensayos se realizaron en matraces de 500mL 

a diferentes temperaturas de 5, 10, 15, 20, 25 y  30ºC, bajo ciclo de luz/noche 12/12 y 

aireación constante. Las condiciones de cultivo fueron las mismas que las descritas en la 

Tabla 26. Exceptuando las temperaturas de cultivo ya mencionadas. 

 

Fig 17: Extracción de lípidos totales, con 

metodología Hexano/Isopropanol. 

Metodología  

 

a. A  3g  de  muestra   liofilizada  se  le    adicionó  30  ml   de  una solución 

Hexano/Isopropanol en proporción 3:2. (Figura 17) 

b. Agitación a 100 rpm en P- Selecta ROTABIT, durante 24h a 20ºC en tubos 

cerrados herméticamente 

c. Recolección de la fase apolar y posterior filtración  utilizando  un  cono de 

tamaño de poro de 1 µm con objeto de  separar completamente la biomasa 

d. Repetición de la fase a. sobre la biomasa separada 

e. Recolección de ambos extractos 

f. Eliminación de los disolventes mediante rotavaporación 

g. Medida del peso seco 

 

 Para la extracción de lípidos totales a 

partir de la biomasa liofilizada obtenida de los 

cultivos individuales, se utilizó el  método del 

Hexano/Isopropanol descrito por Hara et al., 

1978; Burton et al., 1985; LEE et al., 1996. 

Seguidamente se determinaron los lípidos totales 

mediante gravimetría. La cantidad de lípidos en 

porcentaje se obtuvo por diferencia entre el peso 

de la biomasa liofilizada y los extractos lipídicos 

secos. 



 

 

 

 

 

 

 

 

Material y Métodos 

 

 
 

         | 127 

Se realizaron ensayos de cinética de crecimiento y se compararon con los valores 

máximos de producción de biomasa (mg*L
-1) a cada temperatura y condición de medio de 

cultivo. Además de realizó una comprobación de las concentraciones teóricas de  

nitrógeno y fósforo (41,1mg*L-1 y 17,9 mg*L-1 respectivamente) con los valores reales 

en la preparación de los medios de cultivo (38.2± 0.9 mg*L-1 y 17± 0.5 mg*L-1 

respectivamente).  

 

 

 

 8.1.2.- Reactores y condiciones de cultivo 

 

Para la realización de los ensayos de masificación individual se utilizaron 

matraces 500 mL a los que se les adicionó 250 ml de agua destilada estéril y los nutrientes 

previamente filtrados por 0,22 µm. Las condiciones de cultivos fueron similares a las 

descritas en la Tabla 26.  

 

Cinética de cultivos  

Para la evaluación de la cinética se utilizaron los procedimientos descritos en el 

Apartado 4; midiéndose la absorbancia a 560 nm  en un espectrofotómetro Unicam 5625 

UV/VIS ATI cada 24 horas de cultivo durante 20 días.  

 

Recolección de biomasa 

Tras alcanzar la fase estacionaria de los cultivos individuales a los 15-20 días, se 

procedió a separar la biomasa del medio líquido mediante centrifugación a 20ºC/4000 

rpm (Thermo Scientific SL 16R) en tubos falcon de 50 ml. Posteriormente, se liofilizó 

(Liofilizador LABCONCO Free Zone 6) y se determinó la cantidad de biomasa por 

gravimetría. 
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8.2. Parámetros físico-químicos,  Medida de pH y conductividad 

 

Medida de pH 

           Con objeto de controlar los posibles cambios de pH a lo largo de los 20 días de 

cultivo, se midió dicho parámetro a diario utilizando un pHmetro (CRISON Basic 20) 

acoplado a un electrodo Ag/AgCl. 

 

Medida de Conductividad 

Con objeto de asegurar que el agua tenía las condiciones de conductividad idóneas 

para la preparación de medios de cultivo (<5 mS; FAO), se midió la conductividad del 

agua cada vez que se preparó medio de cultivo, con un conductivimetro Crison EC-Meter 

Basic 30+.  

 

 9. Estudios fisiológicos de microalgas por Citometría de Flujo 

 

La Citometría de Flujo es un método analítico que permite la medida rápida de 

determinadas características físico-químicas de células procariontes y eucariontes que 

producen una señal de forma individual al interferir con una fuente de luz. Una de las 

características analíticas más importantes de los citómetros de flujo es su capacidad de 

medir múltiples parámetros celulares, como el tamaño, forma y complejidad estructural 

y, por supuesto, cualquier componente celular o función que pueda ser marcado o 

estimado con un determinado fluorocromo (Barrera  et  al., 2004). Cada fluorocromo 

tiene un espectro de excitación y emisión característico; si se utilizan dos con el mismo 

espectro de excitación pero distinto espectro de emisión, se pueden medir dos 

características al mismo tiempo (fluorescencia de dos colores). 
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 Los análisis llevados a cabo en nuestros ensayos se realizaron en un equipo FACS 

CANTO II (Becton-Dickson) equipado con: a) laser ultravioleta, b) laser a 488 nm, y c) 

laser a 625 nm. Detector de Forwad-Scater; detector de Side-Scater y ocho detectores de 

fluorescencia. Este equipo se encuentra ubicado en el Servicio de Biología Fundamental 

del Centro de Instrumentación Científica de la Universidad de Granada (CIC). 

 

 9.1. Preparación de las muestras 

 

 Para evaluar el efecto de la radiación lumínica (luz), temperatura y dilución del 

medio de cultivo sobre el estado fisiológico de la cepa microalgal  S21, aislada de laguna 

de La Caldera, se realizaron cultivos por triplicado con diferentes radiaciones lumínicas 

( 26,8 W*m-2 y 80,3 W*m-2 y a  temperaturas de 10ºC y 20ºC) en el medio RLMo diluido 

al 20% y 50%, p/v, durante 15 días. Las medidas de radiación lumínica luz se realizaron 

con un luxómetro en W*m-2(Kfm-1100 . Kenko). 

   

 Previamente, se realizó el preinoculo  de la microalga S21 en medio RLMo sólido 

sin diluir (100% de cc de nutrientes) durante 7 días con objeto de obtener células jóvenes 

y viables. Estas células fueron utilizadas para los ensayos de preparación anteriormente 

descritos en aireación constante y ciclo de luz/oscuridad de 12/12 horas. Se analizaron 3 

réplicas de cada ensayo. 

 

 9.2. Viabilidad Celular Total  

 

 Utilizando la técnica de conjugación con fluorocromos, las células expuestas a las 

soluciones de DAF (Diacetato de Fluoresceína) y IP (Ioduro de Propidio) dan información 

del porcentaje de viabilidad celular; (Xi Xiao et al., 2011). Mediante transporte activo, el 

fluorocromo DAF se introduce en las células viables;  tras ser transformado el 

fluorocromo por las esterasas de membrana se obtiene una forma fluorescente de 

fluoresceína capaz de emitir fluorescencia a 530 nm, indicando que las células poseen su 

capacidad de homeostasis intacta. Por el contrario, en caso de membranas dañadas, el IP 



 

 

 

 

 

 

 

Material y Métodos 

 

 
 

          | 130 

difunde de modo pasivo al interior, uniéndose de modo específico a los ácidos nucleicos  

(emisión de fluorescencia a 585 nm y 510 nm),  Este método nos permitió diferenciar 

poblaciones de células viables frente a no viables, procedentes de los cultivos celulares.   

 

 Para la realización de nuestros ensayos se ha utilizado la metodología descrita por 

Juárez-Jiménez et al., 2010  para cultivos bacterianos.  

 

 Metodología 

 

 La viabilidad  se midió utilizando la técnica descrita por Cid et al.,1999 utilizando 

la  mezcla de fluorocromos Ioduro de Propidio (IP) y Acetato de Fluoresceína (DAF). 

Previo al análisis citométrico se obtuvieron  muestras de S21  provenientes de los cultivos 

con diferentes condiciones de cultivo y se incubaron con  20 nM de DAF y 20 nM de IP 

a 25ºC en oscuridad durante 15 minutos. Por cada muestra se leyeron aleatoriamente 

10.000 células. Los ensayos se realizaron en medio RLMo y a 10±2ºC y 20±2ºC. (Figura 

16). 

 

 

 9.3. Polarización de membrana mitocondrial  

 

Los estudios de actividad metabólica se realizaron mediante análisis de 

polarización de membrana mitocondrial. 

 

Las mitocondrias tienen un tamaño variable entre 0,1μm  y 0,5μm de diámetro y 

pueden alcanzar una longitud máxima de 7μm, sin embargo estas dimensiones  dependen 

de la actividad metabólica y del tipo de célula. La energía que se obtiene a través de la 

transferencia de electrones a lo largo de la cadena transportadora es usada para bombear 

protones desde la matriz mitocondrial hacia el espacio de intermembrana, creando un 

gradiente electroquímico de protones a través de la membrana mitocondrial interna 

(ΔΨm: potencial de membrana mitocondrial). Este gradiente de protones permite a la 
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ATP sintasa utilizar el flujo de H+ generados para producir ATP a partir de adenosina 

difosfato (ADP) y fosfato inorgánico. (Sanchez et al., 2008).  

 

Se ha demostrado la eficacia de las técnicas de citometría de flujo para evaluar el 

potencial de  membrana utilizando fluorocromos lipofílicos (Shapiro et al.,1979). Si la 

célula se encuentra activa y fisiológicamente estable, la membrana mitocondrial se 

encontrará polarizada, permitiendo al fluorocromo ingresar al interior de la célula, 

produciendo una emisión de fluorescencia a una longitud de onda cercana a los 525 nm, 

por el contrario, un descenso de la fluorescencia del fluorocromo indica una 

despolarización de membrana.  

 

 

 Metodología 

 El potencial de membrana (ΔΨ) mitocondrial se midió utilizando  la técnica 

descrita por Ortega, 2002. Para las diferentes poblaciones celulares se utilizó el 

fluorocromo catiónico lipofílico DiOC6 (3,3'-dihexyloxacarbocyanine iodide). Este 

fluorocromo entra en los sistemas membranosos acumulándose en las mitocondrias, 

siendo la intensidad de fluorescencia emitida directamente proporcional a la diferencia de 

potencial entre el interior y exterior de las membranas, y por tanto a la actividad 

metabólica. (Reis et al. 2005;  Lopes da Silva et al. 2005; Juárez-Jiménez et al., 2010). 

Los ensayos se realizaron en medio RLMo y a 10±2ºC y 20±2ºC. (Figura 18). 

 

 Previo al análisis, se obtuvieron muestras de S21 provenientes de los cultivos con 

diferentes condiciones de cultivo y se incubaron con  40 mM DIOC6 a 25ºC durante 15 

minutos, midiéndose posteriormente la fluorescencia de DIOC6 a 525 nm. 
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 9.4. Estudio de Lípidos neutros y polares  

 

El fluorocromo Rojo Nilo (9 dietilamino 5H-benzo a fenoxacin 5-ona), es  un 

colorante hidrofóbico que emite: a) fluorescencia amarilla (560–640nm) cuando se 

disuelve en lípidos de naturaleza neutra tales como los triglicéridos, y b) fluorescencia 

roja (>650nm ) cuando se disuelve en lípidos de naturaleza anfipática (lípidos de 

membrana) (Teruel, 1996). 

 

Metodología 

 En nuestros ensayos, el contenido de lípidos totales se midió, tiñendo las células 

según la metodología descrita por Jara et al., 2003. Se preparó una solución madre de 

Rojo Nilo de 15 mM en acetona y se adicionaron 50 µL (0,1 mg*L
-1) a 4 ml de muestra de 

la microalga S21  procedentes de  los diferentes cultivos y se incubaron durante 10 

minutos a oscuridad. Por cada muestra se leyeron aleatoriamente 10.000 células. Los 

ensayos se realizaron en medio RLMo y a 10±2ºC y 20±2ºC. (Figura 18). 

 

 

 10. Análisis cualitativo/cuantitativo del contenido en ácidos grasos mediante 

GC/MS  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 18: Diseño del ensayo para el análisis de la Viabilidad celular, Polarización de membrana y 

cantidad de lípidos acumulada. 

26,8 W*m-2 80 W*m-2 
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Extracción de ácidos grados y silanización de las muestras 

  

 La extracción de acidos grados a partir de las matrices celulares se realizó de 

acuerdo al Apartado 8.   

 

 Una vez extraídos los acidos grados de las diferentes muestras se silanizaron con 

BSTFA (N,O-bis-trimetilsililtrifluoroacetamida) (Fluka), a razón de 75 µl BSTFA/ 20 µl 

muestra. De cada muestra silanizada se analizaron 5µl.    

 

 Análisis de GC/MS 

 La GC es una técnica separativa que tiene la característica de conseguir la 

separación de mezclas complejas, pero que una vez separados e incluso cuantificados 

todos los componentes de una mezcla, el único dato de que dispondremos para la 

identificación será el tiempo de retención de las correspondientes señales 

cromatográficas. Esta técnica es muy utilizada como sistema de introducción de muestra 

previa a la Espectrometría de Masas. Puede considerarse como casi imprescindible en 

análisis de mezclas orgánicas relativamente volátiles (Esteban, 1993). Para conseguir una 

identificación inequívoca de un compuesto presente en una mezcla, se necesitarán más 

datos que serán los que proporcione la Espectrometría de Masas. 

 

 Los primeros estudios que dieron origen a la Espectrometría de Masas se deben a 

J.J. Thomson, quien en 1912 investigó las propiedades de los "rayos positivos" (citado en 

Esteban, 1993). Por tanto, la Espectrometría de Masas no es una técnica reciente, aunque 

sí lo es la aplicación rutinaria que de ella se hace hoy día, gracias a los avances y 

perfeccionamiento que se han conseguido, así como su combinación con equipos 

cromatográficos tanto líquidos como de gases. Ventajas de la MS: capacidad de 

identificación, es cuantitativa y cualitativa, permite analizar mezclas complejas, alta 

sensibilidad, es universal y específica, proporciona información estructural e isomérica 

de las moléculas analizadas. Para el acoplamiento entre estas dos técnicas se tiene en 

cuenta que el efluente que emerge de las columnas capilares, lo hace a presión 
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atmosférica, y debe ser conducido al interior del espectrómetro de masas donde se trabaja 

a vacío. Para ello, se utiliza un sistema de acoplamiento basado en la reducción de 

diámetro del capilar que entra al espectrómetro de masas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Condiciones de trabajo 

Las condiciones de trabajo para el estudio de ácidos grasos procedentes de 

nuestras microalgales fueron similares a las  descritas por Juárez et al., 2002 para ácidos 

grasos procedentes de matrices  oleosas (Tabla 29). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Equipo de GC/MS utilizado: 

  

A. Cromatógrafo de Gases: Modelo: HEWLETT PACKARD HP 6890 

Series GS System. Inyector automático capilar  Split/Splitless acoplado al 

sistema. Columa 007 Methyl 5% Phenyl silicone (30m x 0,25 mm ID) 

 

B. Espectrómetro de Masas: Modelo: HEWLETT PACKARD HP 5973 

MassSelective Detector Cuadrupolo recubierto de oro. Rango de Masas 0-

800 umas.  

 

C. Interfase acoplado al sistema.  

 

D. Sistema informático acoplado al sistema 

 

Tabla 29: Condiciones de trabajo en GC/MS para la identificación 

de acidos grasos obtenidos a partir de microalgas. 

Cromatógrafo de gases Parámetro 

Columna CG 

Flujo 1 ml/min 

Gas portador: Helio 

Volumen inyección: 5 µl 

Horno del Cromatógrafo Inicial 80ºC 

Inyector (modo split) 250ºC 

Rampa de temperatura 

1. Inicial 80ºC 

2. 5ºC/min hasta 220ºC 

3. 10ºC/min hasta 310ºC 

Tiempo final de cromatografía 47 min 

Interfase  

Temperatura  280ºC 

Espectrómetro de Masas  

Calibración Por ensayo 

Fuente de ionización 0-70eV 

Rango de Masas 0-400 uma 

Tratamiento de resultados Espectroteca Wiley275 
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Identificación de ácidos grasos  

 

La identificación de los ácidos grasos se realizó de acuerdo a patrones comerciales 

(Fluka). Estos patrones fueron previamente analizados bajo las mismas condiciones que 

nuestras muestras de estudio (Tabla 30) (Figura 19). 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 30: Ácidos grasos comerciales utilizados 

como patrones. 

Acidos grasos Tr 

Miristico  15,60 

Palmitico 19,21 

Margarico 20,01 

Esteárico 22,72 

Oleico 22,94 

Linoleico 23,55 

tR: tiempo de retención (min) 

 

Figura 19.- Cromatograma de los patrones comerciales de ácidos grasos esenciales 
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IV. RESULTADOS  

1.- Selección medio de cultivo. 

 

1.1.  Cultivos a 10ºC y 20C en medios de cultivos RL,GL y RLMo con microalgas 

control SX1 y Scenedesmus Obliquus    

 

Las Figura 20A, B y C  representan el efecto de la dilución de los medios de cultivo RL, 

RLMo y GL sobre el crecimiento de la microalga SX1 a 10º C; esta microalga fue aislada de las 

aguas de lavado de las aceitunas a  12º C  y presenta un 99% de similitud filogenética con 

Chlorella vulgaris de acuerdo con la base de datos EMBL y GeneBank. En todos los casos se 

observó que la microalga SX1 fue capaz de crecer a las tres diluciones del medio ensayadas; por 

otro lado, se aprecia que los valores de producción de biomasa (mg*L-1) más bajos se obtuvieron 

en los medios de cultivo al  20% dilución. 

 

Los mejores resultados en relación a la producción de biomasa se obtuvieron en el medio 

de cultivo RLMo a diferentes diluciones (20%, 50% y sin diluir, 100% p/v), en comparación con 

los otros dos medios de cultivo ensayados. Cuando los ensayos se realizaron en este medio de 

cultivo se obtuvieron valores de biomasa de  656,15±30,19 mg*L-1  y 572,89±14,36 mg*L-1 en 

cultivos al 50 % y sin diluir, respectivamente.  En el caso de los cultivos con medio RL, la 

producción máxima de biomasa fue del 415,98±19,68 mg*L-1 (en medio al 50%, p/v) y 

obteniéndose un 31,8% menos cuando se utilizó el mismo medio sin diluir. Por otro, lado los 

valores de biomasa obtenidos con el medio ensayado GL, no superaron los 238,73±2,95 mg*L-1 , 

obteniéndose en este medio el valor de biomasa más bajo (144,59±5,73 mg*L-1) es decir cuando 

se ensayó a 10ºC y 20%, p/v. Cabe destacar que para los medios RL y GL, los mejores resultados 

se obtuvieron cuando se ensayaron al 50% de dilución. 

 

Además, en los ensayos con esta microalga y a esta temperatura se pudo observar una 

fase lag de crecimiento que se prolongó hasta las 36 horas aproximadamente en todas las 

diluciones ensayadas para seguidamente dar comienzo a la fase de crecimiento exponencial; Esta 

fase exponencial se detectó en todos ensayos realizados con el medio RLMo, y de forma más leve  

 



 
 
 
 
 
 
 

 Resultados  

 

 | 138 

en los ensayos realizados con los medios RL y GL; En estos medios al 20% p/v y sin 

diluir  no se apreció una diferencia significativa entre la fase exponencial de crecimiento y la fase 

estacionaria. 

 

 Por otro lado, se puede observar que en los ensayos con el medio RLMo, la fase 

estacionaria de crecimiento comenzó a las 96 horas de ensayo, sin embargo en los ensayos 

diluidos al 20% Y 50% , fase de crecimiento estacionaria comenzó, a partir de las 120 horas de 

cultivo 

 

 

   

   

  

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

1.2.  Cultivos a 10º C con medios RL, GL y  RLMo de microalga Scendesmus obliquus 

 

En las Figura 21A, B y C se representa el efecto de la dilución de los medios ensayados 

sobre el crecimiento de la microalga Scendesmus obliquus CCAP 276/3A  suministrada  por  

“Culture  Centre  for  Algae    and  Protozoa”,  Oban  (Reino Unido) cuya Tª óptima de crecimiento 

es de 23ºC. En todos los ensayos se observa que la microalga  es capaz de crecer en los tres medios 

de cultivo y en las tres diluciones ensayadas. 

 

 

 

    

Figura 20: Producción de Biomasa (mg*L-1) medida a 560 nm de la microalga SX1 con diferentes 

medios de cultivo a diferentes concentraciones y a 10ºC de incubación. Medio de cultivo GL (línea 

azul); RL (línea roja); RLMo (línea verde). Las gráficas A, B y C corresponden a los ensayos con 

medios de cultivo diluido al 20%, 50% (p/v)y sin diluir respectivamente. Donde Bp en Eje vertical 

representa  Biomasa producida x100 en mg*L-1 y Tc en eje horizontal representa el tiempo de cultivo 

en horas.  
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En general se observó que hubo mejores valores de producción de biomasa en los ensayos 

realizados sin dilución, obteniéndose siempre sobre un 30- 40 % más en los tres medios de 

cultivos ensayados con esta microalga. El valor máximo de producción de biomasa con el medio 

RLMo sin diluir fue de 480,02±9,29  mg*L-1  seguido de 460,81±4,49mg*L-1  cuando el mismo 

medio se ensayó al 50% p/v.  De igual modo, se aprecia que los valores más bajos de biomasa 

producida se obtuvieron en los  medios GL, RL y RLMo diluidos al 20% p/v (251,06±11,77mg*L-

1; 310,30±16,35mg*L-1 y 311,91±0mg*L-1 respectivamente).  

 

El comportamiento de crecimiento de la microalga  Scendesmus obliquus fue muy similar 

en los medios RL y RLMo, sin embargo con el medio GL la producción de biomasa fue de un  

20-30%  menor. Se detectó una mayor diferencia en producción de biomasa con los medios de 

cultivo ensayados al 50 % de dilución, apreciándose una diferencia de hasta un 28 % menos de 

biomasa con el medio GL, en comparación con la biomasa producida con el medio de cultivo 

RLMo. 

Se puede observar una fase lag solo en las diluciones de 50% y sin diluir, en los tres 

medios ensayados, sin embargo cuando se ensayó solo con un 20% de los nutrientes de cada 

medio de cultivo, se pudo detectar una fase lag en las primeras 24 horas.   

 

En las diluciones al 20% y 50% del medio GL, la fase de crecimiento estacionaria 

comenzó tras 60 horas de cultivo, sin embargo para los dos medios de cultivo restantes, esta fase 

comenzó a partir de las 100 horas de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.3.  Cultivos a 20º C con medios RL, GL y  RLMo de microalga SX1 

 

Figura 21: Producción de Biomasa (mg*L-1) medida a 560 nm de la microalga Scendesmus obliquus 
con diferentes medios de cultivo a diferentes concentraciones y a 10ºC de incubación. Medio de cultivo 

GL (línea azul); RL (línea roja); RLMo (línea verde). Las gráficas A, B y C corresponden a los ensayos 

con medios de cultivo diluido al 20%, 50%  (p/v) y sin diluir respectivamente.Donde Bp en Eje vertical 

representa  Biomasa producida x100 en mg*L-1 y Tc en eje horizontal representa el tiempo de cultivo 

en horas.  
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En las Figura 22A, B y C, se representa el efecto de la dilución de los medios ensayados 

RLMo, RL y GL sobre el crecimiento de la microalga SX1 a 20º C. En todos los ensayos, se 

observa que la microalga SX1 es capaz de crecer a 20ºC y que proliferó en los tres medios de 

cultivo y las tres diluciones ensayadas. En los cultivos realizados en medio RLMo a diferentes 

diluciones (20%, 50% y sin diluir, 100% p/v) se pudo observar los mayores valores de producción 

de biomasa, obteniéndose valores de 603,31±17,87mg*L-1 sin dilución, seguido de 532,86±4,49 

mg*L-1 al 50% de dilución.  

 

Si bien con este medio se obtuvo la mayor producción de biomasa con el medio sin diluir, 

no fue así con los demás medios ensayados, es decir, en los medios GL y RL, la mayor producción 

de biomasa se produjo en los medios al 50% p/v de nutrientes. En el caso del medio RL, tanto al 

20% y 50 % se obtuvieron valores más altos que con el medio sin diluir;  Así, al 20% p/v se 

obtuvo un 15% más de biomasa que cuando se realizó el mismo ensayo con el medio sin diluir. 

A 20ºC se obtuvieron valores bajos de producción de biomasa, llegando a obtener valores de 

163,80±8,78 mg*L-1 cuando se utilizó el medio GL al 20% y de 179,01±10,78 mg*L-1 con el 

medio sin diluir. 

