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RESUMEN 

 

 

 

El aumento de la demanda energética en el mundo y el acelerado agotamiento de los 

combustibles fósiles han  hecho necesarias las investigaciones dedicadas al desarrollo de 

fuentes de energía renovables y amigables con el medio ambiente, la mejor alternativa 

hasta la fecha son los biocombustibles a partir del aceite de diversas materias primas.  

Las microalgas son consideradas como una materia prima adecuada para la 

elaboración de biodiesel debido a varios factores entre ellos está su alto contenido lipídico, 

son capaces de fijar el CO2 del medio ambiente, poseen una tasa de reproducción muy 

acelerada y que pueden crecer un amplio rango de temperatura, pH y disponibilidad de 

nutrientes, por lo que en esta investigación se aislaron dos especies de microalgas de la 

zona costera de Sonora, Aphanocapsa sp. y Oscillatoria sp. las cuales se cultivaron en dos 

medios de cultivo con diferente fuente de nitrógeno (urea y nitrato de sodio) para 

posteriormente determinar la cantidad de lípidos producido por estas microalgas y analizar 

su potencial uso para producción de biodiesel.  

La  concentración de biomasa más elevada para Aphanocapsa sp se registró en el 

medio con urea con 164.335 mg/L en promedio, mientras que en el caso de Oscillatoria sp. 

fue en el medio f/2 con  152.778 
 
mg/L.  

La mayor concentración de lípidos totales se encontraron en el medio modificado 

con urea para ambas especies de microalgas, con 19.81%  para Aphanocapsa sp. y 22.73% 

para Oscillatoria  sp. 

En base a los resultados obtenidos en esta investigación  se puede afirmar que para 

estas dos especies de microalgas, en el medio modificado con urea se genera la cantidad 

más elevada de lípidos totales, también es posible considerar a estas especies de 

cianobacterias con suficiente potencial para su uso como biocombustible. 
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I. INTRODUCCIÓN 

 

 

El cambio climático es una de las problemáticas más importantes a la que nos enfrentamos 

en la actualidad, debido principalmente a la sobreexplotación de los recursos naturales no 

renovables y al uso desmedido de combustibles fósiles. Entre los efectos más severos 

encontrados tenemos el continuo aumento de gases de efecto invernadero que provocan  la 

elevación de la temperatura del aire y de los océanos, el deshielo de los glaciares, 

desestabilización de las precipitaciones pluviales, eventos climáticos extremos, entre otros 

(Loera-Quezada y Olguín, 2010). 

Por lo tanto, desde hace varios años muchas de las investigaciones se han dedicado al 

desarrollo de fuentes de energía renovables y amigables con el medio ambiente que puedan 

remplazar el consumo parcial o total de petrodiesel, la mejor alternativa hasta la fecha son 

los biocombustibles (Stratta, 2000; Barraza et al., 2009). En la actualidad, los 

biocombustibles en los que se ha invertido más recursos y esfuerzo en su desarrollo son el 

etanol obtenido de la caña de azúcar y del maíz, así como el biodiesel a partir de 

oleaginosas como soya, canola, girasol, ajonjolí y  palma (Calvo, 2006); sin embargo, la 

producción de biocombustibles en base a dichas materias primas no se considera 

sustentable a largo plazo, debido a que requieren enormes cantidades de agua dulce y de 

tierra fértil como cualquier cultivo agrícola. Al final la conversión de pastos y tierras de 

reserva para la producción de agrocombustibles liberará mucho más carbono del que se 

puede evitar con el uso de combustibles alternativos (Lobato, 2009). 

Las microalgas, en cambio, son consideradas como una materia prima adecuada para 

la elaboración de biodiesel debido principalmente a su alto contenido lipídico superior al 

de muchas plantas oleaginosas (Chisti, 2007). Entre otras de las ventajas tenemos que estos 

microrganismos marinos no requieren de grandes volúmenes de agua dulce para su cultivo; 

pueden crecer en un amplio rango de temperaturas, pH y disponibilidad de nutrientes; 

contribuyen a la fijación del CO2 del medio ambiente; su crecimiento es independiente de 

la estacionalidad y de la fertilidad del suelo; su biodiversidad es enorme y sus tasas de 

reproducción sumamente elevadas (Patil et al., 2008; Schenk et al., 2008).  