 

Se pudo observar una fase lag de crecimiento en las primeras 24 horas de cultivo con los 

tres medios ensayados a 20ºC, sin embargo, cuando se utilizó el medio GL, la fase lag y fase 

exponencial de crecimiento fueron muy bajas, iniciándose  la fase de crecimiento estacionario 

tras  40 horas de cultivo con el medio GL al 20%  de sus nutrientes y sin diluir.  

 

Con el medio RL, se pudo observar que la fase de crecimiento exponencial se prolongó 

hasta casi las 80 horas de cultivo, dando lugar a la fase de crecimiento estacionario. En el caso de 

los ensayos realizados con el medio RLMo, la fase exponencial de crecimiento se prolongó hasta 

pasadas 100 horas de cultivo; en los ensayos con este medio de cultivo sin diluir, la fase de 

crecimiento exponencial comenzó tras 24 horas de cultivo y la fase estacionaria no comenzó sino 

hasta pasadas las 120 horas de cultivo. 
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Si bien, la producción de biomasa fue diferente con cada medio de cultivo ensayado la 

mayor diferencia se obtuvo cuando los medios de cultivo se ensayaron  con el medio de cultivo 

sin diluir; así por ejemplo con el medio RLMo se obtuvo entre un 50 y 70% más de biomasa que 

con los medios RL y GL respectivamente. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.4.-  Cultivos a 20º C con medios RL, GL y  RLMo de microalga Scendesmus obliquus 

 

En las Figura 23 A, B y C, se representa el efecto de la dilución de los medios ensayados 

sobre el crecimiento de la microalga Scendesmus obliquus a 20º C.  En todos los casos se observa 

que la microalga  Scendesmus obliquus es capaz de crecer en las tres diluciones ensayadas con 

los medios GL, RL y RLMo. A 10ºC , los mayores valores de biomasa se obtuvieron en los medios 

de cultivo sin diluir, obteniendose valores de biomasa de 769,83±14,36 mg*L-1; 712,19±11,70 

mg*L-1 y 595,31±37,20 mg*L-1 con el medio RLMo, RL y GL  respectivamente. 

 

De igual modo se pudo observar que la menor cantidad de biomasa producida (374,35 

±12,39 mg*L-1 y 374,13±14,36 mg*L-1 se obtuvo con los medios GL y RLMo respectivamente, 

cuando estos fueron ensayados al 20% de dilución, en contraste a los 472,02±7,02mg*L-1 de 

biomasa producida con el medio RL a la misma dilución. 

 

Figura 22: Producción de Biomasa (mg*L-1) medida a 560 nm de la microalga SX1 con diferentes 

medios de cultivo a diferentes concentraciones y a 20ºC de incubación. Medio de cultivo GL (línea 

azul); RL (línea roja); RLMo (línea verde). Las gráficas A, B y C corresponden a los ensayos con 

medios de cultivo diluido al 20%, 50% (p/v) y sin diluir respectivamente.Donde Bp en Eje vertical 

representa  Biomasa producida x100 en mg*L-1 y Tc en eje horizontal representa el tiempo de cultivo 

en horas.  
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Se puede observar también, que el comportamiento de la microalga Scendesmus obliquus 

a 20ºC fue muy similar en los tres ensayos realizados con los medios de cultivo GL, RL y RLMo. 

Fue únicamente en los ensayos con los medios sin diluir donde se apreció una diferencia 

significativa en la producción de biomasa, obteniéndose un 22% más de biomasa con el medio 

RLMo que con el medio GL. 

 

En general se puede observar que los medios RL y RLMo , muestran resultados de 

producción de biomasa muy simulares. En los ensayos  a 20% de dilución se apreció una 

diferencia de 20% en el valor de producción de biomasa, siendo el medio RL donde se obtuvo 

una mayor cantidad de biomasa. 

 

Como en los otros ensayos realizados a 10ºC, se observó una fase lag de crecimiento en 

los tres medios de cultivo ensayados en las primeras 24 hora de cultivo, seguido de la fase de 

crecimiento exponencial, que se prolongó en todos los casos hasta las pasadas 100 horas de 

cultivo.  Por otro lado, en los ensayos con los medios de cultivo sin diluir la fase estacionaria de 

crecimiento no apareció hasta pasadas las 120 horas de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23:Producción de Biomasa (mg*L-1) medida a 560 nm de la microalga Scendesmus obliquus 
con diferentes medios de cultivo a diferentes concentraciones y a 20ºC de incubación. Medio de cultivo 

GL (línea azul); RL (línea roja); RLMo (línea verde). Las gráficas A, B y C corresponden a los ensayos 

con medios de cultivo diluido al 20%, 50% (p/v) y sin diluir respectivamente. Donde Bp en Eje vertical 

representa  Biomasa producida x100 en mg*L-1 y Tc en eje horizontal representa el tiempo de cultivo 

en horas.  
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Tras los ensayos realizados a 10º C y 20ºC con los tres medios de cultivo mencionados, 

se pudo comprobar que la microalga SX1 fue capaz de proliferar y desarrollarse, llegando a 

producir hasta 656,15±30,19mg*L-1 a 20ºC y de 603,31±17,87 mg*L-1a 10ºC ambos con el medio 

RLMo, sin embargo con el medio GL, se obtuvieron los valores de producción de biomasa más 

bajos (144,59±5,73 y 163,80±8,78) a 10ºC y 20ºC, respectivamente cuando se ensayó al 20% de 

sus nutrientes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Se puede apreciar que  Scendesmus obliquus pudo crecer y desarrollarse en todos los 

medios de cultivo ensayados y a todas las diluciones ensayadas, Esta microalga presento a 10ºC 

un máximo 480,02±13,11 mg*L-1 con el medio RLMo sin dilución. 

 

 

Tabla 31. Valores máximos de biomasa (mg*L-1) producida en los ensayos realizados con 

los medios GL, RL y RLMo, tanto a 10ºC como a 20ºC. 

Microalga 

SX1 

 

Medio 

 

 

Dilución 20% 

 

 

Dilución 50% 

 

 

Sin diluir 

 

 

20ºC 

GL 163,80±8,78 251,06±10,78 179,01±10,78 

RL 361,54±21,34 375,95±9,68 303,9±7,02 

 RLMo 470,42±4,49 532,86±4,49 603,31±17,87 

 

10ºC 

GL 144,59±5,73 167,80±9,29 238,79±2,95 

RL 230,25±4,49 415,98±19,68 283,09±4,49 

 RLMo 518,45±4,49 656,15±30,19 572,89±14,36 

 

Tabla 32. Biomasa (mg*L-1) producida de la microalga Scenedesmus obliqus  en los diferentes 

ensayos realizados con los medios GL, RL y RLMo, a 10ºC y 20ºC. 

Cultivo a 10ºC 

Medio Dilución 20% Dilución 50% Sin diluir 

GL 374,35±12,39 540,87±15,13 595,31±37,20 

RL 472,02±7,02 576,25±8,23 712,19±11,7 

RLMo 374,13±14,36 569,69±3,02 769,83±14,36 

Cultivo a 20ºC 

GL 251,06±11,77 329,52±2,46 409,57±9,68 

RL 310,30±16,35 438,39±2,46 457,61±13,11 

RLMo 311,91±0 460,81±4,49 480,02±9,29 
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A 20ºC el medio con el que se obtuvo mejor resultado de producción de biomasa fue el 

medio RLM o sin dilución, obteniéndose un máximo de biomasa de 769,83±14,36 mg*L-1.  

 

Por otro lado los valores más bajos de producción de biomasa con esta microalga, se 

obtuvieron a 10ºC con el medio GL al 20% de dilución (251,06±11,77mg*L-1). A 20ºC con esta 

microalga se obtuvieron los valores más altos de biomasa en todas las diluciones y medios 

ensayados.   

De igual modo, a 20ºC el mejor medio de cultivo en relación a la producción de biomasa 

fue el medio RL, no así cuando los ensayos se realizaron a 10ºC, donde el medio de cultivo fue el 

RLMo. 

De acuerdo con la Tabla 31 los valores máximos de biomasa se obtuvieron en los cultivos 

con el medio RLMo al 50% p/v realizados con la microalga SX1, con valores de 

656,15±30,19mg*L-1 y 532,86±4,49 mg*L-1 en cultivos a 10ºC y 20ºC respectivamente. 

 

En relación a la microalga Scenedesmus obliqus, a medida que aumenta la concentración 

de los medios de cultivo ensayados, se aprecia una tendencia positiva de obtención de biomasa, 

obteniéndose los máximos valores cuando se cultiva la microalga en los medios no diluidos. 

 

Por tanto, de acuerdo con los resultados obtenidos, se pudo constatar que el 

comportamiento microalgal en relación a la producción de biomasa fue diferente para ambas 

microalgas, siendo la microalga Scendesmus obliquus con la que se obtuvo mayor cantidad de 

biomasa, en concreto un 15 % más que en las mejores condiciones de cultivo de la microalga 

SX1. 
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2.- Modelización matemática 

2.1.- Control de medio de cultivo mediante RSM 

 

De acuerdo a los resultados de biomasa obtenidos en el cultivo de las microalgas control, 

se llevó a cabo la RSM por medio del programa estadístico Desing-Expert v8.0.7.1.  

 

Para obtener una ecuación que avale y prediga estadísticamente la utilización del medio 

RLMo se diseñaron los diferentes ensayos de acuerdo a los resultados de biomasa obtenidos en 

la Tabla 33. En dicho diseño se representan los datos obtenidos de producción de biomasa con el 

medio RLMo; con todo ello se obtuvo la respuesta de producción de biomasa (Y) en función de 

los factores de temperatura (X1) y dilución (X2), basada en la siguiente ecuación empírica: 

Ecuación 6: 

 

Ecuación 6: 

Y (mg*L-1 ) = 1327,9 - 142,6*X1± 11,6*X2± 0,14*( X1* X2) ± 3,97* X1
2 - 0,1* X2

2 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 33: Diseño experimental utilizado para análisis de RSM de cultivo de microalga 

SX1 en medio de cultivo RLMo. 

Orden 

ejecución 
Ensayo 

Temperatura 

ºC 

dilución 

% p/v 

Biomasa 

(mg*L-1) 

7 1 15 50 510±25,37 

8 2 15 50 520±7,02 

11 3 20 100 495±18,28 

6 4 15 50 509±14,94 

2 5 10 20 514±8,18 

1 6 10 20 520±7,97 

9 7 15 50 519±5,77 

4 8 10 50 695±27,28 

3 9 20 20 310±8,88 

10 10 10 100 580±12,43 

5 11 10 50 700±28 
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En la Tabla 34 se expone el análisis de varianzas (ANOVA) del modelo matemático de 

la superficie de respuesta de la Ecuación 6.  La Figura 24 representa la superficie de respuesta y 

predice que el medio RL es el idóneo para el cultivo de la microalga SX1, de tal modo que se 

predice la interacción entre la temperatura y la concentración del medio de cultivo en relación a 

la producción de biomasa. 

 

De acuerdo con este modelo se puede observar que para obtener concentraciones de 

biomasa de 600 mg*L-1  (Figura 24-A,B) la concentración óptima del medio RL se lograría a 

partir de 50%, p/v a 10ºC. La tendencia de interacción indica que incluso se logran 

concentraciones de biomasa de 600 mg*L-1 a valores ligeramente inferiores al 50% de 

concentración del medio de cultivo a 10ºC (44,90%, Figura 24-B)  y que pueden obtenerse dichas 

cantidades de biomasa a temperaturas superiores, hasta un máximo de 14,23ºC para 

concentraciones del medio de cultivo de 99,80% (Figura 24-A). Para la obtención de valores de 

biomasa ligeramente inferiores (550 mg*L-1), el modelo matemático indica que la concentración 

óptima del medio de cultivo debería ser inferior al 50% a temperatura entre 10-11ºCy que dicha 

tendencia se repite para concentraciones de biomasa de 500 mg*L-1.  

 

 

 

Tabla 34: Muestra resultados estadísticos de Análisis de Varianza ANOVA 

 

Source 

Model 

Sum of 

Squares 

 

df 

Mean 

Square 

F 

Value 

p-value 

Prob> F 

108357,5 5 21671,5 646,4 < 0.0001 

A-Temperature 26187,9 1 26187,9 781,1 < 0.0001 

B-Dilution 17269,2 1 17269,2 515,1 < 0.0001 

AB 3479,2 1 3479,2 103,8 0.0002 

A^2 10212,6 1 10212,6 304,6 < 0.0001 

B^2 27545,3 1 27545,3 821,6 < 0.0001 

Pure Error 167,6 5 33,5   

Cor Total 108525,2 10    
R2= 0.9985 
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Por último, el modelo también predice que a 20ºC puede producirse biomasa (400 mg*L-

1) a concentraciones inferiores a 50% de medio de cultivo RL. Se predice, por tanto, que a 20ºC 

la concentración del medio de cultivo debería ser de 46,77% (Figura 24-C), y que a valores 

inferiores de temperatura (17,58ºC)  la concentración del medio de cultivo para la obtención de 

450 mg*L-1 debería ser del 20% (Figura 24-D). Estos resultados de predicción se correlacionan 

con los resultados experimentales obtenidos en los ensayos realizados (Tabla 33) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.- Cultivo de microalgas obtenidas de laguna de La Caldera en parque Sierra 

Nevada. 

3.1.- Selección de la época y zonas de muestreos 

 

Durante 3 años, se muestreó tanto al inicio del verano como al finales del verano  (Tabla 

17): Se obtuvieron 6 muestras, tanto de orilla de la laguna como del centro de la laguna, a fin de 

obtener una muestra representativa de la zona fótica de la laguna.  

 

Se eligieron estas fechas de estudio con objeto de poder establecer una diferencia 

significativa de acuerdo a la temperatura de las aguas de la laguna y, de este modo, poder  

correlacionar este parámetro con la diferencia de biodiversidad de la laguna.  

 

                              

Figura 24: Superficie de Respuesta 3D del crecimiento óptimo para la microalga SX1 en medio 

RL para la producción de Biomasa en función de la Temperatura y el grado de dilución,A: 

14,23ºC, 99,80%, 600mg*L-1,B: 10ºC, 44,90%, 600 mg*L-1,C:20ºC, 46,77%, 450 mg*L-1,D: 

17,58ºC, 20%, 450mg*L-1 
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Durante la primera semana de julio cuando se realizaron los primeros muestreos, la laguna 

presentaba una amplia zona de hielo en proceso de descongelación, en contraste con el segundo 

muestreo realizado a finales de agosto cuando el deshielo ya había finalizado. Por este motivo, el 

agua presentó una acusada variación de temperatura (Tabla 17). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 25: Laguna de La Caldera. Inicio del verano con presencia de hielo procedente de las 

regulares nevadas durante el invierno. 

 
Figura 26: Imagen de la laguna de La Caldera. A finales  del verano sin presencia de hielo 
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3.2.- Temperatura y pH. 

 

Se realizaron un total 6 muestreos durante 3 años, al inicio de la temporada de verano en 

el mes de Julio y al final del verano a finales de Agosto. 

 

La naturaleza de la roca predominante sobre la que se asientan las lagunas  (micasquistos) 

determina aguas poco mineralizadas (Sánchez Castillo et al., 1989)  con  valores de conductividad 

inferiores a 75 pSI cm (Reboleiro et al., 2014). Durante todos  muestreos realizados, el pH se 

mantuvo próximo a la neutralidad 

 

Se detectó un aumento de 10ºC a finales del verano en el mes de agosto, en relación a las 

primeras muestras tomadas, correlacionándose con la falta de hielo tal y como se observa en la 

Figura  26.  
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4.- Aislamiento e identificación de microalgas de la laguna de La Caldera 

 

4.1.- Árbol filogenético de las microalgas obtenidas a partir de los aislamientos realizados 

al inicio de verano de los años 2009, 2010 y 2011. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 27( Arbol 1), Árbol filogenético Neighbour-Joining basados en la secuencia parcial del gen 

codificante del ARNr 18S, mostrando las posiciones de las secuencias de las 10 microalgas de microalgas 

encontradas en los meses de Mayo-Junio, correspondientes a la temporada de inicio de verano, 

Comparadas en la base de datos EMBL,Ver Tabla 35,Los números junto a las ramas indican el valor de 

bootstrap cuando éste fue superior el 50%,,Outgroups included Hartmannella vermiformis ( GU828005,1) 

y Dictyosteium discoideum (AB000109,14). 
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4.2. Árbol filogenético de las microalgas obtenidas a partir de los aislamientos realizados 

a finales de verano de los años 2009, 2010 y 2011 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 28 (árbol 2).Árbol filogenético Neighbour-Joining basado en la secuencia parcial del gen 

codificante del ARNr 18S, mostrando las posiciones de las secuencias de las 17 microalgas de microalgas 

encontradas en los meses de Agosto-Septiembre, correspondientes a la temporada de fin de verano, 

Comparadas en la base de datos EMBL.Ver Tabla 35.Los números junto a las ramas indican el valor de 

bootstrapcuando éste fue superior el 50%,,Outgroups included Hartmannella vermiformis ( GU828005,1) 

y Dictyosteium discoideum (AB000109.14). 
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En las  Figuras 27 y 28,  se clasificó a las microalgas cultivables aisladas a inicios de 

verano (Mayo-Junio, Arbol 1) como a fines de verano (Agosto-Septiembre, Arbol 2), 

obteniéndose microalgas relacionadas con las clases Eustigmatophyceae, Bacillariophyceae, 

Trebouxiophyceae y Chlorophyceae en ambos muestreos, sin embargo a fines de verano no se 

encontraron microalgas cultivables relacionadas con Bacillariophyceae (Diatomeas) y 

Eustigmatophyceae. 

 

En los muestreos realizados a lo largo de los 3 años de estudio, tanto a finales como a 

comienzos del verano, se logró aislar 27 microalgas cultivables.  La gran mayoría de ellas, están 

relacionadas con los filos Clorofita  y Ocrofitas. Las clorofitas agruparon a 17 microalgas aisladas 

cultivables y 10  relacionadas con el filo de las ocrofitas. A inicios del verano, dentro de las 

clorofitas, se encontraron  3 microalgas cultivables relacionadas con la clase Trebouxiophyceae 

(S3, S4 y S15)  y 4 relacionadas con la clase Chlorophyceae ( S120, S18, S21 y S44). También se 

evidencio la presencia de 2 microalgas relacionadas con la clase de las Eustigmatophyceae ( S31 

y S33) y  solo una microalga relacionada con las Bacillariophyceae (S41) estas ultimas,  

relacionadas con el filo de las Ocrofitas. 

 

Cabe destacar que a inicios de verano, de la clase Eustigmatophyceae, solo se encontraron 

2 microalgas, sin embargo a finales de verano se pudo aislar a 7 de ellas,  siendo las microalgas 

S50, S55, S61, S62, S64, S70 y S77 las únicas relacionadas con esta clase, no evidenciándose la 

presencia de microalgas cultivables de la clase Bacillariophyceae. 

 

De las 17 microalgas aisladas a finales de verano (Arbol 2),  10 eran clorofitas, 3 de la 

clase Trebouxiophyceae (S81, S90 y S84)  y 7 de las Chlorophyceae (S91, S97, S101, S112, S117, 

S120 y S121). 

De acuerdo con estos resultados y a los cultivos realizados con cada microalga aislada, se 

confeccionó la siguiente Tabla 35, donde se detalla que microalga fue seleccionada y  la relación 

filogenética genética según la NCBI, para cada una de ellas, basándose en la amplificación del 

gen codificante rDNA 18s, (marcados con rojo en arboles filogenéticos, Arbol 1 y Arbol2). 
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Tabla 35: Microalgas seleccionadas para cultivos individuales, (información 

proveniente de los arboles filogenéticos) 

Microalga  

Aislada 

Similitud  

Genetica según la NCBI 

Similitud 

(%) 

S3 Geminellasp / Chlorophyceae 99 

S21 
Chlorococcumminutum/ 

Chlorophyceae 
99 

S121 Desmodesmus sp. /  Chlorophyceae 99 

S41 Nitzschia sp / Bacillariophyceae 98 

S120 Scenedesmus sp./ Chlorophyceae 99 

S91 
Desmodesmuscommunis/ 

Chlorophyceae 
99 

S117 coleastrum microporum 99 

S81 Chlorella sp. 99 

S62 Nanochloropsis sp 99 

S101 Chlorococcum sp 99 

S84 Geminella minor 99 

 

http://www.algaebase.org/browse/taxonomy/?id=8026
http://www.algaebase.org/browse/taxonomy/?id=4355
http://www.algaebase.org/browse/taxonomy/?id=92914
http://en.wikipedia.org/wiki/Diatom
http://www.algaebase.org/browse/taxonomy/?id=92914
http://www.algaebase.org/browse/taxonomy/?id=8026
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5.- Cultivos individuales 

 

5.1.- Cultivo individual de Microalga S121en medio RLMo 

 

En el cultivo individual de la microalga S121, la cual tiene una correspondencia genética 

con Desmodesmus sp, ver Tabla 35, se observó que creció y se desarrolló tanto a 10ºC como a 

20ºC,  existiendo una fase lag con ambas temperaturas ensayadas, la cual duro 4  días en el cultivo 

a 10ºC y solo 2 días en el cultivo a 20ºC,  seguido de un aumento en la concentración de biomasa 

en el tiempo, alcanzando un valor de 161,08±4,6 a 10ºC y de 192,30±6,4 a 20ºC.. por otro lado, 

tanto a 10ºC como a 20ºC, el descenso del valor de velocidad de crecimiento (Vc) comienza a 

decrecer a los 10 días de cultivo. La fase estacionaria, que es cuando ya no hay producción de 

biomasa, comenzó a los 13-14 días de cultivo en ambas temperaturas de ensayadas, sin embargo 

en el cultivo a 10ºC se obtuvo un 16,7 % menos de concentración de biomasa en relación al cultivo 

realizado a 20ºC. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 29: Cultivo de la microalga identificada como S121 en medio RLMoa diferentes temperaturas: A: 

10ºC; B: 20ºC;Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1(Linea Roja) en eje vertical derecho; Bp 

representa  Biomasa x100 en mg*L-1en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal representa el tiempo de 

cultivo en horas.  
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5.2.- Cultivo individual de Microalga S41 en medio RLMo 

 

Cuando se realizó el cultivo de la microalga S41, la cual tiene una correspondencia 

genética de un 99% según la NCBI con la microalga Nitzschia sp, ver Tabla 35, se observó un 

efecto notorio de la temperatura sobre el crecimiento de esta microalga, puesto que a  10ºC, la 

microalga S41 no supero la fase lag de crecimiento,  obteniéndose una concentración de biomasa 

total aproximada de 2,76±1,65 mg*L-1 con un valor de crecimiento inicial máximo  de 0,13 

mg*hrL-1. Sin embargo,  a 20ºC, si bien, se pudo apreciar inicialmente una fase lag de crecimiento 

, esta solo duro hasta el día  3 de cultivo,  para luego dar comienzo a una fase exponencial de 

crecimiento, la cuadl duro hasta el dia 11 de cultivo, donde comienza la fase de crecimiento 

estacionaria y la velocidad de crecimiento comienza a disminuir a valores cercanos a cero, lo que 

se tradujo en una producción  de biomasa 144,49±5,7 mg*L-1 y un valor  de crecimiento de 1,08 

mg*hrL-1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 30:Cultivo de la microalga identificada como S41 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC;  Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Línea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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5.3.- Cultivo individual de MicroalgaS117 en medio RLMo 

 

En el cultivo individual de esta microalga S117, que tiene una correspondencia genética de un 

99% según la NCBI con la microalga Coelastrum sp,, ver Tabla 35, se puede  apreciar que a 10 

º C, el comienzo de la fase estacionaria se observó al dia 6 de cultivo, lo que se tradujo en máximo 

de producción de biomasa de 32,35±3,6 mg*L-1 asociado a un valor de  Vc (0,36 mg*hrL-1), el 

cual decreció a valor de 0 igualmente al dia 6 de cultivo, sin embargo a 20º C, se puede apreciar 

una fase lag muy poco corta, que duro las primeras horas de cultivo, seguido de un aumento 

paulatino del valor de velocidad de crecimiento de crecimiento llegando a un máximo de 1,00 

mg*hrL-1, lo que dio por resultado un valor de producción de biomasa de 122,81±17,29, dando 

lugar al comienzo de la fase estacionaria a los 11 días de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 31: Cultivo de la microalga identificada como S117 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC;  Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 

0,0

0,2

0,4

0,6

0,8

1,0

1,2

0,0

0,2

0,4

0,6

0,8

1,0

1,2

1,4

0 2 4 6 8 10 12 14 16

V
c

B
p

Tc

A

0,0

0,2

0,4

0,6

0,8

1,0

1,2

0,0

0,2

0,4

0,6

0,8

1,0

1,2

1,4

0 2 4 6 8 10 12 14 16

V
cB
p

 

Tc

B



 
 
 
 
 
 
 
Resultados 

 

 | 157 

5.4.- Cultivo individual de MicroalgaS81 en medio RLMo 

 

Cuando se realizó el cultivo individual de la microalga S81, la cual tiene una 

correspondencia genética de un 99% según la NCBI con la microalga Chlorella sp, ver Tabla 35, 

se observó un  efecto negativo ejercido por  temperatura sobre el crecimiento microalgal, viéndose 

reflejado en concentración de biomasa de 15,00±4,0 a 10º C llegando a un valor máximo de Vc 

de 0,24 mg*hrL-1 al 3er día de cultivo. Por otro lado, cuando se llevo a cabo el cultivo de esta 

microalga a 20ºC se observó una fase lag de 3 días, para luego una fase de crecimiento 

exponencial con una velocidad máxima de producción de biomasa 1,12mg*hrL-1 al 5 día a 20ºC,  

lo que se tradujo en una concentración de biomasa de 83,74±6,8. En este mismo ensayo, se pudo 

apreciar la presencia de una fase de crecimiento estacionario que comenzó al octavo día de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 32: Cultivo de la microalga identificada como S81 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC;  Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas.  
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5.5.- Cultivo individual de MicroalgaS62 en medio RLMo 

 

Para el cultivo individual de esta microalga S62 que tiene una correspondencia genética 

de un 99% según la NCBI con la microalga Nannochloropsis, ver Tabla 35,al igual que la 

microalga S81 la temperatura afecta directamente el valor de velocidad de crecimiento llegando 

a un valor máximo de 0,32 mg*hrL-1 y una concentración máxima de biomasa de 15,54±2,4 

mg*L-1 al 4 día  a 10º C, también se pudo apreciar una ausencia de fase lag de crecimiento en este 

ensayo.  Cuando se cultivó esta microalga a 20º C, tampoco se pudo apreciar una fase lag de 

crecimiento,  sin embargo, a diferencia del cultivo a 10ºC, se puede observar un valor máximo de 

concentración de biomasa al 6to día de cultivo de  41,95±5,8 mg*L-1 seguido de un valor de 

velocidad de crecimiento de 0,38 mg*hrL-1 muy similar a la obtenida a 10ºC sin embargo, a 20ºC 

se obtuvo un 100% más de biomasa respecto al cultivo a 10ºC.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 33: Cultivo de la microalga identificada como S62 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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5.6.- Cultivo individual de Microalga S21 en medio RLMo 

 

Se puede apreciar que para la microalga S21 identificada como eucariota, cuya 

correspondencia genética es de un 99 % con Chlorococcum minutum, ver Tabla 35, que a 10º C 

la fase de crecimiento estacionario comienza en el día 10 con una Vc máxima de crecimiento de 

0,60 mg*hrL-1 al 7mo día de cultivo, la cual decreció un 16 % en los días posteriores al cultivo, 

manteniéndose hasta el día 10, donde luego decreció a valores  mínimos de Vc (cercanos a 0 

mg*hrL-1) lo que dio por resultado una concentración máxima de biomasa  de 132,05±12 mg*L-

1,  por otro lado, un incremento de hasta un 300% en la concentración de biomasa se obtuvo 

cuando el cultivo se realizó a 20º C,  en este ensayo también se aprecia un incremento del 100% 

de la velocidad de crecimiento con respecto al cultivo a 10 ºC al 8 día, llegando a alcanzar un 

valor de 1,60 mg*hrL-1, la cual disminuyo un 15 % durante los días posteriores, hasta el día 13 de 

cultivo, donde la velocidad de crecimiento decreció a valores mínimos y que se mantuvo 

prácticamente constante hasta el día 15 para luego decrecer a valor 0.   Si bien existió una fase 

lag de crecimiento en el ensayo a 10º C, esta no se evidenció cuando el ensayo se realizó a 20º C, 

cuyo crecimiento se mantuvo constante y en forma progresiva hasta el día 14, que fue cuando 

comenzó la fase estacionaria, lo que se tradujo en una concentración máxima de biomasa de 

396,45±14,23 mg*L-1, 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 35:Cultivo de la microalga identificada como S21 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC;  Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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5.7.- Cultivo individual de Microalga S101 en medio RLMo 

 

Cuando se llevo a cabo el cultivo individual de la microalga S101, la cual posee una 

correspondencia genética de un 99% según la NCBI con la microalga Chroococcus Minor, ver 

Tabla 35, se pudo apreciar que no presento un crecimiento apreciable a 10º C con el medio RLMo 

sin embargo, a 20ºC con el mismo medio de cultivo, se puede apreciar en primer lugar, que no 

hubo fase lag de  crecimiento, desarrollando una fase exponencial de crecimiento que se mantuvo 

en incremento constante hasta el dia 11 de cultivo, llegando a obtener un valor de 0,74 mg*hrL-1, 

seguido comenzó la fase estacionaria, donde la Vc disminuyó a valores cercanos a 0. A 20ºC se 

obtuvo una concentración de biomasa máxima de 104,88±7mg*L-1 a los 12 días de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 36:Cultivo de la microalga identificada como S101 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC. Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1(Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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5.8.- Cultivo individual de Microalga S84en medio RLMo 

 

El cultivo individual de la microalga S84 la cual tiene una correspondencia genética de 

un 99% según la NCBI con la microalga Oocystis Lacustris, ver Tabla 35, demostró la ausencia 

de la fase lag de crecimiento, cuando el cultivo se realizó a 10º C, obteniéndose  una Vc máxima 

de 0,32 mg*hrL-1 al 6to dia de cultivo, la cual decreció un 50 % a las 24 horas siguientes,  para 

luego llegar a un valor mínimo de 0,  obteniéndose una concentración máxima de biomasa de 

51,08±3,0 mg*L-1 al día 12 de cultivo. Por otro lado, cuando el ensayo se realizó a 20º C con el 

medio RLMo, se obtuvo un valor máximo de 0,62mg*hrL-1 un 100% más que cuando se realizó 

el ensayo a 10ºC,  lo que se tradujo en un ligero aumento en la concentración máxima de 81,34±5,6 

mg*L-1 un 37,6% más que cuando se realizó el ensayo a 10ºC, 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 37: Cultivo de la microalga identificada como S84 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC. Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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5.9.- Cultivo individual de Microalga S3 en medio RLMo 

 

En el cultivo individual de la microalga S3, la cual tiene una correspondencia genética de 

un 99% según la NCBI con la microalga Geminella sp, ver Tabla 35. Se puede apreciar que 

cuando el ensayo se realizó a 10ºC se obtuvo una Vc de crecimiento de 0,60mg*hrL-1 en el día 

6to de cultivo, disminuyendo un 86,2 % pasadas las 24 horas de cultivo,  manteniéndose constante 

en valores cercanos a 0 hasta el final del ensayo, observándose un valor de producción de biomasa 

máxima de  39,51±4 mg*L-1. Por otro lado, se aprecia que a 10ºC la fase lag duro hasta el día 4 

de cultivo, para luego dar comienzo a la fase de crecimiento . Un 50% más en la concentración 

de biomasa se obtuvo cuando el ensayo se realizó a 20ºC en el día 13 de cultivo, obteniéndose 

también un valor de Vc de crecimiento de 0,63 mg*hrL-1 al 9 día de cultivo, lo que se tradujo a 

una concentración máxima de biomasa el día 13 de cultivo de 84,7±1,44 mg*L-1 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Figura 38: Cultivo de la microalga identificada como S3 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC;  Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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5.10.- Cultivo individual de Microalga S120 en medio RLMo 

 

En el cultivo individual de la microalga S120, identificada como eucariota y con un 99% 

de similitud con Desmodesmus sp, ver Tabla 35, se observa breve fase lag a 10ºC, la cual dio 

lugar a un crecimiento exponencial con una velocidad de 0,85 mg*hrL-1 y una concentración de 

biomasa de 139,46±7,8 mg*L-1, por otro lado se obtuvo un valor máximo de concentración de 

biomasa de 153,68±8,36 mg*L-1 a 20º con una Vc de 1,12 mg*hrL-1, un 13 % mas que cuando se 

cultivo esta microalga a 10ºC.  Con ambas temperaturas, la fase de crecimiento estacionario 

comenzó el día 11 de cultivo.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 39:Cultivo de la microalga identificada como S120 en medio RLMo a diferentes temperaturas: 

A: 10ºC; B: 20ºC;  Donde Vc: Velocidad de crecimiento en mg*hrL-1 (Linea Roja) en eje vertical 

derecho; Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1 en Eje vertical izquierdo y Tc en eje horizontal 

representa el tiempo de cultivo en horas. 
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En la producción de biomasa, si se puede apreciar una mayor concentración de biomasa 

en todos los ensayos cuando estos fueron realizados a 20º C para todas las microalgas ensayadas, 

obteniéndose incrementos de casi un 300% para el caso del ensayo realizado a 20º C con la 

microalgaS21. 

 

 

5.12.- Comparativa de cultivos individuales a 10º C 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 36: Muestra los distintos parámetros bioquímicos y de cultivo obtenidos en los ensayos individuales 

realizados a 10ºC y 20ºC con el medio RLMo.  

 Temperatura 

 10 20 

Cepa 

Aislada 

%Lípidos 

totales 

(%) 

Proteinas 

(%) 
µ h-1 Biomasa 

Acumulada2 

Proteinas 

(%) 

Lípidos 

(%) 
 

Vc1 Biomasa 

Acumulada2 

S3 31.2 18.2 0,60 39,51±4 17.2 32.1 0,63 84,7±1,44 

S21 25.6 17.8 0.94 132,05±12 20.1 42 1,6 396,45±14,23 

S121 28.7 20.1 0.90 161,08±4,6 25.2 28.1 0.98 192,30±6,4 

S41 Nd Nd 0,17 2,76±1,65 12.5 8.2 1,08 144,49±5,7 

S120 29.5 21.8 0,85 139,46±7,8 19.8 18.8 1,12 153,68±8,36 

S117 17,2 9,85 0,36 32,35±3,6 25.8 27.9 1 122,81±17,29 

S81 Nd Nd 0,24 15,00±4 18.4 3 1,12 83,74±6,8 

S62 Nd Nd 0,32 15,54±2,4 13.2 18 0,38 41,95±5,8 

S101 Nd Nd 0,20 13,61±3,5 19.7 27 0,74 104,88±7 

S84 Nd Nd 0,32 51,08±3 20.5 26.1 0,62 81,34±5,6 
*1:  Velocidad de crecimiento en  mg*L-1*h-1 ;  2: Biomasa Acumulada en  mg*L-1 

 
 
 
 

 

 

Figura 40 A y B: Producción de biomasa en mg*L-1 de microalgas cultivadas individualmente 10ºC en 

medio RLMoy comparativa producción de biomasa en mg*L-1 de microalgas cultivadas individualmente 

20ºC en medio RLMo respectivamente. Donde, Bp representa  Biomasa x100 en mg*L-1en Eje vertical 

izquierdo y Tc en eje horizontal representa el tiempo de cultivo en horas. 
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Se puede apreciar que a 10 ºC si bien no existen crecimientos significativos en 

comparación a los resultados obtenidos a 20ºC. , las microalgas S21, S120 y S121 si presentan 

concentraciones de biomasa superiores a 100 mg*L-1. El resto de las microalgas ensayadas no 

presentaron valores superiores  a 50 mg*L-1, las microalgas anteriormente mencionadas 

presentaron una fase de crecimiento estacionario al día 11 de cultivo, permaneciendo constante 

hasta el final del ensayo. Por otro lado en los cultivos realizados a 20ºC, si se observo 

producciones de biomasa sobre los 150 mg*L-1, sin embargo fue la microalga S21 la única que 

mostro una concentración de biomasa sobre los 350 150 mg*L-1.  

 

En resumen, cuando los ensayos fueron llevados a cabo a 20ºC, se pudo apreciar que la 

mayoría de las microalgas ensayadas si presentaron concentraciones de biomasa significativos, 

siendo la microalga S21 la que presento los valores más altos de producción de biomasa, se pudo 

observar además, que hubo crecimientos prácticamente nulos como es el caso de la microalga 

S62. A diferencia de los ensayos realizados a 10ºC, en los ensayos a 20ºC, si hubo concentraciones 

mayores a 50 mg*L-1 aunque estos en su mayoría no superaron los 150 mg*L-1,También se puede 

apreciar que todas las microalgas presentaron una fase de crecimiento estacionario comenzando 

estas entre los días 9 y 12 de cultivo, para luego permanecer constante hasta el final del ensayo.  
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6.- Cultivo de microalga S21 y temperatura optima de crecimiento 

 

Con el fin de determinar la temperatura óptima de crecimiento de la microalga S21, se 

realizaron ensayos utilizando distintas temperaturas con los medios RL y RLMo con  diluciones 

20 %, 50 % y sin diluir.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 37. Efecto de la temperatura y dilución sobre la producción de biomasa de la microalga 

S21 con el medio RL. 

Dilución                              Dilución 

TemperaturaºC 20% 

mg*L-1 

50% 

mg*L-1 

Sin diluir 

mg*L-1 

5 33,7±4,27 53,58±4,12 52,18±3,7 

10 102,38±6,84 123,67±11,32 122,06±9,99 

15 133,56±10,93 155,35±5,04 138,63±8,9 

20 161,89±5,36 362,04±31,46 311,67±12,22 

25 131,12±8,9 254,14±11,85 179,66±10,08 

30 82,62±1,19 186,6±7,45 155,52±5,45 

 

 

Figura 42: Efecto de la temperatura sobre el crecimiento de la microalga S21 donde la línea representa 

el medio de cultivo RL y la línea Roja representa el medio RLMo.  A: con los medios RL y RLMo sin 

diluir; B: Con los medios diluidos al 50%; C: Con los medios al 20% de concentración. Donde, Bp 

representa  Biomasa x100 en mg*L-1en Eje vertical izquierdo y Tº temperatura en grados Celcius en 

eje horizontal. 
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 La microalga S21, demostró poder crecer y desarrollarse con los tres medios, a 

las 6 temperaturas y 3 diluciones ensayadas, si bien pudo proliferar en los 2 medios ensayados y 

todas las temperaturas ensayadas, se obtuvieron valores sobre 300 mg*L-1en las temperaturas 

cercanas a los 20ºC. Figura 42, donde se puede apreciar las curvas de crecimiento obtenidas con 

los valores máximos de  producción de biomasa en cada ensayo. 

Tabla 38. Efecto de la temperatura y dilución sobre la producción de biomasa de la microalga S21 

con el medio RLMo. 

Dilución                           Dilución 

TemperaturaºC 20% 

mg*L-1 

50% 

mg*L-1 

Sin diluir 

mg*L-1 

5 43,2±4,93 63,37±3,07 69,07±3,71 

10 109,5±6,28 133,33±3,38 142,33±8,85 

15 144,28±5,96 206,53±5,45 181,08±10,21 

20 169,22±6,26 377,83±7,61 377,5±13,29 

25 139,83±5,96 293,53±11,02 165,53±10,84 

30 93,8±4,06 196,7±7,63 156,23±6,24 
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 2. Estudio de Viabilidad celular de microalga S21, mediante tinción con Diacetato 

de Fluoresceina (DAF) y Ioduro de Propidio (IP) 

 2.1. Estudio realizado a 10ºC a los 8 días de incubación en  BIL ( Baja intensidad de 

Iluminación) y AIL ( Alta Intensidad de Iluminación), y con medio de cultivo RLMo diluido a 

20% (p/v) y 50% (p/v).  
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Figura 41 : Medida de Viabilidad celular mediante tinción con Diacetato de Fluoresceina (DAF) 

y Ioduro de Propidio (IP) de diferentes muestras de microalgas cultivadas a 10ºC y tras 8 días de 

incubación. A) Incubación BIL 26,8 W* m-2
 con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v); B) 

Incubación BIL  26,8 W* m-2
 con medio de cultivo RLMo al 50%; C) Incubación AIL  80 W* 

m-2
 y con medio de cultivo RLMo al 20%; D) Incubación AIL  80 W* m-2

 y con medio de 

cultivo RLMo al 50% (p/v). 
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 En la Figura 41-A, es decir, ensayo de cultivos BIL 26,8 W* m-2 y diluido al 20% (p/v) 

de dilución, se detecta una baja proporción de células con su capacidad de homeostasis intacta; 

esto se observa teniendo en cuenta la suma de células teñidas con DAF y no teñidas con IP = 

Población viable (61,7±4,2%)  más las células teñidas con DAF y IP =Población viable-1 

(39,9±3,1%) (Tabla 39). Las células que tienen su capacidad de homeostasis intacta y además 

son estables en el tiempo constituyen la población teñida con Diacetato de Fluoresceina (DAF+) 

y no teñida con Ioduro de Propidio (IP-);  en este caso, el fluorocromo DAF ha penetrado en las 

células mediante transporte activo, siendo transformado por las esterasas de membrana en un 

compuesto capaz de emitir fluorescencia a 530 nm. Por otro lado, la ausencia de fluorescencia de 

IP indica que las membranas celulares están intactas; Las células que se han teñido con Diacetato 

de Fluoresceina (DAF+) pero también con Ioduro de Propidio (IP+) representan la población de 

células viables (Población viable-1) que comienzan a perder su capacidad de homeostasis.  En la 

Figura 41-B y Tabla 39 se observa que la proporción de células viables ha aumentado, es decir 

que en condiciones de baja luminosidad pero con mayor cantidad de nutrientes (medio de cultivo 

RLMo al 50%, p/v), la proporción de células con su capacidad de homeostasis intacta es mayor. 

Además se observa que el aumento de células viables estables en el tiempo (DAF+, IP-) es 

ligeramente mayor (68,6±0,8%) que el de células viables que están comenzado a perder su 

capacidad de homeostasis (DAF+, IP+) (29,6±1,0%). (Tabla 39). 

 

 Cuando se cultivan las células en presencia de luz la viabilidad aumenta 

considerablemente en relación a los cultivos realizados BIL 26,8 W* m-2. En el caso de cultivos 

con medio diluido al 20% (p/v) (Figura 41-C) la proporción de células no estables en el tiempo 

en relación a su viabilidad (DAF+ IP+)  es mayor que el de células con su capacidad de 

Tabla 39: Porcentajes de células viables y no viables dependiendo de las condiciones de cultivo de 

microalga S21 a 10ºC. A) BIL 26,8 W* m-2
 y con medio de cultivo RLMo diluido al 20% (p/v). B) 

Cultivo BIL  26,8 W* m-2
 y con medio de cultivo RLMo diluido al 50% (p/v). C) Cultivo AIL  80 W* 

m-2
 y con medio de cultivo RLMo diluido al 20% (p/v). D) Cultivo AIL 80 W* m-2

 y con medio de 

cultivo RLMo diluido al 50% (p/v).  

Tipo de cultivo  a (%)  b (%)  c  (%)   d  (%)  e (%) 

A 61,7±4,2 39,9±3,1 99,9 0,5±0,2 2,9±0,3 

B 68,6±0,8 29,6±1,0 98,2 0,3±0,1 1,5±0,2 

C 9,2±0,1 85,3±0,9 94,6 1,7±0,2 3,7±0,6 

D 39,9±0,6 55,1±0,5 95 3,7±0,6 1,3±0,2 

a: DAF+ IP-; b: DAF+ IP+; c: Células Viables Totales (a+b); d: DAF- IP+ (Células no Viables); e: DAF- 

IP- (Restos Celulares). 
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homeostasis intacta y estables en el tiempo (DAF+ IP-), 85,3±0,9% y 9,2±0,1% respectivamente 

(Tabla 39); Por otro lado, se observa que cuando los cultivos se realizan con medios diluidos al 

50% (p/v) la población estable en relación a su viabilidad aumenta en relación a la población no 

estable (Figura 41-D y Tabla 39). 

 

 2.2. Estudio realizado a 10ºC a los 20 días de incubación con BIL ( Baja intensidad de 

Iluminación) y AIL ( Alta Intensidad de Iluminación), y con medio de cultivo RLMo diluido a 

20% (p/v) y 50% (p/v). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                          A                                                                          B 

  

                          C                                                                          D 

    

Figura 42 : Medida de Viabilidad celular mediante tinción con Diacetato de Fluoresceina (DAF) y 

Ioduro de Propidio (IP) de diferentes muestras de microalgas cultivadas a 10ºC y tras 20 días de 

incubación. A) Incubación BIL 26,8W*m-2
 con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v); B) Incubación 

BIL 26,8W*m-2
 con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v); C) Incubación AIL 80 W*m-2

 y con 

medio de cultivo RLMo al 20% (p/v); D) Incubación AIL 80 W*m-2
 y con medio de cultivo RLMo 

al 50% (p/v). 
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En la Figura 42-A y Tabla 40, es decir cultivos BIL (Baja Intensidad de luminosidad)  

26,8 W*m-2 y diluido al 20% (p/v) de dilución,  se detecta una población celular viable que está 

perdiendo la integridad de sus membranas  (DAF+, IP+, 18,1±1,5%). Tras 20 días de cultivo y 

bajo estas condiciones, no se detecta población celular con capacidad de homeostasis intacta  

 

 En la Figura 42-B y Tabla 40,  es decir con las mismas condiciones de iluminación que 

en el ensayo anterior, pero en cultivo con mayor concentración de nutrientes (RLMo al 50%, p/v), 

se puede apreciar que al igual que en caso anterior, no existe una población viable con sus 

membranas intactas, observándose además un leve decrecimiento (4%) de células viables-1 

(DAF+ IP+) respecto al ensayo con medio al 20% , p/v. También se puede apreciar tras 20 días 

de cultivo un aumento significativo de restos celulares (9,9±0,9%) y un alto porcentaje de células 

no viables (75,0±2,3%) al igual que en el caso anterior. 

 

 Cuando se cultivan las células con mayor AIL, la viabilidad aumenta considerablemente 

en relación a los cultivos realizados con BIL; En el caso de cultivos con medio diluido al 20% 

(p/v) (Figura 42-C) la proporción celular viable total alcanza valores de 98,4%, existiendo 

incluso una proporción de células con su capacidad de homeostasis intacta de un 4,6±0,6%. 

Cuando se realizó el cultivo con alta intensidad de luz (AIL) y el medio diluido al 50% (p/v), se 

aprecia un resultado similar al anterior ensayo realizado con la misma intensidad de luz y con un  

mayor grado de dilución del medio, detectándose  un 92,2±0,4% de células viables y un 4,5±0,4% 

de células  con su capacidad de homeostasis intacta (DAF+ IP-). Además, se observa una 

disminución de un 9,9±0,9% a un 0,3±0% de restos celulares en comparación al ensayo realizado 

con la misma dilución de medio de cultivo  RLMo pero con BIL  Por otro lado cuando hay AIL, 

la proporción de células no viables (DAF- IP+), disminuye considerablemente de un 81,3±1,5% 

Tabla 40: Porcentajes de células viables y no viables dependiendo de las condiciones de cultivo de la 

mircroalga S21. A) Cultivo BIL  26,8 W*m-2
 y con medio RLMo diluido al 20% (p/v). B) Cultivo BIL 

26,8 W*m-2
 y con medio RLMo diluido al 50% (p/v). C) Cultivo  AIL  80 W*m-2

 y con medio RLMo 

diluido al 20% (p/v). D) Cultivo AIL 80 W*m-2
 y con medio RLMo diluido al 50% (p/v).  

Tipo de cultivo  a (%)  b (%)   c  (%)   d  (%)  e (%) 

A 0 18,1±1,5 18,1 81,3±1,5 0,6±0 

B 0 15,1±3,1 15,1 75,0±2,3 9,9±0,9 

C 4,6±0,6 90,2±1,0 98,4 3,8±0,1 1,3±0,2 

D 4,5±0,4 92,2±0,4 96,7 2,9±0 0,3±0 

a: DAF+ IP-; b: DAF+ IP+; c: Células Viables Totales (a+b); d: DAF- IP+ (Células no Viables); e: DAF- 

IP- (Restos Celulares). 
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a un 3,8±0,1%  para los ensayos realizados con el medio al 20% (p/v) y de un 75,0±2,3% a 2,9±0% 

cuando el ensayo fue realizado con el medio al 50% (p/v) de dilución. Tabla 40. 