Actualmente se cuentan con un sin número de investigaciones que se han realizado 

en todo el mundo relacionadas a la producción de biodiesel a partir de microalgas como 

Dunaliella, Chlorella, Nannochloropsis, Nannochloris, Botryococcus, entre otras 

(Arredondo y Vázquez-Duhalt, 1991) y diariamente se obtiene información nueva. En el 
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laboratorio muchas especies de microalgas son capaces de aumentar su velocidad de 

crecimiento y reproducción, así como producir altas cantidades de lípidos si son sometidas 

a condiciones de estrés tales como el aumento de la temperatura o la limitación y/o 

modificación de los nutrientes en su medio (Darley, 1987).  

La elección de la especie es el paso más importante en la elaboración de biodiesel a 

partir de microalgas pues es el primer eslabón de la cadena en todo este proceso. México es 

un país con  condiciones climáticas y ambientales muy variadas, por lo que es importante 

que las investigaciones actuales en este tema se dirijan hacia la selección de las mejores 

cepas capaces de desarrollarse en dichos ambientes y al establecimiento de estrategias de 

cultivo eficaces que hagan posible la obtención de una mayor biomasa con altas cantidades 

de lípidos por célula.  

Por tal razón, esta investigación está enfocada al aislamiento de microalgas 

endémicas de la costa de Sonora  y su posterior cultivo bajo condiciones de laboratorio, 

utilizando el medio f/2 (Guillard y Rhyter, 1962) y el medio f/2 modificado en el que se 

emplea la urea como fuente de nitrógeno, así como la determinación de su contenido 

oleaginoso con la finalidad de evaluar su potencial para la producción de biodiesel. 
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II. ANTECEDENTES 

 

 

II.1. Características y Aplicaciones de las Microalgas 

 

Las microalgas son organismos fotosintéticos no vasculares que contienen clorofila a y 

poseen estructuras reproductoras simples (Trainor, 1978). Son los organismos más diversos 

en cuanto a su tamaño, forma y función ecológica; pueden formar colonias o cadenas 

aunque por lo general se encuentran de manera unicelular. Forman parte de la cadena 

trófica como los productores primarios de los océanos y determinan la productividad 

para todas las comunidades (Andersen, 2005).  

Existen en casi todos los hábitats pero la mayoría pertenecen a hábitats acuáticos 

(marinos y dulceacuícolas), aunque algunas crecen en superficies húmedas como suelo, 

rocas y en la corteza de los árboles (McClintock y Baker, 2001). Actualmente se conocen 

más de 40 000 especies descritas, aunque se estima que el número total de especies de 

microalgas existentes en el planeta debe superar las 300 000 (Dawes, 1991; Garibay-

Hernández et al., 2009).   

La composición química de las microalgas es muy variada, ya que depende de la 

especie, las condiciones ambientales y de cultivo, la fase de crecimiento, la calidad del 

agua, entre otros factores (Chisti, 2007; Khoeyi et al., 2011).  La biomasa de una 

microalga promedio está constituida  aproximadamente por  40-50% de proteínas, 20-

30% de lípidos, y el resto dividido entre los carbohidratos y otros compuestos  

(Borowitzka, 1988). 

Estos organismos contienen grandes cantidades de pigmentos esenciales que 

transforman en compuestos complejos mediante el proceso de fotosíntesis;  al mismo 

tiempo regulan los niveles de CO2  de la atmósfera produciendo aproximadamente el 40 al 

50% del Oxígeno atmosférico y ayudando así a controlar los gases  invernadero y el 

deterioro de la capa de ozono  (Benneman, 1977; Chisti, 2007). Además se ha demostrado 

que son organismos muy útiles para la biorremediación de aguas contaminadas con 

metales pesados, cantidades elevadas de nitrógeno y otras partículas (Ferrera et al., 

2006). 