 

2.3. Estudio realizado a 20ºC a los 8 días de incubación en BIL ( Baja intensidad de 

Iluminación) y AIL ( Alta Intensidad de Iluminación) y con medio de cultivo RLMo diluido a 

20% (p/v) y 50% (p/v). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                     A                                                                        B 

     

                          C                                                                        D 

      

Figura 43 : Medida de Viabilidad celular mediante tinción con Diacetato de Fluoresceina (DAF) 

y Ioduro de Propidio (IP) de diferentes muestras de microalgas cultivadas a 20ºC y tras 8 días de 

incubación. A) Incubación BIL 26,8 W*m-2
 con medio de cultivo RLMo  al 20% (p/v); B) 

Incubación BIL  26,8 W*m-2
 con medio de cultivo  RLMo al 50% (p/v); C) Incubación AIL 80 

W*m-2
 y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v); D) Incubación AIL 80 W*m-2

 y con medio 

de cultivo RLMo  al 50% (p/v). 
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En la Figura 43-A y 43-B, ambos ensayos realizados a BIL, se puede apreciar un 

considerable aumento de células viables con su capacidad de homeostasis intacta (DAF+, IP-) de 

9,5±0,5% a 35,4±0,8%,  cuando se incrementa la concentración de nutrientes (medio RLMo al 

50%, p/v). Es de destacar que tras 8 días de cultivo y 20ºC se incrementa la proporción de restos 

celulares hasta valores de 14,5±2,1% y 6,4±0,7% en los cultivos realizados a 20 y 50% p/v 

respectivamente.  En los cultivos realizados a AIL  y al 20 y 50% p/v de concentración de 

nutrientes (Figura 43-C y 43-D) se puede apreciar un total de células viables considerablemente 

alto (98,4 y 95,6%), no obstante se observa que la mayor proporción de la población viable 

corresponde a las que comienzan a perder su capacidad de homeostasis (91,2±0,4% y 93,1±0,5%), 

en detrimento de las que aún conservan sus membranas intactas (7,2±0,4% y 2,6±0,4%). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 41: Porcentajes de células viables y no viables dependiendo de las condiciones de cultivo de la 

microalga S21. A) Cultivo BIL  26,8 W*m-2
 y con medio diluido RLMo al 20% (p/v). B) Cultivo BIL 

26,8 W*m-2
 y con medio RLMo diluido al 50% (p/v). C) Cultivo AIL  80 W*m-2

 y con medio RLMo 

diluido al 20% (p/v). D) Cultivo AIL 80 W*m-2
 y con medio RLMo diluido al 50% (p/v).  

Tipo de cultivo  a (%)   b (%)    c  (%)     d  (%)  e (%) 

A 9,5±0,5 67,2±3,5 76,7 8,8±0,8 14,5±2,1 

B 35,4±0,8 53,9±0,1 89,3 4,2±0 6,4±0,7 

C 7,2±0,4 91,2±0,4 98,4 1,0±0,1 0,6±0 

D 2,6±0,4 93,1±0,5 95,6 3,8±0,1 0,6±0,1 

a: DAF+ IP-; b: DAF+ IP+; c: Células Viables Totales (a+b); d: DAF- IP+ (Células no Viables); e: DAF- 

IP- (Restos Celulares). 
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 2.4. Estudio realizado a 20ºC a los 20 días de incubación en BIL (Baja intensidad de 

Iluminación) y AIL ( Alta Intensidad de Iluminación) y con medio de cultivo RLMo diluido a 

20% (p/v) y 50% (p/v). 
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                                      C                                                                       D 

       

Figura 44: Medida de Viabilidad celular mediante tinción con Diacetato de Fluoresceina (DAF) y 

Ioduro de Propidio (IP) de diferentes muestras de microalgas cultivadas a 20ºC y tras 20 días de 

incubación. A) Incubación BIL 26,8 W*m-2
 con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v); B) Incubación 

BIL 26,8 W*m-2
 con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v); C) Incubación AIL 80 W*m-2

 y con 

medio de cultivo RLMo al 20% (p/v); D) Incubación AIL 80 W*m-2
 y con medio de cultivo RLMo 

al 50% (p/v). 
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 En la Figura 44-A y 44-B y Tabla 42, se detectan valores de 11,0±0,1% y 17,9±0,4% de 

células viables con sus membranas intactas (DAF+, IP-) en cultivos al 20 y 50%, p/v de dilución 

de nutrientes. Por otro lado, la proporción de células viables (población viable-1) que comienzan 

a perder dicha capacidad de homeostasis es considerablemente mayor (59,3±1,4% y 73,7±0,4%, 

respectivamente). Es de destacar que los mayores porcentajes de células viables totales se 

observaron en el ensayo realizado con BIL y al 50% de dilución del medio de cultivo RLMo 

(91,6%), siendo la proporción de restos celulares al finalizar el ensayo mayor en los cultivos a 

20% (17,3±0,6%) que al 50% (2,2±0,1%)  de concentración de nutrientes. Es de destacar, además, 

la baja proporción de células no viables DAF- IP+ (del 6,1±0%) en los cultivos con baja intensidad 

de luz y menor dilución del medio de cultivo (50% p/v).  

 

 En los ensayos a mayor intensidad de luz Figura 44-C, 44-D y Tabla 42, también se 

observan una proporción significativa de poblaciones que mantiene sus membranas intactas 

(11,4±0,3% y 54,3±0,5%), destacándose una relación inversamente proporcional entre los valores 

de proporciones celulares viables (DAF+ IP-) y viables -1 (DAF+ IP+) en los cultivos realizados 

al 20% y 50% de dilución de nutrientes (11,4±0,3/41,6±2,0%  - 14,5±1,1/54,3±0,5%).  

 

 En la Figura 44-C, puede observarse una población de células no viables cuyas 

membranas han perdido su integridad, y por ende su capacidad de homeostasis (DAF- PI+) 

correspondiente a un  39,0±1,1%. En igualdad de condiciones pero con el medio RLMo diluido 

al 50% p/v (Figura 44-D)  la proporción de células no viables (DAF+ IP+) se reduce 

aproximadamente un 50% (16,7±0,6%) siendo, además, la proporción de restos celulares 

significativamente mayor (14,5±1,0%). 

Tabla 42: Porcentajes de células viables y no viables dependiendo de las condiciones de cultivo de la 

microalga S21. A) Cultivo BIL  26,8 W*m-2
 y con medio diluido RLMo al 20% (p/v). B) Cultivo BIL 

26,8 W*m-2
 y con medio diluido RLMo  al 50% (p/v). C) Cultivo AIL 80 W*m-2

 y con medio RLMo 

diluido al 20% (p/v). D) Cultivo AIL 80 W*m-2
 y con medio RLMo diluido al 50% (p/v).  

Tipo de cultivo  a (%)  b (%)   c  (%)    d  (%)  e (%) 

A 11,0±0,1 59,3±1,4 70,3 12,3±0,8 17,3±0,6 

B 17,9±0,4 73,7±0,4 91,6 6,1±0 2,2±0,1 

C 11,4±0,3 41,6±2,0 53,0 39,0±1,1 8,0±0,6 

D 54,3±0,5 14,5±1,1 68,8 16,7±0,6 14,5±1,0 

a: DAF+ IP-; b: DAF+ IP+; c: Células Viables Totales (a+b); d: DAF- IP+ (Células no Viables); e: DAF- 

IP- (Restos Celulares). 
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3. Estudio de Polarización de membrana de la microalga S21, mediante tinción con  Yoduro 

de  3.3.- Dihexilcarbocianina (DiOC6) y Ioduro de Propidio (IP). 

 3.1. Ensayo realizado a 10ºC durante 8 días de incubación en presencia de alta y 

baja intensidad de luz y con medio de cultivo RLMo diluido a 20% y 50% (p/v).  
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Figura 46: Citograma de Poblaciones Diana y Restos Celulares (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y) 

de la microalga S21 cultivada durante 8 días a 10ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes 

concentraciones de nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación 

AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. BIL: Baja intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: Alta intensidad 

lumínica (80 w*m2). a: Zona de Población Diana (verde) de tamaño aparentemente mayor. b: Zona de 

Restos celulares (rojo) de tamaño aparentemente menor. c: Zona de no Lectura.  
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 En la Figura 46 se observan dos subpoblaciones de diferente tamaño (verde y rojo) 

correspondiente a la poblacion diana y  restos celulares, en el estudio de polarización de 

membranas.  

 En la Figura 46-A, correspondiente a cultivos (20%, p/v) con baja intensidad lumínica 

(BIL), de 10.000 células analizadas 36,6±0,2% corresponden a la población DIANA y un 

15,9±0,2% a los restos celulares; porcentajes similares se obtuvieron en la Figura 46-B (cultivo 

BIL al 50%, p/v) con resultados de 26,3±2,2% y  17,7±0,3% respectivamente. (Tabla 43).   

 En el caso de los análisis representados en los citogramas de las Figuras 46-C y 45-6, 

correspondiente a los cultivos con mayor intensidad de iluminación (AIL), se pudo observar que 

con el medio al  50% de dilución, la población DIANA representó un 55,1±2,5% de las 10,000 

células leídas y que un 6,8±0,1% fueron restos celulares (Tabla 43). Por otro lado, cuando el 

ensayo se realizó con la misma intensidad de iluminación pero con mayor dilución (20%, p/v) el 

porcentaje de población DIANA estudiada fue algo menor (87,3±5,5%) siendo el porcentaje de 

restos celulares de un 5,5±0,2% (Tabla 43). 

 

 

 

 

 

 

Tabla 43: Porcentaje de poblaciones diana y de restos celulares de la microalga S21 cultivada 

durante 8 días a 10ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): 

A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 

50%.  Lectura Total: 10,000 células/ensayo. 

 

Tipo de cultivo a (%) b (%) c = 100 - [a+b]  (%) 

A 36,6±0,2 15,9±0,2 38,1 

B 26,3±2,2 17,7±0,3 7,2 

C 55,1±2,5 6,8±0,1 47,5 

D 87,3±5,5 5,5±0,2 56 

           a: Población Diana, b: Restos celulares, c: Restos celulares no leídos  
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Figura 47: Citograma de Polarización de Membrana. Fluorescencia emitida tras la tinción con  DiOC6 

y IP de las poblaciones DIANA (verde) de diferentes cultivos de la microalga S21 cultivadas a 10ºC 

durante 8 días en el medio de cultivo RLMo a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) 

Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%.  

BIL: Baja intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: Alta intensidad lumínica (80 w*m2).  I: Células no 

Viables. II: Células No Viables polarizadas. III: Células Viables altamente polarizadas. IV: Células 

Viables polarizadas.   

Tabla 44: Porcentaje de población DIANA con sus sistemas membranosos polarizados tras la tinción 

con  DiOC6 y IP de la microalga S21 cultivadas a 10º C durante 8 días en el medio de cultivo RLMo a 

diferentes concentraciones de nutrientes (p/v) y condiciones de iluminación. A) Incubación BIL, 20%; 

B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. 

 Células no Viables (%) Células  Viables (%) 

Tipo de cultivo I II III IV 

A 0 0,1±0 16,3±0.3 83,6±0.3 

B 0 0 11,7±2.7 88,3±2.7 

C 0 0, 3± 46,8±2.3 52,9±2.3 

D 0 2,8±1.8 66,2±0.3 31.0±2.1 

I: DiOC6 (-) IP (+) cls no viables. II: DiOC6 (+) IP (+); cls no viables polarizadas.  III: DiOC6 (++) 

IP(-) cls viables altamente polarizadas.  IV: DiOC6 (+) IP(-) cls viables polarizadas. 
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En la Figura 47, se describe la fluorescencia emitida por la Población DIANA, y donde pueden 

apreciarse diferentes niveles de polarización de los sistemas membranosos celulares.  

 En la Figura 47-A y Tabla 44, correspondiente a un cultivo con 20% de nutrientes y baja 

intensidad de iluminación se observa que un 83,6±0.3% de población DIANA presentaba sus 

sistemas membranosos polarizados y que un 16,3±0.3% tenía sus membranas  altamente 

polarizadas; además se puede observar que bajo estas condiciones de cultivo prácticamente la 

totalidad de las células de la población Diana eran viables.  Resultados muy similares se 

obtuvieron cuando se realizó el ensayo en las mismas condiciones de luminosidad (26,8w*m2) 

pero con mayor cantidad de nutrientes (Figura 47-B), detectándose un 88,3±2.7% de la población 

DIANA viable y sus membranas polarizadas (DiOC6+ IP-), y un 11,7±2.7% de población viable 

y membranas altamente polarizada. Tabla 44. 

 En los ensayos realizados a mayor intensidad de iluminación (Figura 47-C y 47-D) se 

pudo apreciar que, en relación a los ensayos con menor intensidad lumínica, la población DIANA 

con membranas altamente polarizadas aumentó significativamente alcanzando porcentajes de 

52,9±2.3% y 31.0±2.1% en los cultivos con 20% y 50% (p/v) del medio RLMo respectivamente.  

 Se puede apreciar que en el caso de cultivos con elevada iluminación y altos contenidos 

nutricionales el porcentaje de células altamente polarizadas [DiOC6 (++) IP(-)] superaba al de 

células polarizadas [DiOC6 (+) IP(-)], detectándose dicha población en la Figura 47-D en el 

cuadrante inferior derecho. 
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 3.2.- Ensayo realizado a 10ºC durante  20 días de incubación en presencia de alta y 

baja intensidad de luz y con medio de cultivo RLMo diluido a 20% y 50% (p/v).  
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Figura 48: Citograma de poblaciones diana y restos celulares (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y) de 

la microalga S21 cultivada durante 20 días a 10ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes 

concentraciones de nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación 

AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. BIL: Baja intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: Alta intensidad 

lumínica (80 w*m2). a: Zona de Población Diana (verde) correspondiente a fluorescencia de DiOC6 . 

b: Zona de Restos celulares (rojo) correspondiente a fluorescencia de IP. c: Zona de no Lectura.  

 

a 
b 

c 

a 
b 

c 

a b 

c 

a 
b 

c 



 
 
 
 
 
 
Resultados  

 

| 181 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                                  A                                                                                  B  

        
 

        C                  D 

    

            
 

Figura 49: Citograma de Polarización de Membrana. Fluorescencia emitida tras la tinción con  DiOC6 y PI de 

las poblaciones DIANA de diferentes cultivos de la microalga S21 cultivadas a 10ºC durante 20 días en el medio 

de cultivo RLMo a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 

50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. BIL: Baja intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: 

Alta intensidad lumínica (80 w*m2). I: Células no Viables. II: Células No Viables polarizadas. III: Células 

Viables altamente polarizadas. IV: Células Viables polarizadas.   

 

 

Tabla 45: Porcentaje de poblaciones diana y de restos celulares de la microalga S21 cultivada durante 

20 días a 10ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) 

Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%.  

Lectura Total: 10,000 células/ensayo. 

Tipo de cultivo a (%) b (%) c = 100 - [a+b]  (%) 

A 62,8±1.2 28,2±1.0 9,0 

B 77,7±1.5 17,6±0.7 4,7 

C 88,1±1.4 8,4±0.5 3,5 

D 88,5±0.4 7,7±1.1 3,8 

           a: Población Diana. b: Restos celulares. c: Restos celulares no leídos  
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 En la Figura 48, se observa en color verde la fluorescencia emitida por la población 

DIANA y por otro lado en rojo, los restos celulares, en el estudio de polarización de membranas 

mitocondriales. En la Figura 48-A, de un total de 10.000 células analizadas, un 62,8±1.2% 

corresponde a la población DIANA y un 28,2±1.0% corresponde  a los restos celulares, existiendo 

un 9 % de células no leídas. (Tabla 45). 

 Por otro lado, en la Figura 48-B, la población DIANA comprende un 77,7±1.5%  y los 

restos celulares un 17,6±0.7 %. Tanto la Figura 48-A como 47-B representan los ensayos 

realizados a baja intensidad de iluminación pero como distintas diluciones, al 20% y al 50%.  

 Por otro lado las Figuras 48-C y 48-D, corresponden a los cultivos realizados con mayor 

intensidad de iluminación, se observa que con el medio al  20% de dilución, Figura 48-C, la 

población DIANA es de un 88,1±1.4%, y que solo un 8,4±0.5% corresponde a restos celulares, 

por otro lado, cuando el ensayo se realizó con la misma intensidad de iluminación pero con mayor 

concentración de nutrientes (50% de dilución, Figura 48-D) se observa que la población DIANA 

es de un 88,5±0.4% y un 7,7±1.1% corresponde a restos celulares. Tabla 45. 

 En la Figura 49, se describe las diferentes fluorescencias emitidas por las subpoblaciones 

presentes en la Población DIANA, observándose diferentes niveles de polarización de membrana 

mitocondrial así como la viabilidad celular en todos los ensayos. En la Figura 49-A y 49-B, se 

observa que, en ambos casos no existen células viables altamente polarizadas, sin embargo, 

aquellas células que están perdiendo la capacidad de homeóstasis (DiOC6+ IP+), si presentan una 

alta polaridad de membrana mitocondrial, observándose un 79,2±0,9% de células con esta 

condición fisiológica, cuando el ensayo se realizó al con el medio de cultivo al 20% de dilución, 

Tabla 46: Porcentaje de población DIANA con sus sistemas membranosos polarizados tras la tinción 

con  DiOC6 y IP de la microalga S21 cultivadas a 10º C durante 20 días en el medio de cultivo RLMo 

a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v). A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; 

C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. 

 

 Células no Viables (%) Células  Viables (%) 

Tipo de cultivo I II III IV 

A 20,6±0,8 79,2±0,9 0,0 1,1±1,6 

B 22,2±0,6 77,1±0,7 0,0 0,7±0,1 

C 88,1±1,4 0,8±0,5 67,8±1,5 31,4±2,0 

D 0,0 0,4±0,2 63,8±1,4 35,8±1,5 

I: DiOC6 (-) IP (+) cls no viables. II: DiOC6 (+) IP (+); cls no viables polarizadas.  III: DiOC6 (++) 

IP(-) cls viables altamente polarizadas.  IV: DiOC6 (+) IP(-) cls viables polarizadas. 
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y un 77,1±0,7% cuando el ensayo se realizó bajo las mismas condiciones de luminosidad pero 

esta vez con mayor concentración de nutrientes ( 50% dilución) Tabla 46. Por otro lado, se 

observa que bajo estas condiciones de iluminación, en ambos ensayos, es decir con el medio de 

cultivo al 20%  y 50% de dilución, se observa un porcentaje de células no viables (DiOC6- IP +) 

correspondiente a un 20,6±0,8% y un 22,2±0,6% respectivamente. 

 En los ensayos realizados a mayor intensidad de iluminación (Figura 49-C y 49-D) se 

puede apreciar que, en relación a los ensayos a menor intensidad de iluminación, si existe una 

subpoblación altamente viable cuyas membranas mitocondriales se encuentran altamente 

polarizadas (DiOC6+ IP-), representando un 67,8±1,5% de la población DIANA cuando el ensayo 

se realizó con el medio de cultivo al 20% de dilución, y que cuando se realizó el mismo ensayo 

pero esta vez con mayor concentración de nutrientes (50% de dilución) las células altamente 

viables y con las membranas mitocondriales altamente polarizadas, estas representaban un 

63,8±1,4% del total de la población DIANA. Bajo estas condiciones, y por el contrario del ensayo 

anterior, en ambas diluciones ensayadas (20% y 50% de dilución), no se detecta una  subpoblación 

no viable.  
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 3.3.- Ensayo realizado a 20ºC durante 8 días de incubación en presencia de alta y 

baja intensidad de luz y con medio de cultivo RLMo diluido a 20% y 50% (p/v) 
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Figura 50: Citograma de poblaciones diana y restos celulares (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y) de la 

microalga S21 cultivada durante 8 días a 20ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes concentraciones de 

nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) 

Incubación AIL, 50%. BIL: Baja intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: Alta intensidad lumínica (80 

w*m2). a: Zona de Población Diana (verde) correspondiente a fluorescencia de DiOC6 . b: Zona de Restos 

celulares (rojo) correspondiente a fluorescencia de IP. c: Zona de no Lectura.  
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Figura 51: Citograma de Polarización de Membrana. Fluorescencia emitida tras la tinción con  DiOC6 

y PI de las poblaciones DIANA de diferentes cultivos de la microalga S21 cultivadas a 20ºC durante 8 

días en el medio de cultivo RLMo a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 

20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. BIL: Baja 

intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: Alta intensidad lumínica (80 w*m2).  I: Células no Viables. II: 

Células No Viables polarizadas. III: Células Viables altamente polarizadas. IV: Células Viables 

polarizadas. 

 

 

 

 

Tabla 47: Porcentaje de poblaciones diana y de restos celulares de la microalga S21 cultivada durante 

8 días a 20ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) 

Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%.  

Lectura Total: 10,000 células/ensayo. 

 

 

Tipo de cultivo a (%) b (%) c =100 - [a+b]  (%) 

A 79,9±0.3 11,4±0.4 8,7 

B 82,4±2.8 10,3±0.3 7,3 

C 85,7±0.2 10,9±0.7 3,4 

D 85,5±0.4 10,8±0.6 3,7 

           a: Población Diana. b: Restos celulares. c: Restos celulares no leídos  
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 En la Figura 50 se observa la fluorescencia emitida la población DIANA estudiada (en 

verde) y por otro lado los restos celulares (en rojo), en el estudio de polarización de membranas. 

En la Figura 50A, de 10.000 células analizadas, un 79,9±0.3% corresponde a la población diana 

y un 11,4±0.4% a los restos celulares cuando las células de la microalga S21 se incubó en 

condiciones de baja luminosidad y con el medio de cultivo RL diluido al 20%. Y en la Figura 

50B, se puede observar que la población DIANA es de un 82,4±2.8% y que un 10,3±0.3% 

corresponde a restos celulares.  

 

 En el caso de las Figuras 50-C y 50-D, correspondiente a los cultivos mayor intensidad 

de luz y al 20% y 50% de dilución,  se observa que el porcentaje de que la población DIANA 

estudiada es significativamente mayor que en los ensayos a baja intensidad de luz (85,7±0.2% y 

85,5±0.4%), respectivamente.  Es de destacar que de las proporciones obtenidas y representadas 

en la Tabla 47  se han referenciado a 10.000 células medidas, y se aprecia entre un 3-9% de 

células no leídas. 

 

 En la Figura 51 se describe la fluorescencia emitida por diferentes subpoblaciones de la 

Población Diana con diferentes niveles de polarización de membrana mitocondrial así como su 

viabilidad celular. En la Figura 51-A se observa una población poco viable y poco polarizada, 

representada por  un 93,8±0,3% del total de células analizadas y solo un 6,1±0,2% de células 

corresponden a la proporción altamente viable cuyas membranas mitocondriales están altamente 

polarizadas tabla 48.   

 

 

 

 

Tabla 48: Porcentaje de población DIANA con sus sistemas membranosos polarizados tras la tinción 

con  DiOC6 y IP de la microalga S21 cultivadas a 20º C durante 8 días en el medio de cultivo RLMo a 

diferentes concentraciones de nutrientes (p/v). A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) 

Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. 

 

 Células no Viables (%) Células  Viables (%) 

Tipo de cultivo I II III IV 

A 0,0 0,1±0 6,1±0,2 93,8±0,3 

B 0,0 0,2±0,1 6,3±0,5 93,5±0,6 

C 0,0 0,1±0,1 45,5±0,8 54,4±0,9 

D 0,0 0,5±0,1 71,5±0,6 28,1±0,6 

I: DiOC6 (-) IP (+) cls no viables. II: DiOC6 (+) IP (+); cls no viables polarizadas.  III: DiOC6 (++) 

IP(-) cls viables altamente polarizadas.  IV: DiOC6 (+) IP(-) cls viables polarizadas. 
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 En la Figura 51-B, con la misma intensidad de iluminación pero con mayor concentración 

de nutrientes (50% de dilución) se detecta un comportamiento celular  similar, es decir la 

población poco viable y con membranas poco polarizadas (DiOC6- IP+) es la mayoritaria, 

representando un 93,5±0,6%, y la población viable altamente polarizada (DiOC6+ IP-), un 

6,3±0,5%.  

 

 Por otro lado, cuando los estudios se realizaron con mayor intensidad  de luz la proporción 

de células altamente viables y altamente polarizadas (DiOC6++ IP-) aumentó significativamente 

en los cultivos realizados con medio RL tanto al 20%  como al 50%, (Figuras 51-C y 51-D) en 

relación a los cultivos realizados en ausencia de luz (45,5±0,8% y 71,5±0,6% respectivamente). 

También se puede apreciar que bajo estas mismas condiciones, la población de células poco 

viables cuyas membranas no se encuentran altamente polarizadas disminuye en relación a los 

ensayos anteriores, pasando de 93,8±0,3% en condiciones de baja luminosidad,   a un 54,4±0,9% 

con el medio de cultivo al 20% de dilución, y que cuando se realizó el ensayo con mayor 

concentración de nutrientes (50% de dilución) disminuyo de un 93,5±0,6% en condiciones de 

baja luminosidad, a un 28,1±0,6%. Tabla 48.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 
 
 
 
 
 

Resultados  

 

  | 188 

 3.4.- Ensayo realizado a 20ºC durante 20 días de incubación en presencia de alta y 

baja intensidad de luz y con medio de cultivo RLMo diluido a 20% y 50% (p/v).  
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Figura 52: Citograma de poblaciones diana y restos celulares (Forward Scatter-X / Side Scatter-

Y) de la microalga S21 cultivada durante 20 días a 20ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes 

concentraciones de nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) 

Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. BIL: Baja intensidad lumínica (26,8 w*m2). 

AIL: Alta intensidad lumínica (80 w*m2). a: Zona de Población Diana (verde) correspondiente 

a fluorescencia de DiOC6 . b: Zona de Restos celulares (rojo) correspondiente a fluorescencia 

de IP. c: Zona de no Lectura.  
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Figura 53: Citograma de Polarización de Membrana. Fluorescencia emitida tras la tinción con  DiOC6 

y PI de las poblaciones DIANA de diferentes cultivos de la microalga S21 cultivadas a 20ºC durante 20 

días en el medio de cultivo RLMo a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) Incubación BIL, 

20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. BIL: Baja 

intensidad lumínica (26,8 w*m2). AIL: Alta intensidad lumínica (80 w*m2).  I: Células no Viables. II: 

Células No Viables polarizadas. III: Células Viables altamente polarizadas. IV: Células Viables 

polarizadas.   

 

Tabla 49: Porcentaje de poblaciones diana y de restos celulares de la microalga S21 cultivada durante 

20 días a 20ºC en medio de cultivo RLMo y a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v): A) 

Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%.  

Lectura Total: 10,000 células/ensayo. 

 

 

Tipo de cultivo a (%) b (%) c = 100 - [a+b]  (%) 

A 21,0±1.0 17,2±0.4 61,8 

B 52,6±2.7 8,7±1.6 38,7 

C 17,4±0.5 19,3±0.8 63,3 

D 17,7±1.1 11,0±0.2 71,3 

           a: Población Diana. b: Restos celulares. c: Restos celulares no leídos  
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 En la Figura 52, En el estudio de polarización de membranas, se observa una población 

DIANA que emite fluorescencia (en verde) y por otro lado los restos celulares (en rojo), En la 

Figura 52-A, de un total de 10.000 células analizadas, un 21,0±1.0% corresponde a la población 

DIANA y un 17,2±0.4 % a los restos celulares cuando las células de la microalga S21 cuando se 

incubó en condiciones de baja luminosidad y con el medio de cultivo RL diluido al 20%. Y en la 

Figura 52-B, se puede observar que la población DIANA es mayor cuando se cultivó con mayor 

concentración de nutrientes (50% de dilución), representando el 52,6±2.7% y que solo un 

8,7±1.6% corresponde a restos celulares.  

 Resultados similares se obtuvieron cuando se realizaron los ensayos con mayor intensidad 

de iluminación. Las Figuras 52-C y 52-D, correspondiente a los cultivos mayor intensidad de luz 

y al 20% y 50% de dilución respectivamente,  se observa que el porcentaje a 10,000 células 

mediadas que representa la población DIANA es de un 17,4±0.5%, mientras que en este mismo 

ensayo un 19,3±0.8% corresponde a restos celulares. Tabla 49. 

 

 En la Figura 53 se observa la fluorescencia emitida por diferentes subpoblaciones 

existentes en la  Población DIANA con diferentes niveles de polarización de membrana 

mitocondrial así como su viabilidad celular. En la Figura 53-A, se aprecia existen dos 

subpoblaciones viables mayoritarias, una de ellas corresponde a la proporción de células que se 

encuentra altamente viable cuyas mitocondrias están altamente polarizadas (DiOC6+ IP-), 

representando un 49,4±1,3% del total de células estudiadas, mientras que la otra proporción 

corresponde a células poco viables cuyas membranas mitocondriales se encuentran en un estado 

Tabla 50: Porcentaje de población DIANA con sus sistemas membranosos polarizados tras la tinción 

con  DiOC6 y IP de la microalga S21 cultivadas a 20º C durante 20 días en el medio de cultivo RLMo 

a diferentes concentraciones de nutrientes (p/v). A) Incubación BIL, 20%; B) Incubación BIL, 50%; 

C) Incubación AIL, 20%; D) Incubación AIL, 50%. 

 

 Células no Viables (%) Células  Viables (%) 

Tipo de cultivo I II III IV 

A 0,0 0,0 49,4±1,3 50,6±1,3 

B 0,0 0,4±0,1 43,4±2,2 56,1±2,3 

C 0,1±0 0,2±0 7,0±0,5 92,7±0,5 

D 0,0 0,0 7,7±1,4 92,3±1,4 

I: DiOC6 (-) IP (+) cls no viables. II: DiOC6 (+) IP (+); cls no viables polarizadas.  III: DiOC6 (++) 

IP(-) cls viables altamente polarizadas.  IV: DiOC6 (+) IP(-) cls viables polarizadas. 
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de baja polarización (DiOC6- IP+), representando un 0 % del total. Resultados similares se 

observan, cuando se realizó el mismo ensayo con la misma baja intensidad de iluminación pero 

con mayor concentración de medio de cultivo (50% de dilución), obteniendo una proporción de 

células (DiOC6+ IP-) de un 0 % y de células (DiOC6- IP+) de un 56,1±2,3%. Tabla 50.  

 En las Figuras 53-C y 53-D, que representan los ensayos realizados con alta intensidad 

de iluminación, se observa que la población altamente viable y altamente polarizada (DiOC6+ IP) 

disminuye en ambas diluciones ensayadas, en relación a los ensayos realizados con menor 

intensidad, obteniéndose también dos poblaciones de células viables mayoritarias.  

Por un lado, en los ensayos realizados con el medio de cultivo al 20% de dilución, representados 

en la Figura 53-C se observa que, la población altamente viable y altamente polarizada (DiOC6++ 

IP-), representan solo un 7,0±0,5% del total de células, mientras que la otra proporción de células 

poco viables y bajamente polarizadas representan un 92,7±0,5% del total de células estudiadas. 

Por otro lado, resultados muy similares se observaron en los ensayos realizados bajo las mismas 

condiciones de luminosidad, pero con mayor concentración de nutrientes del medio de cultivo 

(50% de dilución), observándose solo un 7,7±1,4% de células (DiOC6+ IP-) y un 92,3±1,4% de 

células (DiOC6- IP+). En ambas diluciones ensayadas, se observa que en los ensayos realizados 

con mayor intensidad de iluminación, aumenta la proporción de células que son poco viables 

cuyas membranas mitocondriales están bajamente polarizadas (DiOC6- IP+). Tabla 50.  
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 4.- Estudio de la producción de lípidos polares y neutros de la microalga S21 en 

medio de cultivo RLMo mediante tinción con Rojo Nilo 

 4.1.- Ensayos realizados a 10ºC durante 8 días de cultivo 

 4.1.1. Cultivo a 10ºC durante 8 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

 En la Figura 54-A, de las 10.000 células analizadas se observan dos subpoblaciones "P1" 

de la microalga S21 teñidas con Rojo Nilo, indicativo de la presencia de lípidos en su interior. 

Tras analizar la población P1 del Grupo 1 correspondiente al 84,5±4,5 % del total de 10.000 

células (Figura 54-B), se detectó un 13,6±1,0 % de población con lípidos neutros (P2) y un 

2,6±0,7% de lípidos polares (P3) respecto a P1.  

 

 Por otro lado, y tras analizar la subpoblacion P1 del Grupo 2, ésta supuso el 3,6±0,3% del 

total celular; la población P2 con lípidos neutros supuso el 100% de la población P1 del Grupo 2,  

no detectándose ningún porcentaje de población con lípidos polares.  

 

 Esto nos indica que bajo condiciones de cultivo con baja intensidad lumínica y baja 

concentración de nutrientes del medio de cultivo RLMo la proporción de población celular con 

lípidos neutros y polares en los dos análisis realizados es significativamente baja. (Tabla 51). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 51. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/8d, BIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 84,5±4,5 3,6±0,3 

P2 13,6±1,0 99,6±0,5 

P3 2,6±0,7 0 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 54: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v).  

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.1.2.- Cultivo a 10ºC durante  8 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v) 

 Al igual que en el caso anterior, se analizaron 10.000 células de las cuales la población  

P1 del Grupo 1 supuso el 56±0,5 % del total celular. 

 En la Figura 55-B para el caso de la población P1 (Grupo 1) estudiada, la subpoblación 

con lípidos neutros (P2) representó un 6,1±0,9 % del total de P1, relativamente similar (3,7±0,4%) 

a la subpoblación P3. En el caso del análisis de la población P1 (Grupo 2), cuya diferencia con la 

población P1 del Grupo 1 es morfológica, el porcentaje analizado respecto al total de 10.000 

células fue del 32,2±0,9% (P1), siendo la población con lípìdos neutros de un 99,8±0,2 % respecto 

a ésta. Se puede observar además que no se detecta subpoblación P3 en este último caso, es decir 

células con lípidos polares. (Tabla 52).    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 52. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/8d, BIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 56,5±0,5 32,2±0,9 

P2 6,1±0,9 99,8±0,2 

P3 3,7±0,4 0 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 55: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v).  

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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4.1.3.- Cultivo a 10ºC durante  8 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

Grupo 1  

 

  A    B 

        

         
 
 

Grupo 2 

 

  A    B 

 

         
 
Figura 56: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v).  

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 En el caso representado en los citogramas de la Figura 56, de las 10.000 células 

analizadas un 84,2±2,3% y 5,7±0,3% correspondieron a las poblaciones P1 de los Grupos 1 y 2 

respectivamente.  

 En el Grupo 1 se pudo observar un mayor porcentaje (13,3±1,1%) de población con 

lípidos polares (P3) que de células con lípidos neutros P2 (5.6±1,0%). Sin embargo en el grupo 

poblacional 2 esta relación se invierte siendo más numerosa la población de células con lipidos 

neutros P2 (98,1±1,4%) que la población celular con lípidos polares, está último fue 

prácticamente nula.  (Tabla 53). 

 

 

 

 

 

 

4.1.4. Cultivo a 10ºC durante  8 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

En la Figura 57 se muestran los resultados del análisis de poblaciones P1 bajo condiciones de 

iluminación altas y medio de cultivo con 50% de dilución de sus nutrientes. Las poblaciones P1 

estudiadas supusieron un 87,0±1,7% y un 7,4±0,7 % respecto del total de 10.000 células tomadas 

como referencia inicial. Se aprecia un aumento significativo de las subpoblaciones P2 (73,1±2,3% 

y 99,2±0.4%) respecto a las subpoblaciones P3 (9,2±1,2% y 0.1±0,2%) tanto en el Grupo 1 como 

en el Grupo 2 de poblaciones diana. (Tabla 54) 

 

 

 

 

Tabla 53. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/8d, AIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 84,2±2,3 5,7±0,3 

P2 5,6±1,0 98,1±1,4 

P3 13,3±1,1 0,3±0,2 

P1: % Población estudiada a partir de 10,000 células, P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1, P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1, Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes, 



 
 
 
 
 
 

Resultados 

 

   | 198 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   Grupo 1 

 

  A    B  

                

       
 
 

Grupo 2 

 

            A    B 

 

   
 
 

Figura 57: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v).  

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes.  
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 4.2. Ensayos realizados a 10ºC durante 20 días de cultivo 

 4.2.1.- Cultivo a 10ºC durante  20 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v) 
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Figura 58: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1: Población Diana P1. 

 

Tabla 54. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/8d, AIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 87,0±1,7 7,4±0,7 

P2 73,1±2,3 99,2±0,4 

P3 9,2±1,2 0,1±0,2 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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 En la Figura 58 y Tabla 55 se observa que solamente se detectó una población 

morfológicamente homogénea denominada Grupo 1 y cuya población P1 fue del 79,5±0,9 % del 

total de las 10.000 células analizadas.  

 

 Se puede apreciar que el porcentaje de la subpoblación P2 fue aproximadamente el doble 

que la subpoblación P3, siendo del 20,7±0,7% y 8,4±1,7% respectivamente. Este resultado indica 

que bajo las condiciones de ensayo descritas, se produce una mayor acumulación de lípidos 

neutros que de polares en la microalga identificada como S21.  

 

   

4.2.2.- Cultivo a 10ºC durante  20 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 55. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/20d, BIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 79,5±0,9 Nd 

P2 20,7±0,7 Nd 

P3 8,4±1,7 Nd 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Nd: población no detectada. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 

Tabla 56. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/20d, BIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 71,4±3,5 15,9±2,4 

P2 21,6±1,6 98,7±0,4 

P3 10,6±2,6 0,1±0,1 

P1: % Población estudiada a partir de 10,000 células, P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1, P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1, Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes, 
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Figura 59: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivsmente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 En el ensayo realizado bajo con las mismas condiciones de luminosidad pero mayor 

concentración de nutrientes (50%), de las 10.000 células analizadas, el porcentaje de población 

P1 caracterizado por idénticas propiedades morfológicas en cada uno de los Grupos representados 

fue del 71,4±3,5% y del 15,9±2,4%.  (Figura 59, Tabla 56) 

 

 Se observa que la subpoblación P2 del Grupo 1 fue mayor (casi el doble) que la 

subpoblación P3, lo cual indica una mayor presencia de lípidos neutros que de polares en la 

población P1. De igual modo, en el caso de la población P1 del Grupo 2 se puede apreciar un alto 

porcentaje de población P2 (98,7±0,4%) lo cual indica que casi la totalidad de células de la 

población P1 se correspondía con una población que presentaba acumulación de lípidos neutros.   

 

 

 4.2.3.- Cultivo a 10ºC durante  20 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

 En los citogramas de la Figura 60 y Tabla 57, al igual que en el ensayo BIL (RLMo-

20%), solamente se detectó una población morfológicamente homogénea a la que se le ha llamado 

Grupo 1, y cuya población P1 fue del 92,8±3,4% del total de las 10.000 células analizadas.  

 

 Se puede apreciar que el porcentaje de la subpoblación P2 con características 

morfológicas uniformes fue relativamente baja (5,4±0,7%) y que no se aprecia prácticamente 

población P3. Esto indica que bajo estas condiciones de cultivo la presencia tanto de lípidos 

neutros como polares en las subpoblaciones estudiadas fue escasa en la microalga S21.  

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 57. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/20d, AIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 92.8±3,4 Nd 

P2 5,4±0,7 Nd 

P3 0 Nd 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Nd: población no detectada. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.2.4.- Cultivo a 10ºC durante  20 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v) 

 En los citogramas de  la Figura 61 y Tabla 58 se muestra el ensayo con idénticas 

condiciones que en el caso anterior pero con mayor concentración de nutrientes (RLMo-50%). Se 

observa que los porcentajes de población P1 a partir de 10.000 células tomadas como referencia  

fueron del 83,1±4,3% y del 7,4±0,1% en los Grupos 1 y 2 respectivamente.  

 Puede apreciarse que los porcentajes de las dos subpoblaciones P2 fueron similares y 

significativamente bajos, e igualmente se observa que no se detectó población P3 en ninguna de 

las poblaciones P1. Esto indica que la acumulación lipídica en ambos casos tanto de lípidos 

neutros como polares y bajo estas condiciones de cultivo fue escasa.  
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 Figura 60: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). A: 

Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1: Población Diana P1. 
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Figura 61: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 10ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). A: 

Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.3. Ensayos realizados a 20ºC durante 8 días de cultivo 

 4.3.1.-Cultivo a 20ºC durante 8 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 
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Figura 62: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1: Poblaciones Diana P1. 

 

 

Tabla 58. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 10ºC/20d, AIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 83,1±4,3 7,4±0,1 

P2 3,8±0,8 3,3±0,9 

P3 0 0 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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 En la Figura 62 y Tabla 59 únicamente se observa una población morfológicamente 

homogénea denominada Grupo 1 y cuya población P1 fue del 60,9±1,2% del total de las 10.000 

células analizadas. En esta población se apreció un porcentaje del 19,8±1,0% de células con 

emisión positiva de Rojo Nilo a 578 nm lo cual indica presencia de una población con 

acumulación de lípidos neutros. 

 

 De igual modo, se observó un porcentaje de población del 13,2±0,4% como consecuencia 

de la emisión positiva del Rojo Nilo a 660 nm correspondiéndose con la subpoblación P3 

indicativo de una acumulación de lípidos polares.  

 

 4.3.2.- Cultivo a 20ºC durante 8 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

 

 En la Figura 63 y Tabla 60 se muestra el ensayo realizado con las mismas condiciones 

de luminosidad pero mayor concentración de nutrientes (50%).  A diferencia que en el caso 

anterior, tras el análisis de 10.000 células, se observan dos poblaciones diferentes 

morfologicamente que corresponden a las poblaciones P1 de los Grupos 1 y 2, siendo del 

83,8±2,7% y 8,7±0,2% respectivamente. 

 

 En relación al Grupo 1, el porcentaje de población con lípidos neutros y polares (P2 y P3) 

fue relativamente similar, del 6,2±0,5% y 4,4±1,0% respectivamente.  

 

Tabla 59. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/8d, BIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 60,9±1,2 Nd 

P2 19,8±1,0 Nd 

P3 13,2±0,4 Nd 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Nd: población no detectada. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 No obstante en el caso de la población P1 del Grupo 2 un porcentaje significativamente 

elevado (del 79.6±1,1%) correspondió a la población P2, es decir la población con acumulación 

de lípidos neutros. 
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Figura 63: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.3.3.- Cultivo a 20ºC durante 8 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

 El ensayo bajo condiciones lumínicas mayores y dilución del medio RLMo al 20% 

muestra que los porcentajes de poblaciones P1 en los Grupos 1 y 2 a partir de 10.000 células 

tomadas como estándar de medida fueron relativamente similares a los del caso anterior, 

alcanzando valores de 85,4±1,4% y 6,1±0,1% respectivamente.  En el caso del Grupo 1 analizado, 

los porcentajes de poblaciones P2 y P3 fueron de 25,1±0,2% y 15,5±3,1% lo cual indica un 

contenido en lípidos neutros y polares relativamente similar y considerable. (Figura 64) 

 

 En relación a los porcentajes poblaciones del Grupo 2 se aprecia un valor relativamente 

alto de población P2 (66,5±1,1%) en detrimento de la población P3 prácticamente inapreciable 

(0,1±0,1%)  lo cual indica que existe una alta proporción de población con lípidos neutros.(Tabla 

61). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 60. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/8d, BIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 83,8±2,7 8,7±0,2 

P2 6,2±0,5 79,6±1,1 

P3 4,4±1,0 0 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 

Tabla 61. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/8d, AIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 85,4±1,4 6,1±0,1 

P2 25,1±0,2 66,5±1,1 

P3 15,5±3,1 0,1±0,1 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 64: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). A: 

Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.3.4.- Cultivo a 20ºC durante 8 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v) 

 En los citogramas de la Figura 65  y Tabla 62 los resultados del ensayo realizado con las 

mismas condiciones de luminosidad pero mayor concentración de nutrientes (50% p/v) muestran 

que de 10,000 células analizadas la población P1 supuso un 82,4±2,2% y 5,2±0,1% en los Grupos 

1 y 2 analizados respectivamente.  

 En el caso del Grupo 1 se observa que los porcentajes de las poblaciones P2 y P3 fueron 

significativamente altos en relación a los ensayos anteriores, es decir, del 35,8±0,4% y 45,5±2,2% 

respectivamente, indicando que bajo estas condiciones de cultivo se produce una acumulación 

considerable de lípidos polares y neutros en el caso de la población P1 del Grupo 1. 

 En relación a las poblaciones del Grupo 2, se observa que más del 50% de los lípidos 

presentes en la población P1 se correspondió con P2, es decir con una población que acumula 

lípidos neutros, y que el porcentaje de población P3 fue significativamente bajo (2,1±0,2%). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 62. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/8d, AIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 82,4±2,2 5,2±0,1 

P2 35,8±0,4 56,3±1,5 

P3 45,5±2,2 2,1±0,2 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 



 
 
 
 
 
 
Resultados 

 

 | 211 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

     Grupo 1         

 

     A     B 

 

           
 
 

Grupo 1                

 

     A     B 

 

      
 
 

Figura 65: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 8 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). A: 

Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.4. Ensayos realizados a 20ºC durante 20 días de cultivo 

 4.4.1.-Cultivo a 20ºC durante 20 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v) 

 

 En la Figura 66 se observa que tras el análisis del total de 10.000 células, el porcentaje 

de población P1 analizado de los Grupos 1 y 2 fue del 85,5±2,0% y 8,0±0,6% respectivamente.  

 En el caso de la población del Grupo 1 el porcentaje de subpoblación P2 fue del 

39,9±0,1%, lo cual indica que un alto porcentaje de la población P1 de este grupo presentaba 

lípidos neutros y que un porcentaje ligeramente menor (20,5±1,7%) de esta población presentaba 

lípidos polares (subpoblación P3).  

 En el caso de la población diana P1 del Grupo 2, se puede observar que el porcentaje de 

dicha población es significativamente menor que en el caso del Grupo 1, al igual que todos los 

ensayos realizados, pero que prácticamente la totalidad de dicha población  (un 98,0±1,8%) 

presentaba lípidos neutros. (Tabla 63).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 63. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/20d, BIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 85,5±2,0 8,0±0,6 

P2 39,9±0,1 98,0±1,8 

P3 20,5±1,7 0 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 66: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.4.2.- Cultivo a 20ºC durante 20 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (BIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

 En le caso del ensayo a 20ºC con baja intensidad lumínica y concentración de nutriente 

del medio RLMo al 50%, tras 20 días de cultivo se aprecian dos poblaciones P1 en los Grupos 1 

y 2 con porcentajes poblacionales similares al caso anterior, es decir del 87,8±4,4% y 4,5± 0,2% 

respectivamente. (Figura 67) 

  

 En el caso del Grupo 1, el porcentaje de población P1 con presencia de lípidos neutros 

(P2) fue mayor que la que presentaba lípidos polares (P3) siendo del 29,1±0,9 y 5,9±0,2% 

respectivamente, lo cual indica que en este ensayo existe una mayor acumulación de lípidos 

neutros que de polares en la población P1 estudiada. (Tabla 64) 

 

 En el Grupo 2 puede apreciarse que prácticamente la mitad de la población P1 se 

correspondió con P2 (42,0±0,4%), es decir casi el 50% de dicha población presentaba 

acumulación de lípidos neutros, no detectándose en este caso la subpoblación P3.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 64. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/20d, BIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 87,8±4,4 4,5±0,2 

P2 29,1±0,9 42,0±0,4 

P3 5,9±0,2 0,5±0,6 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 67: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con baja intensidad de iluminación (BIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). 

A: Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 4.4.3.- Cultivo a 20ºC durante 20 días de incubación con alta intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). 

 

 En el caso del ensayo a 20ºC con mayor intensidad lumínica y menor concentración de 

nutrientes del medio RLMo que en el caso anterior, tras 20 días de cultivo se observa que en el 

Grupo 1 el porcentaje poblacional P1 es del 86,4±2,6% y en el caso del Grupo 2, dicha población 

es del 5,8±0,1%, respecto de las 10.000 células tomadas como referencia. (Figura 68 y Tabla 

65). 

 En el caso del Grupo 1, se aprecia un porcentaje similar de las poblaciones P2 y P3 lo 

cual indica que bajo estas condiciones de cultivo la proporción de subpoblación con lípidos 

neutros es relativamente similar a a subpoblación con lípidos polares.  

 No obstante, este resultado no coincide con la población P1 del Grupo 2, 

morfológicamente diferente a la del Grupo 1, donde se observa que casi la totalidad de dicha 

población  (93,8±1,0%) presenta lípidos neutros. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 65. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/20d, AIL, RLMo (20%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 86,4±2,6 5,8±0,1 

P2 24,3±0,5 93,8±1,0 

P3 21,1±0,4 0,2±0,1 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 68: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 20% (p/v). A: 

Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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4.4.4.- Cultivo a 20ºC durante 20 días de incubación con baja intensidad de 

iluminación (AIL) con el medio de cultivo RLMo al 50% (p/v) 

 

 En la Figura 69 se muestran los citogramas de las dos subpoblaciones P1 

correspondientes a los Grupos 1 y 2, siendo el porcentaje de población de 85,3±2,7% y 5,0±0,2% 

respectivamente. (Tabla 66). 