Es incuestionable la relevancia económica de las microalgas debido a la alta gama 

de componentes nutricionales que poseen,  desde hace varias décadas se utilizan en la 

acuacultura como alimento vivo para especies de moluscos, peces y crustáceos de gran 
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interés comercial; también para la alimentación  de especies como rotíferos, Artemia y 

copépodos (Castro-Barrera et al., 2003).  

Recientemente la industria química  ha demostrado gran interés en estos organismos 

para la producción de vitaminas, proteínas y suplementos nutricionales; además de la 

obtención de compuestos como polisacáridos, lípidos, pigmentos, esteroles, enzimas, 

antibióticos, entre otros (Olvera-Ramirez et al., 2000) y desde hace pocos años utiliza la 

biomasa microalgal rica en aceites para la elaboración de biocombustibles. 

 

 

II.2. Diesel  y Biodiesel 

 

La energía es un factor indispensable  para el desarrollo de los países, sin embargo el 

sistema energético mundial está basado en el petróleo y sus derivados lo que no es 

sostenible a largo plazo debido principalmente a los impactos ambientales que genera, la 

desigualdad en su distribución y el alza de los precios.  

Esta fuente de energía no renovable ya da señales de su agotamiento en gran parte de 

las reservas mundiales y su demanda va en aumento de forma acelerada al mismo tiempo 

que se incrementa la población y crecen las ciudades; se estima que la tasa de caída anual 

en cuanto a producción corresponde a un 5% lo que indica que a este paso terminaría por 

agotarse dentro de aproximadamente 60 años (Ballenilla, 2004; Chisti, 2007).  

El biodiesel es un combustible renovable que se deriva de lípidos naturales como las 

grasas animales o los aceites vegetales a través de un proceso de transesterificación. Es una 

fuente de energía limpia, de calidad y económicamente viable, que además contribuye a la 

conservación del medio ambiente, por lo que representa una alternativa para sustituir 

parcial o totalmente al diesel fósil (Chisti, 2007).   

El uso del biodiesel ofrece un gran número de ventajas tanto al medio ambiente 

como a los vehículos por ser biodegradable, menos inflamable en comparación al diesel y 

no posee partículas contaminantes como el azufre lo que disminuye las emisiones de gases 

de efecto invernadero a la atmósfera.   

De igual manera existen inconvenientes ya que su poder calórico es menor al del 

petrodiesel lo que exige un mayor consumo y disminuye la potencia de los vehículos, 

presenta una mayor viscosidad que ocasiona que a temperaturas muy bajas se produzcan 

obstrucciones en los motores y si se utiliza en estado puro disuelve empaques de ciertas 

partes del motor por lo que se deben realizar modificaciones para evitar fugas (Barraza et 
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al., 2009; Toledo, 2009). 

 

II.3. Fuentes de Biodiesel 

 

La primera fuente de aceite utilizada para elaborar biodiesel fue las grasa animal, 

especialmente la de animales de granja como la grasa de vaca, cerdo y gallina. Sin 

embargo, debido a la poca productividad, la purificación del aceite y la baja calidad del 

biodiesel obtenido es muy poco recomendable su uso.  

Las materias primas más utilizadas para la producción de biodiesel han sido los 

aceites vegetales provenientes de los cultivos de  plantas oleaginosas que son cultivadas 

para el consumo humano, la variedad de semillas que se pueden utilizar es enorme. La 

producción de biodiesel de la Unión Europea proviene casi en su totalidad del aceite de 

canola en los países del norte y del aceite de girasol en la zona del mediterráneo, mientras 

que en Estados Unidos su principal fuente es el aceite de Soya. En los países tropicales y 

subtropicales se obtiene del aceite de palma y semillas como el coco, maíz, cacahuate, 

entre otras  (Lascarro, 2005).   

Se ha puesto en duda la utilización de estas las plantas como materia prima principal 

para la producción de biodiesel debido a ciertos inconvenientes, entre los que destacan los 

largos períodos de producción que necesitan para alcanzar un tamaño apropiado de 

cosecha, además dependen bastante de las condiciones climáticas y la ubicación 

geográfica; a pesar de ser plantas oleaginosas el rendimiento lipídico de éstas oscila entre 

el 3 y  5 % del total pues por lo general sólo la semilla es la que contiene los aceites; 

requieren grandes terrenos fértiles para su cultivo y enormes cantidades de agua dulce para 

su riego, además de la utilización de fertilizantes. 

El aceite de reuso tanto animal como vegetal es una de las alternativas más 

conocidas, es la materia prima más barata pues no se requiere un proceso de extracción de 

aceite, simplemente se utiliza un sistema de recolección, purificación y su transformación a 

biodiesel  (Zhang et al., 2005). Por lo general los aceites residuales provenientes de las 

industrias, negocios de comida y de los hogares  son vertidos directamente en los desagües 

contaminando el agua y causando problemas para su depuración, pero su utilización para 

elaborar biocombustibles resolvería ese problema. Aunque la calidad y cantidad del 

biodiesel que se obtiene de estos aceites varía mucho, es una excelente alternativa que se 

implementa desde hace algunos años en varios países (Hanna et al., 2005). 
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Además de los cultivos vegetales convencionales actualmente se investiga bastante 

sobre la utilización de cultivos marginales para la extracción de aceites. Son plantas que no 

se consumen como alimento y se caracterizan por tener semillas con altas cantidades de 

lípidos, son plurianuales con períodos de cosecha relativamente cortos, no requieren 

grandes cantidades de agua dulce, crecen en terrenos poco fértiles en los que no crece 

prácticamente ninguna otra planta y son resistentes a variaciones climáticas. Entre las 

especies más conocidas se encuentran Jatropha curcas, Vernicia fordii, Ricinus communis, 

Calophyllum inophyllum, entre otras (Berchmans y Shizuko, 2008). 

Sin embargo, todas estas fuentes de aceite no son suficientes para satisfacer la 

demanda mundial de combustible por lo que se siguen buscando nuevas alternativas, 

entre las más prometedoras se encuentran las algas, bacterias y en especial las 

microalgas (Knothe et al., 1997). 

 

 

II.4. Fitoplancton y Lípidos 

 

El contenido lipídico en las microalgas varía bastante entre las distintas especies (Tabla I), 

por lo general se mantiene entre el 20-50% del total de la biomasa seca  aunque existen 

microalgas oleaginosas en las que se ha encontrado hasta un 80% de aceite (Chisti, 2007).  

Los  triglicéridos  son  los  lípidos  más abundantes en la microalga  llegando a 

constituir hasta el 80% del total de la fracción lipídica total pues actúan como fuente 

y reserva de energía en la división celular, mantenimiento de la membrana y otras 

funciones fisiológicas importantes; se acumulan  principalmente durante la fase 

estacionaria  en forma de gotitas de aceite en el citoplasma. La otra clase de lípidos 

presentes en las microalgas son en su mayoría fosfolípidos que forman parte de la 

membrana celular y son acumulados durante la fase exponencial del crecimiento 

microalgal (Darley, 1987; Hu et al., 2008). 

La cantidad total de ácidos grasos  en la microalga es específica para cada especie, y 

también está ligada a ciertas condiciones como la intensidad de la luz, la salinidad, el pH, 

la temperatura,  la concentración de nitrógeno y otros nutrientes en el medio de cultivo 

(Darley, 1987; Álvarez y Lechado, 1989). Sin embargo, si se modifica o limita alguno de 

estos parámetros el alga reacciona al estrés acumulando grandes cantidades de compuestos 

que necesite (Odum, 1971; Rodolfi et al., 2009).  
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Un ejemplo de esto, ocurre al disminuir las cantidades de nutrientes como el 

nitrógeno en el medio de cultivo lo que limita la capacidad de crecimiento de las 

microalgas e imposibilita la síntesis de proteínas, pero en algunas especies provoca que se 

produzca un aumento del contenido lipídico en poco tiempo para evitar el estrés oxidativo 

(Schneider  y Roessler, 1994). 

 

 

Tabla I. Contenido de lípidos de diversas especies de microalgas (Chisti, 2007). 