 

 Se puede observar que el porcentaje de población con emisión del Rojo Nilo es mayor en 

el Grupo 2 para la población P2 respecto a P3, lo cual indica que prácticamente la totalidad de la 

población presentaba lípidos neutros y muy pocos lípidos polares; no obstante y dado que el 

porcentaje de población P1  es mayor para el caso del Grupo 1 (85,3±2,7%), aunque su porcentaje 

de población P2 sea ligeramente menor, se estima que el contenido de lípidos neutros es mayor 

en el caso de la población P2 del Grupo 1 que en el caso del Grupo 2. 

 

 Además se aprecia un porcentaje significativo de población P3 en el caso del Grupo 1 lo 

cual indica la presencia también de lípidos polares en la población celular estudiada y un alto 

porcentaje de población con lípidos totales en este Grupo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 66. Porcentaje de subpoblaciones con emisión de fluorescencia al 

Rojo Nilo (578nm y 660nm) del ensayo a 20ºC/20d, AIL, RLMo (50%).  

(%) Grupo 1 Grupo 2 

P1 85,3±2,7 5,0±0,2 

P2 77,8±1,5 98,1±0,2 

P3 18,6±0,7 1,6±0,3 

P1: % Población estudiada a partir de 10.000 células. P2: % Población con 

lípidos neutros a partir de P1. P3: % Población con lípidos polares a partir 

de P1. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 morfológicamente diferentes. 
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Figura 69: Estudio de los lipidos presentes en diferentes poblaciones celulares de la microalga S21 

(fluorescencia tras la tinción con Rojo Nilo). Resultados obtenidos tras 20 dias de  cultivo a 20ºC  de la 

microalga S21 con alta intensidad de iluminación (AIL) y con medio de cultivo RLMo al 50% (p/v). A: 

Citograma de Población Diana P1 y P1-II (Forward Scatter-X / Side Scatter-Y). B: Citograma de 

producción de lípidos: P2 y P3: Fluorescencia positiva de emisión del Rojo Nilo correspondiente a 

lipidos polares y neutros de la P1 respectivamente. Grupo 1 y 2: Poblaciones Diana P1 

morfológicamente diferentes. 
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 5. Caracterización cualitativa de lípidos esenciales de interés  producidos por la 

microalga S21 en distintas condiciones  nutricionales utilizando el medio de cultivo RLMo. 

 

5.1. Estudio realizado a 10ºC con medio de cultivo RLMo al 20%, p/v con baja intensidad 

de luz (BIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                 
   

 

 

                  
 

 

Figura 69: Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 20% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26.8 W*m-2) y a 10ºC. A: 

tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. 
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               5.2. Estudio realizado a 10ºC con medio de cultivo RLMo al 50%, p/v con baja 

intensidad de luz (BIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo.   
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Figura 70. Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 50% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26.8 W*m-2) y a 10ºC. A: 

tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo.             
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 La Figura 69-A muestra los resultados obtenidos de ácidos grasos por GC/MS 

en  los cultivos realizados bajo condiciones de baja iluminación y con el medio de cultivo al 20% 

de dilución;  se puede apreciar que tras 8 días de cultivo no se detectaron ácidos grasos (Fase 

exponencial de crecimiento).  No obstante  tras 20 días de cultivo y bajo las mismas condiciones 

de cultivo (fase estacionaria de cultivo) (Figura 69-B y Tabla 55) se detectó  la presencia de ac. 

palmítico, ac. estereárico, ac. oleico, ac. linoleico y  ac. -linolénico.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 La Figura 70-A y 70-B se corresponde con  los cultivos realizados bajo condiciones de 

baja iluminación y con el medio de cultivo al 50% de dilución; bajo estas condiciones de cultivo 

el análisis de GC/MS únicamente  detectó la  presencia del  ácido graso saturado  hexadecanoico 

(ácido palmítico) tanto tras 8 días de cultivo (fase exponencial de crecimiento) como tras 20 días 

de cultivo (Tabla 56). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 55. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

20% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26.8 W*m-2) 

y a 10ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 69- A y 69-B). 

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. palmítico nd 19,18 

Ac. esteárico nd 22,66 

Ac. oleico nd 22,81 

Ac. linoleico nd 23,45 

Ac. -linolénico nd 24,38 
Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud referido al compuesto 

de la librería Willey275  99%. 

 

Tabla 56. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

50% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26.8 W*m-2) 

y a 10ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 70-A y 70-B).  

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. palmítico 19,16 19,66 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 
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5.3. Estudio realizado a 10ºC con medio de cultivo RLMo al 20%, p/v con alta intensidad 

de luz (AIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

              

 

               

Figura 71.  Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de 

cultivo RLMo al 20% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y a 

10ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo.  
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5.4. Estudio realizado a 10ºC con medio de cultivo RLMo al 50%, p/v con alta intensidad 

de luz (AIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                    

 

                  

Figura 72. Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 50% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y a 10ºC. A: tras 

8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo.  
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En el cromatograma de la Figura 71-A y 71-B  correspondiente con los cultivos 

realizados bajo condiciones de alta iluminación a 10ºC  y con el medio de cultivo RLMo al 50% 

de dilución se puede observar solo la presencia de ac.  palmítico  tanto a los 8 días de ensayo 

como a los 20 días (Tabla 57). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 La Figura 72-A y 72-B muestra los resultados de GC/MS de los ácidos grasos obtenidos 

a partir de los cultivos realizados bajo las mismas condiciones del caso anterior pero con el medio 

RLMo diluido al 50% p/v; en este ensayo de GC/MS , se aprecia una notable diferencia con el 

caso anterior en relación al contenido de acidos grasos detectados. Se pudo detectar durante la 

fase exponencial de crecimiento ac. palmítico,  y tras 20 días de cultivo, es decir durante la fase 

estacionaria de crecimiento  se detectaron ac. mirístico, ac. palmítico, ac. palmitoleico, ac. 

esteárico, ac. oleico, ac. linoleico y ac. -linolénico (Tabla 58). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 57. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

20% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y 

a 10ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 71- A y 71-B). 

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. palmítico 18,99 19,00 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 

Tabla 58. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

50% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y 

a 10ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 72- A y 72-B). 

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. mirístico n/d 15,48 

Ac. palmítico 20,99 19,20 

Ac. palmitoleico n/d 19,61 

Ac. esteárico n/d 22,83 

Ac. oleico n/d 22,97 

Ac. linoleico n/d 23,50 

Ac.-linólénico n/d 24,49 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 
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5.5. Estudio realizado a 20ºC con medio de cultivo RLMo al 20%, p/v con baja 

intensidad de luz (BIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                      

 

                     

Figura 73. Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 20% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26.8 W*m-2) y a 20ºC. 

A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. 
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5.6. Estudio realizado a 20ºC con medio de cultivo RLMo al 50%, p/v con baja intensidad 

de luz (BIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                   

 

                     

Figura 74. Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 50% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26.8 W*m-2) y a 20ºC. 

A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. 
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La Figura 73-A muestra los resultados  de ácidos grasos obtenidos mediante GC/MS en 

los cultivos realizados bajo condiciones de baja iluminación y con el medio de cultivo RLMo al 

20% de dilución; bajo estas condiciones se detectaron durante la fase exponencial tres ácidos 

grasos, ac. palmítico,  ac. esteárico y ac. -linolénico y un mayor número de acidos grasos durante 

la fase estacionaria de crecimiento (20 días); cabe destacar que el ácido -linolénico se encontraba 

presente a los 8 días pero no se detectó a los 20 días. (Tabla 59).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 En la Figura 74-A se muestra los cultivos realizados bajo condiciones de baja 

iluminación y con el medio de cultivo al 50% de dilución, donde se puede observar  la  presencia 

de 3 ácidos grasos esenciales tras 8 días de cultivo (fase exponencial de crecimiento). Sin embargo 

en la Figura 74-B, se pudo observar tras el análisis GC/MS cualitativo del ensayo a los 20 días 

de cultivo (fase estacionaria de cultivo) la presencia de un mayor número de ácidos grasos (Tabla 

60). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 59. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

20% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26,8 W*m-2) 

y a 20ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 73- A y 73-B). 

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. mirístico n/d 15,83 

Ác. palmítico 20,36 19,52 

Ac. esteárico 23,73 22,97 

Ac. -linolénico 25,51 n/d 

Ac. oleico n/d 23,13 

Ac. linoleico n/d 23,77 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 

Tabla 60. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

50% p/v de concentración con baja intensidad de iluminación (BIL) (26,8 W*m-2) 

y a 20ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 74-A y 74-B). 

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. mirístico 15,29 15,39 

Ac. palmítico 19,13 19,23 

Ac. palmitoleico n/d 19,45 

Ác. margárico n/d 20,08 

Ac. esteárico n/d 22,67 

Ac. oleico 22,84 22,96 

Ac. linoleico n/d 23,50 

Ac. -linolénico n/d 24,42 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 
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5.7. Estudio realizado a 20ºC con medio de cultivo RLMo al 20%, p/v con alta 

intensidad de luz (AIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                      

 

                      

Figura 75. Análisis de GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 20% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y a 20ºC. A: tras 

8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. 
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5.8. Estudio realizado a 20ºC con medio de cultivo RLMo al 50%, p/v con alta 

intensidad de luz (AIL) a los  8 días de cultivo y a los 20 días de cultivo.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                     

 

                     

Figura 76. Análisis GC/MS cualitativo de lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo 

RLMo al 20% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y a 20ºC. A: 

tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. 
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En la Figura 75-A se muestra el resultado del análisis de GC/MS correspondiente con  

los cultivos realizados bajo condiciones de alta iluminación y con el medio de cultivo al 20% de 

dilución a los 8 días de ensayo; bajo estas condiciones se detectaron tres ácidos grasos, ac. 

palmítico, ac. esteárico, y ac. oleico, siendo mayor el número de ácidos grasos esenciales 

detectados durante la fase estacionaria de crecimiento microalgal. Durante esta última etapa, es 

decir tras 20 días de cultivo se detectaron los siguientes ácidos grasos: ac. mirístico, ac. palmítico, 

ac. esteárico, ac. oleico, ac. linoleico (Tabla 61). Cabe destacar que durante la fase exponencial 

de crecimiento no se detectó ni ac. mirístico ni ac. linoleico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 La Figura 76-A y 76-B  muestra los resultados de GC/MS de acidos grasos detectados 

en los cultivos sometidos a condiciones de alta iluminación, 20ºC  y con el medio de cultivo 

RLMo al 50% de dilución. en estos ensayos durante la fase exponencial de crecimiento se 

detectaron tres ácidos grasos esenciales, ac. palmítico, ac. oleico y ac. linoleico, no obstante y 

bajo las mismas condiciones pero tras 20 días de cultivo, es decir durante la fase estacionaria de 

crecimiento se detectaron dos ácidos grasos más, el ac. esteárico y el ac. -linolénico (Tabla 62). 

 

 

 

 

 

 

 

Tabla 61. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

20% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y 

a 20ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 75-A y 75-B). 

Acidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. mirístico n/d 15,65 

Ac. palmítico 19,49 19,35 

Ac. esteárico 22,94 22,81 

Ac. oleico 23,11 22,95 

Ac. linoleico n/d 23,58 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 
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Tabla 62. Lípidos esenciales de la microalga S21 en medio de cultivo RLMo al 

50% p/v de concentración con alta intensidad de iluminación (AIL) (80 W*m-2) y 

a 20ºC. A: tras 8 días de cultivo. B: tras 20 días de cultivo. Análisis cualitativo 

GC/MS. (Figuras 76-A y 76-B). 

Ácidos grasos Fase exponencial 

 Tr (día 8) 

Fase estacionaria 

Tr (día 20) 

Ac. palmítico 19,40 19,20 

Ac. esteárico n/d 22,68 

Ac. oleico 24,98 22,84 

Ac. linoleico 23,53 23,47 

Ac. -linolénico n/d 24,45 

Tr: tiempo de retención (min). n/d: no detectado. % similitud: referido al 

compuesto de la librería Willey275  99%. 
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V.- DISCUSIÓN  

 

En los últimos años, para entender los procesos microbianos en hábitats acuáticos, se ha 

considerado como requisito necesario el análisis de la estructura de las poblaciones allí existentes. 

El estudio de la poblaciones microbianas, abarca tanto microorganismos cultivables como los no 

cultivables, siendo objeto de estudio en el presente trabajo los microorganismos cultivables.  

 

El primer paso para conocer y entender la ecología de los microorganismos cultivables 

de la laguna de La Caldera,  es el estudio  de los microorganismos allí presentes, tanto su 

abundancia numérica de acuerdo a su  crecimiento en cultivos puros, como su identificación 

genética (Burns et al., 2004). 

 

 

 Selección de medio de cultivo 

 Tal y como se ha descrito en el apartado de resultados, los medios utilizados para este 

estudio fueron el medio RL, GL y un tercer medio de cultivo diseñado por nuestro equipo de 

trabajo para estos ensayos, denominado RLMo. Se ha podido demostrar que las microalgas SX1 

y Scenedesmus obliquus son capaces de crecer y desarrollarse tanto a 10ºC como a  20ºC y en 

todas las diluciones ensayadas y sin diluir de los medios de cultivo ensayados, no obstante, se 

apreció un efecto significativo en los cultivos, dependiendo de las distintas condiciones 

empleadas, la mayor producción de biomasa se obtuvo en los ensayos con la microalga 

Scenedesmus obliquus cuando se cultivó a 20ºC con los medio RL y RLMo. Por otro lado, cuando 

se cultivó la microalga SX1, la mayor producción de biomasa se obtuvo en cultivos a 20ºC con el 

medio RLMo al 50% de dilución. Con ambas microalgas ensayadas, los valores más bajos de 

producción de biomasa se obtuvieron con el medio GL tanto a 10ºC como a 20ºC con  sus 

respectivas diluciones y sin diluir. 
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 Esta diferencia podría deberse a que si bien, los medios de cultivos ensayados presentan 

en su composición, disponibilidad de nitrógeno y fósforo como nutrientes principales, el medio 

RL y RLMo contienen nitrógeno en la forma de  KNO3 y NH4Cl utilizado habitualmente como 

referencia de fuente de nitrógeno para algunas microalgas, mientras que el medio GL contiene 

nitrógeno en la forma de NaNO3. Talukdar et al. en 2012, demostraron que algunas microalgas 

tienen ciertas afinidades en la utilización del  nitrógeno y ésta varía dependiendo del grado de 

oxidación y/o potencial iónico. Estos autores demostraron que la microalga Ankistrodesmus 

falcatus prefiere la utilización de nitrógeno de acuerdo al siguiente orden: KNO3> 

NaNO3>NH4NO3> (NH4)2HPO4> (NH4)2SO4. Esta preferencia también fue comentada en 1971 

cuando Smith et al. demostraron que la presencia de nitratos inducia la síntesis de la nitrato-

dismutasa, existiendo diferencias en los niveles de inducción y dependiendo de los cationes que 

se utilicen. Por otro lado, se ha demostrado que las microalgas son capaces de proliferar  

empleando diversas fuentes de nitrógeno; se ha podido ver -incluso-  que la forma de nitrato es la 

mejor fuente de nitrógeno en cultivos de Chlorella protothecoides (Shen et al., 2009, Shen et al., 

2010), Dunaliella tertiolecta (Chen et al., 2011) y Neochloris oleoabundans (Li et al., 2008), 

mientras que Scenedesmus dimorphus y Scenedesmus rubescens presentaron mayor afinidad por 

la urea y el ión amonio, respectivamente (Shen et al., 2009; Lin y Lin, 2011) y Chlorella 

saccharophilase prolifera mejor en presencia de peptona como fuente de nitrógeno, frente a 

nitrato y amonio (Isleten et al., 2012). 

 

Por otro lado, de acuerdo con Soletto  et al. (2005), si bien la presencia de nutrientes en 

muy importante y decisivo cuando se diseña un cultivo microalgal, el exceso de nutrientes podría 

provocar un efector inhibitorio el crecimiento de algunas microalgas. En nuestros ensayos, se ha 

podido demostrar una leve inhibición por exceso de nutrientes en la producción de biomasa con 

la microalga SX1, cuando esta microalga fue cultivada a 10ºC y los medios RL y RLMo sin diluir; 

en estos medios se observó una menor concentración de biomasa, obteniéndose un 5% menos en 

el caso del medio RLMo y un 32 % de diferencia cuando se utilizó el medio RL en relación a los 

ensayos realizados con estos medios de cultivo al 50% de dilución. Se pudo detectar un leve 
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comportamiento de inhibición en función de la concentración de nutrientes, en especial con el 

medio RL; no obstante, la microalga de colección  Scenedesmus obliquus, generó los mejores 

valores de crecimientos cuando los ensayos se llevaron a cabo con los  medios de cultivo sin 

diluir, lo cual nos indica que las microalgas ensayadas, tanto Scenedesmus obliquus como SX1 

tienen diferente comportamiento en la producción de biomasa en función de la concentración y/o 

disponibilidad de nutrientes.   

 

 La microalga  Scenedesmus obliquus presento los mejores valores de producción de 

biomasa cuando esta fue cultivada a  20º en comparación con los ensayos de esta misma microalga 

a  10ºC. Teniendo en cuenta que esta microalga presenta una temperatura óptima de crecimiento 

cercanos a los 31-32ºC (Martínez et al., 1999), se observó que podía proliferar en los 3 medios 

ensayados, y favorablemente  a medida que los medios de cultivo no presentaban grado de 

dilución, registrando la mayor producción de biomasa cuando los tres  medios de cultivos se 

ensayaron sin diluir.  Es de destacar que en comparación con los medios RL y RLMo, el medio 

GL  contiene fuente de nitrógeno en exceso, aproximadamente un 50% más de nitrógeno con 

respecto al medio RLMo y un 88 % más de nitrógeno con respecto al medio RL; se intuye así, 

que en los cultivos a ambas temperaturas podría existir un efecto de inhibición relacionado por el 

exceso de nitrógeno presente en este medio de cultivo, puesto que con el medio GL se obtuvieron 

los valores más bajos de producción de biomasa. Según esta afirmación, a la microalga 

Scenedesmus obliquus se le atribuye un posible  grado de inhibición a medida que aumenta la 

concentración de nitrógeno. Sin embargo, Voltolina et al. 2005, afirmaron una tendencia contraria 

a estos resultados, demostrando que la microalga Scenedesmus obliquus presenta una disminución 

de la eficiencia de asimilación de nitrógeno a medida que aumentaba la  dilución del medio. Nuñez 

et al., 2001, obtuvo resultados similares, concluyendo  que incluso la producción de proteínas es 

menor cuando el medio de cultivo se encuentra con mayor grado de dilución, por lo que, con estos 

antecedentes, no sería posible atribuir los bajos valores de producción de biomasa con el medio 

GL al exceso de nitrógeno, sino a la naturaleza química del nitrógeno.  Es por esta capacidad de 

proliferar a altos niveles de nitrógeno, que numerosos autores han  recomendado la utilización de 
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esta microalga para el tratamiento de sistemas eutrofizados (Lavoie et al., 1985; Martı́nez et al., 

2000; Singh et al.,2012).  

 

Muy por el contrario, la microalga SX1 que tiene una correspondencia genética de un 

99% con Chlorella vulgaris, mostró en todos los ensayos que podía crecer y desarrollarse cuando 

el medio presentaba cierto grado de dilución, siendo el medio de cultivo RLMo el  que presentó  

las mejores condiciones nutricionales para su desarrollo.   

 

 El medio RL contiene aproximadamente un 80 % menos de nitrógeno que en el medio 

GL, el cual aún diluido presenta concentraciones de nitrógeno superiores los 20 mg*L-1;  se ha 

descrito en bibliografía que la microalga Chlorella vulgaris  presenta un grado de inhibición a 

altas concentraciones de nutrientes. Tam et al., 1996, comentan que Chlorella vulgaris disminuye 

su capacidad de asimilación de nitrógeno cuando éste se encontraba en concentraciones superiores 

a 80 mg*L-1. Shukla et al., 2011 describieron una serie de microalgas que requieren bajos niveles 

de radiación lumínica, nutrientes y temperatura para desarrollarse, entre ellas Chlorella vulgaris.  

Sin embargo, existen autores que afirman que las clorofitas,  son candidatas idóneas, para  

tratamientos de agua; así, para Chacón et al., 2004 tanto Chlorella vulgaris como Scenedesmus 

obliquus son capaces de reducir la demanda química de oxígeno (DQO) de una planta de 

tratamiento en un 55,8 % y en un 54,8 % respectivamente, y el nitrógeno puede ser  eliminado en 

un 100%, partiendo de concentraciones de nitrógeno amoniacal de 25 a 30 mg*L-1. Con todo ello, 

se sugiere que la utilización de microalgas para el tratamiento de aguas con altos contenidos de 

nitrógeno, dependerá de las características de cada microalga frente a distintas concentraciones 

de nitrógeno (Xin et al., 2010). 

 En relación a las diferentes temperaturas utilizadas, se pudo observar que las microalgas 

ensayadas se adaptaron a ambas temperaturas, pudiéndose obtener valores positivos de biomasa 

en todos los experimentos realizados.  
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 Se obtuvo óptimo de concentración de biomasa con la microalga Scenedesmus obliquus 

en los ensayos realizados a 20ºC en relación a los cultivos realizados a 10ºC.  Martínez et al. 

(1999), comprobaron que la microalga Scenedesmus obliquus presenta una máxima producción 

de biomasa a 20ºC, sin embargo la velocidad de crecimiento (Vc) es mayor a 30ºC y 35ºC; esto 

sugiere que si bien la velocidad de crecimiento está relacionada con la producción de biomasa, 

éstas no están correlacionadas entre sí en función de la temperatura. Con esta microalga se 

demostró que, si bien su temperatura de óptima de crecimiento es cercana a los 30ºC, la mayor 

producción de biomasa se obtiene a 20ºC, aludiendo a que es preferible un valor constante de 

velocidad de crecimiento en el tiempo, que un valor alto de Vc, pero muy efímero en el tiempo, 

es decir, un alto valor de Vc no se traduce necesariamente en producción y acumulación de 

biomasa.  

 

 Castillo et al. (19809, por otro lado, demostraron que la temperatura óptima de 

crecimiento depende a su vez, de la cantidad de radiación lumínica aportada al cultivo, 

demostrando que la microalga Scenedesmus bijugates -por ejemplo- posee un crecimiento optimo 

a 37ºC cuando la radiación lumínica se sitúa entre los 11,8 W*m-2 y 23 W*m-2. Sin embargo 

cuando la radiación lumínica era inferior a 11,8 W*m-2 la temperatura óptima de crecimiento 

disminuye a 32ºC, estableciendo una relación directa entre la cantidad de radiación lumínica y la 

temperatura optima de crecimiento.  

 

 Hodaifa et al. (2010) demostraron que la temperatura de cultivo también afecta de forma 

directa la asimilación de nutrientes, estableciendo una temperatura máxima, en que la microalga 

Scenedesmus obliquus no asimila eficientemente los nutrientes; esto hace necesario la búsqueda 

de modelos predictivos con ecuaciones matemáticas, con objeto de poder establecer el máximo 

de consumo de nutrientes en función de la temperatura. Con esta información se hace necesario 

el estudio específico de condiciones de cultivo en función de los objetivos perseguidos, haciendo 

imprescindible la búsqueda de microorganismos que tengan una gran adaptación a las distintas 

condiciones nutricionales.  
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En el caso de la microalga SX1, la temperatura en la que presentó la mayor producción 

de biomasa, también se observó a 20ºC con el medio RLMo, dato que no concuerda con la 

temperatura ambiental en la cual fue aislada e identificada (cercana a los 12ºC) (Andrade et 

al.,2014). Esta microalga, posee una similitud filogenética del 99% con Chlorella vulgaris la cual, 

se ha demostrado en bibliografía que la temperatura óptima de crecimiento está comprendida en 

un rango de 20ºC y los 30ºC, existiendo incluso un máximo de intensidad de radiación lumínica 

de 30 W*m-2 según los ensayos realizados por Dauta et al. (1990).  

 

Por otro lado, Converti et al., (2009) demostraron que esta microalga puede proliferar 

incluso a temperaturas cercanas a 38ºC. De acuerdo con nuestros resultados y los consultados en 

bibliografía, se puede afirmar que esta microalga posee una gran capacidad de adaptación térmica.  