 Especies Contenido de aceite (%) 

Botryococcus braunii 25–75 

Chlorella sp. 28–32 

Crypthecodinium cohnii 20 

Cylindrotheca sp. 16–37 

Dunaliella primolecta 23 

Isochrysis sp. 25–33 

Monallanthus salina 20 

Nannochloris sp. 20–35 

Nannochloropsis sp. 31–68 

Neochloris oleoabundans 35–54 

Nitzschia sp. 45–47 

Phaeodactylum tricornutum 20–30 

Schizochytrium sp. 50–77 

Tetraselmis suecica 15-23 

 

 

 

II.5. Fitoplancton para la Producción de Biodiesel 

 

Fue a principios de los 70’s cuando la crisis del petróleo se hizo evidente y se elevaron 

los costos de la energía, se comenzó a desarrollar una tecnología para la obtención de 

combustibles a partir de fuentes biológicas renovables. A mediados de esa década  los 
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investigadores demostraron interés en el fitoplancton como una posible materia prima de 

buena calidad y una posible solución a la crisis energética a futuro; lamentablemente los 

altos costos de los procesos para transformar la biomasa microalgal en  biocombustibles y 

las limitaciones de las investigaciones de esa época desalentaron el desarrollo comercial 

de esta alternativa. Sin embargo los estudios continuaron durante  la década de los 80 

hasta la actualidad y los resultados obtenidos han permitido el contemplar esta materia 

prima como algo factible a gran escala superando a los cultivos tradicionales (Li, 2008). 

A diferencia de los cultivos de plantas tradicionales, los cultivos microalgales a 

gran escala son más simples y baratos, se usan microalgas marinas que no requieren  

agua dulce y pueden cultivarse todo el año, con cosechas constantes en cuestión de días 

debido a su crecimiento exponencial. No necesitan grandes terrenos fértiles porque son 

fácilmente cultivables en estanques, fotobiorreactores y tanques que se pueden adecuar 

en zonas no utilizadas. Sólo requieren de una fuente de luz ya sea natural o artificial, 

nutrientes de fácil disponibilidad y una fuente de carbono como el CO2, no necesitan de 

herbicidas ni pesticidas; se pueden cultivar en ambientes diversos porque son capaces de 

sintetizar gran variedad de compuestos y toleran bastantes cambios en sus parámetros 

fisicoquímicos. Muchas de las especies tienen un contenido lipídico muy elevado 

superando con creces el de las plantas oleaginosas y mediante ciertos cambios en las 

concentraciones de los nutrientes del medio se puede aumentar la cantidad de aceites que 

generan (Arredondo y Vázquez-Duhalt, 1991; Barraza et al., 2009; Deng et al., 2009; 

Garibay-Hernández et al., 2009). 

 

 

II.6. Sistemas de Cultivo de las Microalgas 

 

Los sistemas de cultivo para microalgas son muy diversos y de éstos depende en gran parte 

la calidad del cultivo que se obtiene. Los recipientes de cultivo se han diversificado con el 

tiempo, son usados tubos y matraces de distintos volúmenes o garrafones para cultivos 

pequeños; para cultivos a gran escala se  utilizan estanques, bolsas, tanques, raceways, 

fotobioreactores, tanto al interior como al exterior. Las características de la especie y los 

resultados que se desean obtener son factores a considerar para seleccionar el sistema de 

cultivo apropiado (López-Elías et al., 1993). 

De acuerdo a la forma de cosechar los cultivos, éstos pueden ser sistemas batch, 

semicontinuos y continuos (Vonshak, 1988), de los cuales el sistema batch es el más 
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utilizado para los cultivos de microalgas. Los cultivos batch o estáticos son intermitentes, 

se cosechan en su totalidad una sola vez cuando las microalgas entran a la fase exponencial 

y la concentración celular alcance el nivel apropiado (Figura 1). Los cultivos 

semicontinuos son aquellos es los que se realizan cosechas parciales del total del volumen 

cada cierto tiempo y se renueva el equivalente cosechado con medio de cultivo fresco 

(Figura 2) (Richmond, 2004).   

En 1970 Kubitschek definió al cultivo continuo como un sistema de flujo en el cual 

las células individuales están suspendidas en un volumen constante en un estado de 

equilibrio dinámico, establecido por una remoción de cultivo y adición de medio nutritivo 

por unidad de tiempo con tendencia al infinito. El cultivo continuo y el semicontinuo son 

prácticamente iguales, la diferencia estriba en que el primero presenta una mayor cantidad 

y constancia de los períodos de cosechas parciales de cultivo y  adición del nuevo medio 

enriquecido, lo que asegura una producción constante de microalgas por más tiempo y una 

mejor calidad  (Andersen, 2005). 

 

 

 

  

Figura 1. Cultivo estático a nivel matraz de 1 L de cianobacteria marina 
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Figura 2. Sistema semi-continuo en garrafones de 20 L con diatomea marina. 
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II.7. Investigaciones Realizadas con  Microalgas para Producción de Biodiesel 

 

Con la necesidad inmediata de implementar nuevas fuentes de energía renovables, cada día 

se obtiene nueva información acerca de potenciales especies de microalgas que sirven 

como fuente de biomasa para la elaboración de combustibles, los sistemas de cultivo y 

técnicas que generan mayor rendimiento lipídico.   

Estudios previos afirman que la luz, la salinidad, la fuente y concentración de 

nutrientes son en gran parte los que  determinan la cantidad de aceites producidos por 

algunas microalgas. Herrera-Valencia et al. (2011) reportaron con su investigación que 

para Chlorella saccharophila la concentración de lípidos aumentó al disminuir los niveles 

de nitrógeno y la salinidad del cultivo.  

En otra investigación se evaluó el efecto del la intensidad luminosa en el contenido 

de lípidos del cultivo de la microalga Dunaliella tertiolecta  (Tang et al., 2010), y se 

encontró que el aumento de la intensidad y período de luz tienen un efecto significativo en 

esta especie elevando la concentración de lípidos. 

Por otro lado, Lee et al. (2010) llevaron a cabo un experimental en el que utilizaron 

cinco especies de microalgas marinas para evaluarlas como recursos en la producción de 

combustibles. Las especies utilizadas fueron Tetraselmis suecica, Phaeodactylum 

tricornutum, Chaetoceros calcitrans, Isochrysis galbana y Nannochloropsis oculata; todos 

los cultivos se realizaron en fotobioreactores cilíndricos con capacidad de 15 L, el medio 

utilizado fue el f/2, la intensidad luminosa fue de 36.3 3 μmol/m
2
/segundo y la temperatura 

se mantuvo a 20 ºC. Los resultados mostraron que T. suecica, I. galbana y N. oculata 

obtuvieron los pesos más altos (peso seco) con 0.58, 0.57 y 0.57 g/L, respectivamente. El 

período de cultivo más corto fue el de T. suecica que alcanzó la fase estacionaria en 9 días, 

mientras que el período más largo fue el de N. oculata con 28 días.  El contenido más alto 

de aceite se observó en P. tricornutum con 25.31% en el total de peso seco, seguido de I. 

galbana con 23.51%.  Los resultados encontrados indican que las cepas con más potencial 

fueron T. suecica e I. galbana. 

Pérsico et al. (2011) realizaron cultivos masivos de Nannochloropsis oculata en un 

módulo de producción sencillo al exterior y en invernadero, utilizaron tanques circulares y 

rectangulares de 1500 L, con luz solar y temperaturas impuestas por el ambiente durante 

las cuatro estaciones del año, además de salinidad y pH controlado adecuado para la 

especie. El experimental tuvo como finalidad el establecer un procedimiento básico de 

cultivo masivo con esta microalga que permitiera una productividad alta y usar la biomasa 
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para biocombustibles. Mediante monitoreos diarios y determinación de la densidad celular 

durante un año concluyeron que es en primavera donde se consigue la máxima 

productividad tanto al exterior como al interior, mientras que en verano las densidades son 

muy bajas. Además se evidenció que los tanques rectangulares produjeron densidades 

celulares de entre 15 y 20 % más que la de los tanques circulares.  