 

En nuestros ensayos se pudo observar que  la mayor cantidad de biomasa obtenida fue a 

20ºC en cultivos sometidos a una radiación lumínica de 80 W*m-2, sin embargo a 10ºC también 

se logró una producción de biomasa similar, obteniéndose un 10% menos que a 20ºC. Maxwell 

et al. (1994) demostraron que si bien la temperatura óptima de crecimiento de Chlorella vulgaris 

es de 27ºC, cuando ésta es cultivada a  5ºC y luego se incrementa la temperatura a  27ºC, se  

incrementa la producción de lípidos y pigmentos, demostrando que el cambio de temperatura  

produce un efecto inductor de estrés, lo que lleva a esta microalga a la producción de compuestos 

con interés biotecnológico.  

 

 Variaciones del estado fisiológico de la microalga S21 

 Actualmente y desde hace unas décadas, son numerosos los estudios sobre el desarrollo 

de sistemas de producción de biomasa y de componentes con alto interés biotecnológico a gran 

escala, con implicación directa de microalgas, no obstante muchos de estos avances, en ocasiones, 

se han visto limitados por la falta de un conocimiento más profundo sobre el estado metabólico y 

fisiológico  de estos microorganismos.   
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 Con el fin de poder evaluar detalladamente el  comportamiento fisiológico de los 

microorganismos utilizados en biotecnología, se han llevado a cabo numerosos ensayos, 

modificando factores ambientales y nutricionales en los cultivos,  puesto que son estos factores, 

los que afectan de manera directa a la producción de biomasa y el caso de la producción de 

biodiesel, la síntesis de lípidos a nivel intracelular, dando como resultado la mejora o la 

optimización en la producción de compuestos con interés biotecnológico, (Yeesang et al., 2011; 

Zepka et al., 2008). 

 

En general, las microalgas requieren para su crecimiento óptimo, un suministro constante 

de carbono y una fuente de luz para poder realizar los procesos fotosintéticos. Sin embargo, como 

respuesta a la modificación de factores ambientales, estos microorganismos logran adaptarse 

poniendo en funcionamiento diversos tipos de metabolismos (fotoautotrófico, heterotrófico, 

mixotrófico, fotoheterotrófico). Al considerar la utilización de microalgas para la producción de 

biomasa, es  importante definir cuantitativamente la influencia de factores que intervienen en su 

crecimiento y que favorecen la producción de biomasa, así como la interacción de los factores 

para poder obtener una biomasa con determinadas características bioquímicas. 

 

Por otro lado, el perfil de ácidos grasos de las microalgas varía no sólo entre especies sino 

también en función de los factores aplicados al cultivo microalgal (Miao y  Wu, 2006; Hu et al., 

2008; Converti et al., 2009; Meng et al., 2009; Mata et al., 2010), del periodo de recolección de 

biomasa y la edad del cultivo (Mandal y  Mallick, 2009; Widjaja et al., 2009).  

 

Los factores ambientales y nutricionales más importantes son la concentración de 

nutrientes, la cantidad de luz y la temperatura; De hecho, para muchos autores, el comportamiento 

de las microalgas ante condiciones de estrés fisiológico, varía entre especies, en especial la 

limitación de nutrientes como el nitrógeno y fósforo; Es por ello, que se considera, el crecimiento 

heterotrófico y las  altas intensidades lumínicas, como las estrategias más eficientes para mejorar 
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el contenido de lípidos en las microalgas, en particular de los ácidos grasos saturados y 

monoinsaturados, ideales para la producción de biodiesel (Arias-Peñaranda  et al., 2013). 

 

 

 Efecto de la intensidad lumínica sobre microalgas  

 

 Un aspecto importante a considerar cuando se cultivan microalgas, es el objetivo principal 

que se persigue, por ejemplo, la producción de biocombustibles. En tal caso, la intensidad 

lumínica,  influye notablemente en la actividad fotosintética y por consiguiente, el contenido de 

pigmentos y composición química de la microalga. En este sentido, la acumulación de lípidos 

puede verse afectada por la exposición del cultivo a diferentes regímenes de luz, por lo que es 

necesario tener en consideración la  intensidad lumínica, la calidad espectral y la necesidad de 

establecer un fotoperiodo. Ruangsomboon. (2012) cultivó la microalga Botryococcus braunii, 

perteneciente a la división  de las clorofitas,  bajo diferentes intensidades y regímenes  de 

luz/oscuridad, estableciendo que la radiación lumínica es uno de los factores más importantes en 

el metabolismo microalgal, afectando directamente a la capacidad de almacenamiento de lípidos 

en microalgas.  

 

 En nuestros estudios se evaluó el efecto de la luz sobre cultivos de la microalga S21. Se 

consideró como baja radiación lumínica 26,8 W*m-2  y como alta radiación lumínica 80 W*m-2; 

estos parámetros se determinaron  basándonos en los ensayos realizados por  Hodaifa et al. (2009) 

quienes demostraron que el crecimiento de la microalga clorofita  Scenedesmus obliquus se 

inhibía en cultivos sometidos a intensidades de radiación lumínica superiores a 70,57 W*m-2.  

 

Existe una relación directa entre la cantidad de luz y el crecimiento microalgal. En 

nuestros estudios, hemos podido observar mediante técnicas de Citometría de Flujo que la 

viabilidad celular de la microalga S21 se ve afectada cuando ésta es cultivada a diferentes 

intensidades de radiación lumínica.  
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Hyka et al. 2013, describen la importancia del estudio de la viabilidad en cultivos 

microalgales, afirmando que una célula viable participa activamente en el crecimiento y 

producción de biomasa. En nuestros estudios a 10ºC, se demostró que existe una relación directa 

entre los cultivos llevados a cabo con AIL (alta intensidad lumínica) y la viabilidad celular a lo 

largo del tiempo de cultivo.  

 

Así, a 10ºC se observó una alta viabilidad en cultivos sometidos a baja intensidad de luz 

(BIL) y alta intensidad de luz (AIL),  en la fase exponencial de crecimiento. Sin embargo, tras 20 

días, los cultivos sometidos a BIL, presentaron una alta mortalidad, detectándose remanentes 

viables relativamente bajos (entre 15% y 18%). Por otro lado, en los cultivos sometidos a AIL, sí 

se detectaron valores de células viables considerablemente altos (de 96% a un 98%), tras 20 días.  

Wahidin et al. en 2013, obtuvieron resultados similares con Nannochloropsis sp.,  concluyendo 

que, al ser la luz la principal fuente de energía, es fundamental que ésta esté presente en todas las 

fases de proliferación y en especial en la fase exponencial de crecimiento, debido a que si no hay 

una buena relación luz-fotosíntesis en la fase exponencial de crecimiento, no se favorece el 

desarrollo optimo celular, afectando directamente a la viabilidad celular en el tiempo.  

En nuestros ensayos, esta tendencia también se vio reflejada en la integridad celular, 

puesto que tras 20 días de cultivo a 10ºC con BIL, no se detectó células con capacidad de 

homeostasis integra,  por lo que tampoco se detectó actividad de polaridad de membrana, lo que 

a su vez se tradujo en un aumento de lípidos neutros intracelulares, aproximadamente de un 100% 

más, en comparación a los presentes a los 8 días de cultivo. Todo ello indica que, 

independientemente de que si el inoculo es viable o no en los primeros días de cultivo, habrá 

mayor probabilidad de que el cultivo sea viable en el tiempo si se le proporciona condiciones 

lumínicas favorables, en este caso valores cercanos a 80 W*m-2.  

 

 En los ensayos a 20ºC y tras 8 días de cultivo, al igual a 10ºC se evidenciaron valores de 

alrededor del 80 % de población viable, aunque ligeramente mayor en los cultivos con AIL; 
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además se pudo detectar la alta polarización de membrana encontrada en relación al cultivo 

llevado a cabo con BIL. Estos resultados concuerdan con los obtenidos en los cultivos a 10ºC, en 

especial cuando se comparó la polaridad de membrana, es decir, a ambas temperaturas fue mayor 

en los cultivos con AIL, atribuyendo esta actividad de membrana a la presencia de luz; sin 

embargo a esta misma temperatura y tras 20 días de cultivo, la proporción de la población celular 

viable fue ligeramente menor cuando los cultivos se llevaron a cabo con AIL respecto a los valores 

de células viables presentes en los cultivos con BIL; este resultado resulta ser opuesto a la 

tendencia encontrada a 10ºC, lo que podría deberse a que si bien la presencia de luz ejerce un 

efecto positivo sobre la viabilidad celular, el aumento de la temperatura podría generar un efecto 

de estrés provocado por el exceso de luz, traduciéndose en la acumulación de lípidos totales. Todo 

ello concuerda con los resultados de lípidos detectados, observándose un 50% más de lípidos 

totales con respecto a los encontrados a los 8 días de cultivo, y hasta 4 veces más que cuando se 

realizó el cultivo a 10ºC bajo las mismas condiciones. 

 

Estos resultado concuerdan con los obtenidos por  Cheirsilp y Torpee en 2012, quienes 

comprobaron que el aumento en la intensidad de 9,2 a 37 W*m-2  favorecía el crecimiento de la 

microalga marina Chlorella sp., no obstante habría que tener en cuenta que  el incremento hasta 

46,7 W*m-2  lo disminuía ligeramente.  

 

Este efecto se conoce como Efecto Inhibitorio por Luz, descrito por Fogg en 1965. Sin 

embargo hay que advertir que existen microalgas que no sufren este efecto, tal es el caso de 

Nannochloropsis sp. capaz de crecer de forma continua en todo el rango de radiación lumínica 

evaluado (9,2 – 46,7 W*m-2), y mostrando una gran capacidad de aclimatación a la luz.  

 

 De igual forma, Simionato et  al. (2011) observaron tasas de crecimiento similares para 

Nannochloropsis gaditana en una amplia gama de irradiaciones, observándose diferencias cuando 

los cultivos fueron llevados a cabo bajo condiciones extremas; los cultivos expuestos a radiación 
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lumínica del orden de 1 W*m-2 se desarrollaron lentamente mientras los cultivos sometidos a 

valores sobre los 284,6 W*m-2 logran alcanzar la fase estacionaria rápidamente.  

 

 Este comportamiento parece verse reflejado en la producción de lípidos, como ocurrió en 

nuestros ensayos, ya que según estos mismos autores, si bien,  la acumulación lípidos ocurre 

durante la fase estacionaria, la acumulación de lípidos, resultó ser muy similar en los ensayos 

realizados con radiaciones lumínicas comprendidas entre los 1 y los 47,4 W*m-2 ; No obstante, 

hay que tener en cuenta que a valores mayores de 284,6 W*m-2  la síntesis de lípidos se inicia más 

temprano.  

 

 Concluyendo, la radiación lumínica por sí sola no parece inducir directamente la 

acumulación de lípidos, pero un exceso de radiación lumínica sí puede traducirse en un el efecto 

de estrés. En nuestros ensayos con la microalga S21 se obtuvieron resultados similares a los 

descritos por estos autores, llegándose a observar en la fase estacionaria un acúmulo celular de 

lípidos totales del orden del 67,6% a 20ºC tras 20 días en comparación a los  11,2% de lípidos 

totales en la fase exponencial bajo las mismas condiciones.  

 

 Por otro lado, si bien hubo un aumento de lípidos totales, también se pudo observar un 

incremento en la variedad de lípidos neutros, principalmente de ácidos grasos como C:14, C:16 y 

C:18; tal fenómeno también fue descrito por Pal et al. en 2011, en ensayos con Nannochloropsis 

sp. sometidos a altas radiaciones lumínicas y de salinidad, y por Cheirsilp y  Torpee en 2012, en 

cultivos con microalgas marinas (Chlorella sp. y Nannochloropsis sp.). 

 

 Estos últimos autores lograron duplicar el contenido de lípidos cuando aumentaban 

gradualmente la intensidad de radiación lumínica. Algo similar ocurrió en los cultivos realizados 

con la microalga S21 a 20ºC, sin embargo a 10ºC y tras 20 días de incubación la cantidad de 

lípidos totales disminuyó de 19,3 a 10,7% (peso seco) bajo las mismas condiciones de radiación 

lumínica, lo cual podría deberse a la escasa viabilidad celular en la fase exponencial de 
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crecimiento,  afectando directamente la capacidad metabólica de la microalga y por consiguiente 

generando un efecto negativo en  la integridad celular y la polaridad de membrana. En este 

sentido, la intensidad lumínica ejerce un efecto positivo sobre la integridad celular, lo que se 

traduce en niveles aceptables de viabilidad a lo largo del tiempo (Hyka et al., 2013).  

 

 Hernández et al. (2014)  hablan de la importancia de las condiciones de cultivo sobre el 

sistema metabólico microalgal, y consideran la posibilidad de que exista un deterioro  y por tanto 

efectos negativos sobre el crecimiento y la integridad celular cuando las condiciones lumínicas 

no son las adecuadas. Tredici (2010) menciona la importancia de la iluminación en etapas iniciales 

de cultivo, puesto que en esta etapa de cultivo, es cuando la maquinaria fotosintética es más 

eficiente. En la misma línea, Guerrero et al. (1999) mencionan el importante papel estructural de 

los carotenoides, los cuales ayudan a mantener la integridad tridimensional de la maquinaria 

fotosintética dentro de las membranas tilacoidales en los cloroplastos, ya que ciertos carotenoides, 

como la luteína, son fundamentales para el adecuado ensamblaje de los complejos captadores de 

luz en todas las etapas de cultivo y por consiguiente un papel muy importante en la fotosíntesis. 

Esto podría dar una explicación  a la poca viabilidad encontrada en los cultivos con BIL a 10ºC, 

puesto que no se encontraron microalgas celularmente integras, debido a que no detectó actividad 

en la membrana celular. 

 

  El efecto de la radiación lumínica sobre la polaridad de membrana puede mostrarnos una 

señal sobre lo que ocurre a nivel intracelular bajo diferentes condiciones de cultivo; en este 

sentido, el efecto de la luz conlleva un aumento en la actividad metabólica. En nuestro estudio, se 

pudo establecer una relación entre la cantidad de lípidos totales obtenidos y el aumento de 

actividad metabólica en función de la polaridad de membrana. 

 

 Guschina et al. (2006) destacan la relación entre la actividad metabólica y la producción 

de lípidos, mencionando que existe una relación directamente proporcional entre la intensidad 

lumínica y la producción de ácidos grasos saturados; sin embargo numerosos autores establecen 
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unos límites, aludiendo a unas radiaciones lumínicas óptimas, pudiendo ocurrir una inhibición en 

la producción de lípidos por exceso de luz. (Gim et al., 2016; Bohutskyi et al., 2016;  Sathe et al., 

2016).   

 

 Es comprensible que la radiación lumínica ejerza un efecto positivo sobre los cultivos 

microalgales y sobre todo a nivel metabólico, lo cual a su vez dependerá de la microalga estudiada 

(Wahidin et al., 2013). En general, se obtienen mejores resultados cuando se favorece la 

fotosíntesis, muchos autores concuerdan que cada microalga necesita requerimientos lumínicos 

particulares. Gonzalez. (2014) menciona que las clorofitas poseen una gran capacidad de 

adaptación metabólica a las diferentes intensidades de radiación lumínica, debido a su alto 

contenido de carotenoides y xantofilas. En nuestro caso, hemos podido comprobar que la 

microalga S21 guarda una relación filogenética de 99% con las clorofitas. 

 

 Nuestra microalga estudiada mostró un aumento de polarización de membrana, viabilidad 

celular y un ligero aumento en la integridad celular a intensidades lumínicas más altas. El conocer 

la intensidad de radiación lumínica óptima para el crecimiento de un microorganismo autótrofo 

nos puede orientar a conocer en parte, las condiciones en las que se podría estimular la producción 

de lípidos, y/o otros metabolitos de interés biotecnológico. 

 

 

 Efecto del tiempo de cultivo 

 

 En el cultivo de microorganismos las diferentes fases de crecimiento son de vital 

importancia, en especial cuando se persigue un objetivo en concreto. Un campo muy estudiado 

es el cultivo de las microalgas y su utilización en Biotecnología. De hecho, cada vez es mayor el 

interés que genera la producción de lípidos a partir de microalgas centrándose las investigaciones 

fundamentalmente en las fases exponencial y estacionaria de crecimiento microalgal.  
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 Son numerosos los autores que afirman que la mayor tasa de acumulación de lípidos 

ocurre en la fase estacionaria de crecimiento y que la edad un cultivo afecta también al contenido 

y composición de los ácidos grasos de la biomasa (Fidalgo et al., 1998; Arias-Peñaranda et al., 

2013; Mansour et al., 2005; Liu et al., 2008; Chiu et al., 2009; Dos Santos et al., 2015; Xue et 

al., 2015; Sakarika et al., 2016; Pan et al., 2017) 

 

 Generalmente, la acumulación  lipídica de las microalgas durante la fase exponencial de 

crecimiento es  15% (peso seco), y esto se debe a que estos compuestos sólo se acumulan cuando 

las células se encuentran bajo condiciones de estrés fisiológico, lo cual generalmente está 

asociado a condiciones de limitación de nutrientes (nitrógeno, fósforo, luz, etc.) (Li et al., 2008); 

por otro lado,  Chiu et al. (2009) observaron que en los cultivos de Nannochloropsis oculata la 

acumulación de lípidos al pasar de la fase exponencial a la estacionaria aumentaba 

significativamente del 30,8% al 50,4%.  

 

 En nuestros ensayos la fase estacionaria comenzó aproximadamente a partir del día 15 de 

cultivo, detectándose valores de lípidos totales del orden de 23,1 - 27,1  y  44,1- 67,6 % (peso 

seco) en las fases exponencial y estacionaria respectivamente, en cultivos a 20ºC. Estos resultados 

concuerdan  con los obtenidos por Bigogno et al., 2002, quienes confirmaron  un alto contenido 

de triacilgliceroles (del orden del 43 % del total de ácidos grasos) en la microalga Parieto 

chlorisincisa durante en la fase exponencial, y del 77% (aún mayor) durante la fase estacionaria. 

Hsieh et al. (2009) comprobaron que Chlorella sp. aumenta  en casi un 80% la cantidad de lípidos 

en la fase de crecimiento estacionario respecto a la fase inicial de crecimiento; sin embargo estos 

autores advierten que la acumulación de lípidos no sólo depende de la fase estacionaria sino 

también del factor de estrés elegido para inducir dicha acumulación.  

 

 Si bien, esta afirmación se comprueba en numeras publicaciones ya mencionadas, 

también se puede decir que aun cuando el factor de estrés esté presente en todas las fase de cultivo, 

es sólo en la fase estacionaria donde se produce mayormente el efecto acumulativo de lípidos. 
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Como se comprueba en nuestros ensayos, los factores de estrés se incluyeron en las fases 

tempranas de crecimiento, y este hecho puede ejercer un efecto negativo sobre la viabilidad e 

integridad celular de las poblaciones microalgales. Todo esto puede comprometer la viabilidad 

del cultivo en el tiempo e incluso inducir a que el cultivo no supere la fase lag de crecimiento y 

por ende, a que el cultivo no alcance la fase estacionaria de crecimiento esperado. 

 

 Esta tendencia pudo ser observada en los cultivos de la microalga S21 a 20ºC, obteniendo 

un total de 27,1 % de lípidos en la fase exponencial de crecimiento frente a los 67,1 % de lípidos 

totales en la fase estacionaria. Sin embargo cuando el cultivo se llevó a cabo a 10ºC, los resultados 

fueron diametralmente opuestos, debido a que hubo mayor presencia de lípidos totales en la fase 

exponencial de crecimiento respecto a los encontrados en la fase estacionaria. Esto podría deberse 

a que el cultivo inicial a 10ºC, a pesar de la presencia de células altamente viables, las condiciones 

externas no eran las óptimas, ni favorecían el metabolismo celular, provocando una situación poco 

próspera para el crecimiento celular. Este hecho se pudo comprobar, puesto que tras 20 días de 

cultivo, la viabilidad celular a 10ºC fue menor que los observados a los 8 días de cultivo. 

 

 Una explicación a este fenómeno podría ser que, en la fase exponencial de crecimiento 

los nutrientes se encontraban en exceso y presentaban alta viabilidad celular, sin embargo esta 

condición debe estar en equilibrio con otros factores de crecimiento, y deben ser constantes en el 

tiempo, para asegurar la vida del cultivo.  

 

Numerosos autores aseguran que es en la fase estacionaria (la limitada en nutrientes) 

donde se producen la mayor acumulación de lípidos en relación a la fase exponencial de 

crecimiento donde no existe limitación de nutrientes (Rodolfi et al., 2009; Widjaja et al., 2009; 

Beal  et al., 2010; Ho et al., 2010; Praveenkumar et al., 2012), sin embargo, esta tendencia no se 

aplica a todas las microalgas. 
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 Martínez et al. (2014) y Pal et al. (2011) comprobaron que el incremento de la 

salinidad en cultivos con Nannochloropsis sp. favorece la acumulación de lípidos en microalgas 

en las primeras 72 horas de cultivo; es por ello que en un proceso a gran escala (en cultivos 

continuos) podría ser de gran interés mantener la fase exponencial de crecimiento sin necesidad 

de llegar a la fase estacionaria.  

 

 De acuerdo con esta afirmación, la fase de crecimiento requerida dependerá del 

objetivo que se persiga. Por ejemplo, durante la fase exponencial de crecimiento existe un gran 

consumo de nutrientes, por lo que, esta etapa puede ser prolongada y mantenida con la finalidad 

de tratar aguas eutrofizadas con alto contenido en materia orgánica, al contrario de lo que ocurre 

en  la fase estacionaria, donde se producen compuestos asociados a mecanismos de respuesta a 

condiciones de estrés como acumulación de lípidos, proteínas y otras moléculas, útil en caso de 

perseguir fines biotecnológicos (Valverde et al., 2016; Chang et al., 2016).  

 

Resulta, por tanto, interesante estudiar las estrategias de cultivo más efectivas de acuerdo 

al fin que se persiga. Así, en nuestro caso, determinar las condiciones óptimas de crecimiento, 

tiempo de duración y momento en que se inicia la fase estacionaria de la microalga S21 se podrían 

traducir en un aumento de la eficiencia de la producción de biomasa  y el aumento en contenido 

de lípidos.  

 

Por otro lado, hay que tener en cuenta aspectos importantes del objetivo biotecnológico 

que se persigue, es decir, en el caso de la búsqueda de lípidos para la producción de biodiesel, las 

propiedades y calidad de los lípidos es de vital relevancia. Así, para obtener biodiesel de buena 

calidad será necesario asegurarse que los lípidos contengan ácidos grasos de cadena larga y bajo 

grado de insaturación. De hecho, los más interesantes de acuerdo a esta afirmación son los ac. 

palmitoleico (16:1), oleico (18:1) y mirístico (14:0), puesto que éstos, permiten disminuir las 

emisiones tóxicas y mejorar las propiedades del biocombustible (número de cetano y estabilidad 
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oxidativa) sin comprometer sus características de flujo (punto de nube), viscosidad y lubricidad 

(Knothe, 2005; Mansour et al.,2005; Chisti, 2007; Schenk et al., 2008; Knothe, 2011).  

 

Se ha demostrado que, el tiempo de incubación no sólo afecta positivamente a la 

acumulación de lípidos en las microalgas, sino que también genera un cambio gradual en la 

composición de estos metabolitos. Dustan et al. (1993) demostraron con tres microalgas que, a 

medida que avanza la fase estacionaria de cultivo se van incrementando los triglicéridos, ácidos 

grasos saturados e insaturados, y  por consiguiente se produce una reducción de ácidos grasos 

polares.   

 

Alonso et al. (2000) observaron un comportamiento similar en cultivos con  

Phaeodactylum tricornutum; en sus ensayos observaron que si bien no se incrementaba la 

concentración de lípidos totales, si se obtenía un incremento de triglicéridos y una reducción de 

lípidos polares. Liu et al. (2016) observaron resultados similares, y comprobaron además que, una 

etapa de oscuridad  consigue un incremento en lípidos totales y a su vez de ácidos grados 

polinsaturados. Heidari et al. (2016) incluyen en sus ensayos con Chlorella vulgaris la limitación 

de nutrientes consiguiendo de este modo incrementar la cantidad de lípidos totales y la 

composición de estos. 

 

Otros estudios realizados con la microalga Isochrysis galbana (Fidalgo et al., 1998) 

demuestran la importancia del tiempo de cultivo en la producción de lípidos. Estos autores dividen 

la fase estacionaria en dos subestapas, la temprana y la tardía, demostrando en este caso, que la 

mayor concentración de lípidos polinsaturados se produce en la fase estacionaria temprana.  

 

Durmaz  et al. (2007) comentan que es en esta etapa del cultivo cuando la microalga 

activa e induce el metabolismo de compuestos con interés comercial y biotecnológico; llegado a 

este punto habría que hacer énfasis en que la producción de compuestos con interés 

biotecnológico dependerá del conocimiento específico del comportamiento de cada microalga 
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frente a las condiciones nutricionales y ambientales. Estos mismos autores, demostraron que N. 

oculata  produce diferentes concentraciones de esteroles dependiendo de la edad del cultivo y 

sobre todo de la fuente de nitrógeno utilizada.  

 

Guschina et al. (2006) concluyen que a mayor tiempo de cultivo se obtienen menores 

cantidades de lípidos polares. Este hecho también pudimos observarlo en nuestros ensayos, ya 

que, tanto a 10ºC como a 20ºC tras 20 días de cultivo, las proporciones de lípidos polares 

disminuyeron en comparación a los lípidos neutros. Datos que concuerdan además con los altos 

valores de polaridad de membrana obtenidos en comparación a los obtenidos en la fase 

exponencial de crecimiento. 

 

Se comprobó que, en los cultivos con  la microalga  Scenedesmus rubescens, la limitación 

de nutrientes en función del tiempo de cultivo pone de manifiesto un aumento de ac. oleico (de 

16% a 54%), así como una  disminución de los ácidos linoleico y linolénico (Tan y  Lin, 2011). 

Arias-Peñaranda et al. (2013) obtuvieron resultados similares en cultivos de Scenedesmus 

incrassatulus al observar un aumento del 78,8% en el contenido de ac. palmítico y del 133,4% de 

ac. oleico al pasar de 6 a 11 días de cultivo. 

 

Por tanto,  la composición bioquímica depende más de la fase de crecimiento, que de la 

disponibilidad de nutrientes, aunque esta última afirmación es discutible, debido a que muchos 

autores, concuerdan en que es la limitación de nutrientes la característica que mayor efecto ejerce 

sobre la producción de lípidos. En nuestros estudios se pudo observar que, en la fase estacionaria 

existía una mayor variedad de ácidos grasos con diferentes grados de insaturación en comparación 

a los encontrados durante  la etapa de crecimiento exponencial tanto a 10ºC como a 20C. 
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 Efecto de los nutrientes  

 

Los nutrientes tales como el nitrógeno y el fósforo resultan de suma importancia para el 

crecimiento y proliferación microalgal y su deficiencia limita la fotosíntesis de éstas. (Lampert & 

Sommer, 2007). 

 

 En el caso del fósforo, la limitación del crecimiento microalgal afecta directamente  a la 

replicación genómica y la síntesis de RNA. La limitación también puede afectar a la conversión 

de energía fotosintética, reduciendo la tasa de síntesis de proteínas en el cloroplasto (Gonzalez, 

2010). A nivel bioquímico, la limitación de nitrógeno influye directamente en la formación de 

aminoácidos, lo cual a su vez limita la traslación del mRNA y por lo tanto se reduce la síntesis de 

proteínas. Por otra parte, la eficiencia del fotosistema II (PSII) disminuye inicialmente como una 

consecuencia de la disipación térmica de la energía de excitación absorbida en el sistema 

enzimatico fotosintetico, derivando en una reducción de la tasa de fotosíntesis. (Barsanti & 

Gualtieri, 2014), resultando ser un efecto negativo en el proceso de fotosíntesis, y provocando un 

estrés interno.  

 

El efecto de la limitación de nutrientes está ampliamente estudiado, por ejemplo, con la microalga 

Chlorella vulgaris, Converti et al. (2009) y Yeh et al. (2011) coinciden en que la limitación de 

nitrógeno trae consigo un aumento en los lípidos totales; por otro lado, Widjaja et al. (2009) 

demostraron que la limitación de nitrógeno conlleva un aumento en la síntesis de triglicéridos, de 

esta manera la limitación combinada de nutrientes (N, K, P) podía favorecer la sintesis de lípidos 

en Chlorella sp. (Praveenkumar  et al., 2012) y en algunas especies del género Scenedesmus.   

 

 

Alonso et al. (2000) demostraron que la limitación de nitrógeno daba como resultado un 

efecto de aumento de lípidos totales en Phaeodactylum tricornutum; El-Sheek et al. (1995) 

pudieron constatar que en Chlorella kessleri, la limitación de fósforo se traduce en un incremento 
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significativo en la síntesis de ácidos grasos insaturados. Resultados similares obtuvieron Reitan 

et al. (19949 quienes demostraron que la limitación de fósforo en cultivos de Phaeodactylum 

tricornutum , Chaetoceros sp. y Isochrussis galbana inducía a aumentar la cantidad de lípidos 

totales y concretamente de los ácidos grasos C16:0 y C18:1. En 2010, Xin et al. demostraron que 

una limitación conjunta de nitrógeno y fosforo, era capaz de inducir un incremento de lípidos 

totales en Scenedesmus sp. 

 

 Los resultados obtenidos en nuestros ensayos realizados con la microalga S21 en el  

medio RLMo a dos diluciones de los nutrientes (20%  y 50% p/v) concuerdan con los descritos 

por muchos autores, entre ellos Shen et al. (2010); estos autores aseguran que la producción de 

lípidos se incrementa con la limitación de nutrientes. Así mismo, es un hecho constatable, que las 

microalgas incrementan su contenido de lípidos al ser sometidas a condiciones de estrés, en 

particular bajo restricciones de nutrientes (Gonzales y Magallanes, 2012).  

 

La enorme diversidad y la gran capacidad de las microalgas para proliferar en diversas 

condiciones extremas, comprueba que, en ocasiones puede existir un patrón inusual de 

comportamiento en la producción de lípidos obtenidos a partir de estos microorganismos (Sato et 

al., 2000), explicando de esta manera, que la modificación de factores ambientales y nutricionales 

en los cultivos de microalgas no provocara el mismo efecto en todas las microalgas, sino que 

variará en función de la naturaleza de cada microalga estudiada. 

 

 En esencia, la producción de la biomasa y triglicéridos microalgales requieren muchas 

veces, una reprogramación de las vías fisiológicas para estimular la biosíntesis de lípidos, lo que 

permite a las microalgas soportar las condiciones adversas (Bigogno et al., 2002).  

 

 Numerosos autores, describen que las condiciones nutricionales tienen un papel relevante 

en los cultivos microalgales, dependiendo éstos del grado de dilución y naturaleza química de los 
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nutrientes. En este sentido, Xin et al. (2010), comentan que es el nitrógeno el nutriente que más 

influye en la síntesis de lípidos.   

 

 Paes et al. (2016) destacan a la microalga Nannochloropsis oculata como una especie 

capaz de producir una gran cantidad de lípidos y que a su vez la diversidad de lípidos puede verse 

incrementado exitosamente, a través de la carencia de nitrógeno. Estos autores comentan, que los 

cultivos limitados en nitrógeno muestran una tendencia generalizada a incrementar el contenido 

de ac. grasos saturados y monoinsaturados a la vez que disminuir los poliinsatarados; por otro 

lado, al aumentar la concentración de este nutriente, se puede observar el efecto contrario, es decir 

se puede producir un incremento en la proporción de ácidos grasos poliinsaturados.  

 

En nuestros estudios, se evaluó la influencia que ejerce  la dilución del medio de cultivo 

sobre el crecimiento microalgal en función de la producción de biomasa y contenido de lípidos, 

observando que cuando se utilizó el medio RLMo al 50% se obtuvieron mejores resultados que 

cuando se realizaron los mismos ensayos con el medio sin diluir.  

 

En nuestros cultivos con la microalga S21 a 20ºC se apreció una leve diferencia en la 

producción de lípidos cuando se utilizaban las dos diluciones (20% y 50% p/v); esta diferencia 

pudo detectarse en ambas fases (estacionaria y exponencial), encontrándose mayor concentración 

en peso seco de lípidos totales en los ensayos realizados con el medio al 50% de dilución, respecto 

a los obtenidos cuando se realizó el mismo ensayo a 10ºC. En este último caso, es decir, a 10ºC, 

únicamente se apreció una diferencia significativa en la producción de lípidos en la fase 

exponencial de crecimiento.  

 

Este comportamiento podría deberse a que 10ºC no era la temperatura óptima de 

crecimiento para la microalga S21 lo que conllevó una pérdida de viabilidad en las poblaciones 

celulares a los 20 días de cultivo. Si bien, era de esperar, que a menor concentración de nutrientes 

se viese favorecida la producción de lípidos y biomasa, se comprobó que una limitación extrema 
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no era favorable; en este caso,  cuando se utilizó el medio de cultivo RLMo al 20% de sus 

nutrientes, obtuvo una baja producción de biomasa, y por consiguiente afectando directamente la 

capacidad de sintetizar metabolitos como lípidos y pigmentos.  

 

 Algunas microalgas tales como Nannochloropsis sp. perteneciente a la familia de las 

Eustigmataceae, en un medio limitado en nitrógeno y  tras 5 días de cultivo, es capaz de producir 

lípidos neutros, tales como el acido mirístico (2,9 %), palmítico (19,8 %), palmitoleico (15,1 %) 

y oleico (6,8 %) (Rodolfi et al., 2009).  

 

 Por otro lado, en relación la intensidad de luz y la disponibilidad de nitrógeno, esta 

microalga presentó además, un comportamiento singular: es capaz de incrementar la acumulación 

de los ácidos grasos tales como palmítico y oleico en condiciones limitadas de nitrógeno sin 

importar  la intensidad lumínica y la salinidad; además se pudo comprobar que, cuando los 

cultivos presentaban altas concentraciones de nitrógeno, junto a altas intensidades de luz y 

salinidad, se producía un incremento en la acumulación de estos lípidos, pero a la vez una 

disminución de los ácidos grasos poliinsaturados (linoleico, araquidónico, eicosapentanoico) (Pal 

et al., 2011). Esto demuestra la diversidad de patrones de comportamientos microalgales, en 

relación a la producción lipídica y/o condiciones de cultivo.  

   

 Yeh y Chang (2012) observaron que bajo condiciones fotoautotróficas y 

fotoheterotróficas, la disminución del nitrógeno en el medio de cultivo, tiene un importante papel 

en la acumulación de los ácidos grasos palmítico y oleico, y a su vez,  en la disminución los ácidos 

grasos poliinsaturados . En general, en la mayoría de las especies de microalgas, el contenido 

celular en ácidos grasos aumenta en condiciones de crecimiento limitado (Roessler, 1990; Reitan 

et al., 1994), especialmente de ácidos grasos de neutros, saturados y monoinsaturados.  

 

 Sin embargo en nuestros estudios con ambas diluciones no se pudo apreciar una diferencia 

significativa en la acumulación de ácidos grados saturados e insaturados, sino que fue el tiempo 



 
 
 
 
 
 
Discusión 

 

| 257 

de cultivo el único factor que marcó dicha diferencia. Este hecho podría deberse al carácter 

oligotrófico de la microalga S21, ya que ha sido aislada de una laguna de alta montaña, con 

marcadas condiciones oligotróficas (Carrillo et al., 1989; Echevarría et al.,1990; Sánchez-Castillo 

et al., 2008).   

 

 Nuestra microalga S21, al ser aislada de un ambiente con escaso contenido de nutrientes, 

es decir, un ambiente oligotrófico, podría dar una explicación al efecto reducido de estrés cuando 

se cultiva bajo condiciones reducidas de nutrientes,  por lo que si atribuimos que el estrés es un 

factor importante en la formación de lípidos, ésta podría ser una explicación, del porqué se 

obtuvieron resultados similares de concentración de lípidos neutros, cuando se ensayaron ambas 

diluciones. 

 

 

 

  

 Efecto de la temperatura  

 

 Las variaciones de temperatura provocan cambios en la velocidad de crecimiento, en el 

contenido de lípidos y en la composición de los ácidos grasos en el interior de la célula microalgal, 

y a su vez, estos efectos son específicos para cada especie. La temperatura es uno de los factores 

ambientales que más afectan el crecimiento y desarrollo de los organismo vivos. El crecimiento 

de microalgas depende también de la temperatura, por lo que se requiere conocer cuál es el valor 

óptimo para lograr una tasa máxima de crecimiento.  

 

 Los sistemas fotosintéticos siempre generan calor a causa de la ineficiencia de la 

fotosíntesis para convertir la energía luminosa a energía química (Bholase, 2004). La conversión 

teórica de la luz roja en energía química es de un 31%,  y el 69% restante se pierde como calor. 

Es por esto, que el enfriamiento en un sistema de cultivo dependerá de la intensidad de la radiación 
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lumínica y de la concentración celular, sin embargo, los procesos de enfriamiento en caso de 

cultivo en biorreactores únicamente es utilizado en sistemas cerrados (Andersen, 2005).  

 

 La temperatura óptima para el cultivo de microalgas, se encuentra generalmente 

comprendido entre valores de 20 y 24 °C, no obstante, estas temperaturas pueden variar 

dependiendo del medio de cultivo, la especie, radiación lumínica y la microalga utilizada. 

Comúnmente, los cultivos de microalgas toleran temperaturas de entre 16 y 27°C, así, 

temperaturas inferiores a 16°C, provocan una disminución del crecimiento, mientras que una 

temperatura superior a los 35°C resulta ser letal para un gran número de especies (Mehlitz, 2009).  

 

 Son numerosos los trabajos que advierten, de la importancia de optimizar las temperaturas 

de los cultivos microalgales, con objeto de lograr un crecimiento óptimo. En relación a nuestra 

microalga S21 es importante tener en cuenta que fue aislada de un ambiente psicrofilo (3-10ºC), 

no obstante, en nuestros ensayos a varias temperaturas, se determinó que su temperatura óptima 

de crecimiento es cercana a los 20ºCy 25ºC, convirtiéndola en una microalga psicrotolerante, ya 

que es capaz de proliferar a 10ºC.  

 

 De igual modo, Rusell et al. (2003) describen claramente cómo algunas microalgas son 

capaces de crecer incluso a 0ºC, aun cuando su temperatura óptima de crecimiento ronde los 20 a 

25ºC. Dauta et al. (1990) demostraron que en algunos casos, si bien la temperatura óptima de 

crecimiento de algunas clorofitas se encuentra entre los 20 y  30ºC, éstas tienen la capacidad de 

crecer y proliferar a temperaturas cercanas a 10ºC. Cao et al. (2016) describen varias microalgas 

cercanas a Chlorella sp., cuyas temperaturas óptimas de crecimiento fluctúan entre 3 y 27ºC. 

Gerloff-Elias et al. (2006) por otro lado, comprobaron  que  el  crecimiento  de Chlamydomonas 

acidophila disminuye a  medida que  la temperatura  se  incrementa  a  partir  de  20ºC, aun siendo 

esta su  temperatura  optima de crecimiento. 
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 En nuestros estudios, se pudo observar una clara diferencia en la producción de biomasa, 

entre los cultivos realizados a 20 y 10ºC, siendo los cultivos a  20ºC, donde se obtuvieron los 

mejores resultados. Sin embargo, fue sólo en la fase de crecimiento estacionario donde, sí se pudo 

observar una diferencia significativa entre ambas temperaturas, apreciándose que en la fase 

exponencial los resultados de lípidos totales, viabilidad y polarización de membrana fueron muy 

similares; sin embargo, en la fase de crecimiento estacionaria (tras 20 días de cultivo) los niveles 

de lípidos totales aumentaron, como también la cantidad de ácidos grasos saturados e insaturados.  

 

 Como se mencionó anteriormente, estos resultados concuerdan con el estado fisiológico 

de la microalga, existiendo mayor cantidad de células viables con la capacidad de homeostasis 

intacta en los cultivos realizados a 20ºC,  en comparación a los resultados obtenidos en los ensayos 

a 10ºC.   

 

 La disponibilidad de carbono también se ve afectada por la temperatura, puesto que está 

directamente relacionada con disociación de las moléculas de carbono, influyendo así, en la 

disponibilidad de este nutriente para la fotosíntesis  (Kommareddy y Anderson, 2003).  Sin 

embargo, si existe fuente de carbono en exceso, el efecto de la radiación lumínica, como factor 

limitante en la fotosíntesis resulta ser  insignificante (Pulz, 2001).  

 

 Esta afirmación no concuerda con los resultados obtenidos en nuestros ensayos, donde la 

temperatura sí fue un factor importante, puesto que los cultivos disponían de fuente de carbono 

en exceso y constante. Los valores de crecimiento y obtención de biomasa obtenidos en nuestros 

ensayos coinciden con los resultados obtenidos por numerosos autores y en especial con 

microalgas tales como Chlorella sp. y Nannochloropsis sp. (James et al., 1989) en las que la 

temperatura induce un efecto positivo en  la  fotosíntesis  (Raven et  al., 1988;  Lacour et al., 

2016). 
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 Por otro lado, los cambios en la temperatura, también pueden provocar alteraciones en 

muchas de las rutas metabólicas, incluyendo la biosíntesis de los carotenoides. Se han observado 

efectos sobre la síntesis de pigmentos de Chlorella zofingiensis, cuando se incrementó la 

temperatura de los cultivos, dando lugar a cambios en la eficiencia de absorción, asociados a una 

variación en el tamaño celular y los niveles de pigmento (Cordero et al., 2010).  

 

 De acuerdo a Del Campo et al., (2004), la acumulación celular de luteína y astaxantina 

en Muriellopsis sp. aumenta cuando se cultiva a una temperatura superior a 33°C; sin embargo el 

nivel volumétrico se incrementa hasta seis veces cuando la temperatura de cultivo es de 28°C. A 

temperaturas mayores, la división celular se ve afectada, no así la síntesis de proteínas. También 

se ha demostrado que algunas microalgas aumentan la acumulación de carotenoides a medida que 

aumenta la temperatura del cultivo en comparación con la tasa de producción de carotenoides 

obtenida a la temperatura óptima de crecimiento de 28°C (Mosqueda-Cano y Gutiérrez-Corona, 

1995). 

 

 Los ensayos  realizados para promover la síntesis de lípidos a pequeña escala, determinan  

que bajo condiciones limitantes de nitrógeno se puede producir un efecto positivo o negativo 

sobre la microalga y/o una gran variación en el contenido de lípidos y su perfil de ácidos grasos, 

lo cual dependerá de la naturaleza de la microalga elegida.  

 

 Algunas especies del género Chlorella acumulan lípidos totales e incluso almidón, en 

condiciones de deficiencia de nitrógeno, mientras que otras acumulan lípidos predominantemente 

neutros (Illman et al., 2000). Las microalgas son, por tanto, un grupo diverso de microorganismos 

fotosintéticos con una estructura simple, lo que permite el rápido crecimiento celular y por lo 

tanto una mayor producción de biomasa (Huang et al.,2009).  

 

 Si hablamos de condiciones generales, muchos autores concuerdan en que una limitación 

de nutrientes incluyendo la luz, llevan a un microorganismo fotosintético a un cierto nivel de 
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estrés, lo que puede derivar en diferentes rutas metabólicas que dan lugar a la producción de 

lípidos y proteínas. En nuestros ensayos fueron precisamente el tiempo de cultivo y la cantidad 

de radiación lumínica los factores que más influyeron en la producción de lípidos, actividad 

metabólica y producción de biomasa.  

 

 No obstante, hay autores que consideran que el efecto de la temperatura es insignificante 

(Pulz, 2001), afirmación que no concuerda con nuestros datos, donde si se comprobó que la 

temperatura ejerce un efecto positivo o negativo sobre la producción de biomasa y lípidos.  
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De acuerdo con los resultados obtenidos a lo largo de todos los ensayos así como con la revisión 

bibliográfica llevada a cabo, se presentan las siguientes conclusiones, respecto al estudio de 

microalgas aisladas de la laguna de La Caldera de Sierra Nevada (Granada): 

 

1. Los cuerpos de agua de sistemas lagunares de Sierra Nevada, concretamente de la laguna 

de La Caldera, presentan microorganismos fotosintéticos de las clases 

Eustigmatophyceae, Bacillariophyceae, Trebouxiophyceae y Chlorophyceae. 

 

2. A partir de los medios de cultivo descritos en diversas publicaciones para el cultivo de 

microorganismos fotosintéticos se diseñó  un medio de cultivo denominado RLMo el cual 

cumple con los requisitos nutricionales para el crecimiento de dichos microorganismos 

 

3. La metodología de superficie de respuesta (RSM), como herramienta estadísticamente 

útil para la determinación de parámetros óptimos fisico-químicos en el diseño de medios 

de cultivo, permitiendo optimizar los factores que influyen en el crecimiento de 

microorganismos fotosintéticos. 

 

4. La obtención de un modelo matemático predecible a partir de la información obtenida en 

la metodología de superficie de respuesta (RSM) permite el diseño de cultivos a mayor 

escala y la optimización en la producción de metabolitos secundarios con interés 

biotecnológico. 

 

5. Cada una de las microalgas aisladas y posteriormente seleccionada en este trabajo, 

requieren condiciones nutricionales específicas en función de la temperatura, y cantidad 

de luz proporcionada con objeto de obtener una biomasa con alto valor biotecnológico. 

 

6. Cada una de las microalgas aisladas y posteriormente seleccionadas en este trabajo, 

obtenidas de la laguna de La Caldera generaron mayor producción de biomasa cuando 

fueron cultivados con el medio RLMo al 50% de sus componentes nutricionales. 
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7. A pesar de que las microalgas aisladas en este trabajo fueron obtenidas a temperaturas 

medias de 10ºC, fueron capaces de crecer y proliferar mejor a 20ºC, obteniéndose los 

mejores resultados de producción de biomasa a esta última temperatura. 

 

8. La microalga S21 próxima taxonómicamente a las Clorofitas y concretamente a 

Chlorococcum minutum; fue la que generó los mejores valores de velocidad de 

crecimiento y obtención de biomasa. 

 

9. La microalga S21 -si bien fue aislada a temperaturas cercanas a 10ºC- su óptimo de 

crecimiento fue a 20ºC convirtiéndola en un microorganismo fotosintético 

psicrotolerante. Esta microalga ademásfue capaz de crecer y desarrollarse mejor con el 

medio de cultivo RLMo al 50% de sus nutrientes en relación al medio sin diluir. 

 

10. En los procesos de cultivo de las microalgas estudiadas, en general, cuando se les 

proporcionan las condiciones de cultivo favorables en la fase lag y exponencial se asegura 

la viabilidad celular en la fase estacionaria, lo que conlleva una mayor producción de 

biomasa y metabolitos secundarios. 

 

11. La microalga S21 fue capaz de acumular mayor cantidad de lípidos en la fase estacionara 

de crecimiento en relación a la fase exponencial. Las mayores cantidades de lípidos 

totales obtenidas fueron del 67,6% respecto a su peso seco, siendo las mejores 

condiciones de cultivo a 80 W/h*m2 con medio RLMo al 50% de dilución y temperatura 

de 20ºC. 
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- Publicaciones 

 

Andrade, L., J. González-López., M. Fenice., M.V. Martínez-Toledo., C. Pesciaroli., P. Maza-

Márquez., B. Juárez-Jiménez. 2014. Application of Response Surface Methodology 

(RSM) for Culture Conditions and Biomass Production of Psychrophilic Microalgae 

Isolated from High Mountains Lake During the ice-free Season. International Journal of 

Environmental Research. 8:  799-812.  

 

 

En proceso de redacción, publicación sobre el contenido de la 2 parte de los resultados sobre la 

viabilidad y estado de polarización de membarana de la mciroalga S21.  

 

 

- Publicaciones Indirectas relacionados con el proyecto de tesis. 

 

Reboleiro-Rivas, P., Juarez-Jiménez, B., Martinez-Toledo, M. V., Rodelas, B., Andrade, L., 

Gonzalez-Lopez, J., & Fenice, M. (2013). Bacterial communities’ structure in a high 

mountain lake during the ice-free season: Cultural and PCR-TGGE investigations. 

International Journal of Environmental Research, 7, 3: 685–696. 

Maza-Márquez, P., Martinez-Toledo, M. V., Fenice, M., Andrade, L., Lasserrot, A., & Gonzalez-

Lopez, J. (2014). Biotreatment of olive washing wastewater by a selected microalgal-

bacterial consortium. International Biodeterioration and Biodegradation, 88, 69–76.  

 

- Aporte a congreso. 

Exposición panel informativo en XXIII Congreso Nacional de Microbiología, Salamanca, 

2011. “ Cultivo y asilamiento de microalgas aisladas de lagunas de alta montaña” 
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