Con el fin de evaluar la producción de lípidos Weldy y Hesmann (2007) trabajaron 

con la especie halófila Dunaliella salina, cultivaron a la microalga en fotobioreactores a 

alta y baja intensidad luminosa, así como niveles suficientes y deficientes de nitrógeno en 

el medio. Los resultados obtenidos mostraron que D. salina es capaz de producir una gran 

cantidad de aceite, pues se encontró que el contenido de éstos en las células estuvo entre el 

16 a 44%, la concentración máxima de lípidos en el cultivo fue de  450 mg/L lo que 

corresponde a  una producción de 46 mg/L de lípidos al día.  
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III. JUSTIFICACIÓN 

 

 

Una alternativa necesaria dentro de la producción de combustibles es la de los 

biocombustibles, dado que el consumo ha ido aumentando a nivel internacional y se prevee 

un desabasto de los combustibles fósiles, como lo es el diesel. Es por ello que se tienen 

contempladas otras opciones, como son los biocombustibles de biomasa vegetal o biomasa 

no convencional como las microalgas. En el ámbito del cultivo de las microalgas con fines 

industriales se tienen algunas especies que se están empleando para producir compuestos 

bioactivos (proteínas, aceites, pigmentos y otros), así como  el biodiesel. 

A partir del 2000 se inician los trabajos con microalgas de uso rutinario, como 

fuentes productoras de aceites para elaboración de biodiesel (Hu et al., 2008; Deng et al., 

2009; Garibay-Hernández et al., 2009; Tange et al., 2010), sin embargo para que esta 

fuente de biocombustible sea viable en nuestra región es necesario trabajar con especies de 

microalgas que estén adaptadas a las condiciones climáticas de nuestra región 

principalmente a las elevadas temperaturas, es por ello que es importante detectar especies 

productoras de lípidos que sean obtenidas en las costas de Sonora. 
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IV. HIPÓTESIS 

 

 

Las condiciones climáticas, disponibilidad de nutrientes y biodiversidad en las aguas del 

Mar de Cortés,  tienen un efecto en la proliferación de especies microalgales resistentes y 

diferentes a las de otras regiones. Por lo tanto, es posible encontrar y aislar especies de 

microalgas en las aguas de las Costas de Sonora que sean capaces de generar altas 

cantidades de lípidos con potencial uso para la elaboración de biodiesel, si se cultivan en 

medios con diferentes fuentes de nitrógeno bajo condiciones de laboratorio. 
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V. OBJETIVOS 

 

 

V.1. Objetivo General 

 

Aislar especies de microalgas marinas y evaluar el crecimiento, biomasa y producción de 

lípidos en condiciones controladas de laboratorio en dos medios de cultivo.  

 

 

V.2. Objetivos Específicos 

 

 Aislar especies de microalgas de la región. 

 Evaluar el crecimiento y producción de biomasa de las microalgas a nivel de laboratorio 

en dos medios de cultivo (f/2 y f/2 modificado con urea). 

 Determinar la producción de lípidos de las microalgas en un sistema estático en los dos  

medios de cultivo (f/2 y f/2 modificado con urea). 
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VI.  METODOLOGÍA 

 

 

VI.1. Aislamiento de Microalgas Marinas 

 

En esta investigación se aislaron 4 especies de microalgas, dos especies de Nitzchia y dos 

especies diferentes de cianobacterias. Sin embargo, se eligió trabajar con las especies de 

cianobacterias marinas pues se consideró que debido a sus características fisiológicas se 

podrían obtener producciones de biomasa elevadas. La primera, una cepa de Oscillatoria 

sp. que fue aislada por investigadores del CESUES Unidad Navojoa en  el municipio de 

Huatabampito  y donada al cepario del Departamento de Investigaciones científicas y 

Tecnológicas de la Universidad de Sonora. La  segunda cianobacteria Aphanocapsa sp. fue 

aislada mediante los métodos de pipeta capilar y de dilución seriada (Andersen, 2005) a 

partir de una  muestra de agua tomada en Bahía de Kino, Sonora.  

 

 

VI.2. Diseño Experimental 

 

Las microalgas Aphanocapsa sp. y Oscillatoria sp. se cultivaron en dos medios de cultivo 

con diferente fuente de nitrógeno: el f/2 de Guillard y Ryther (1962) que contiene nitrato 

de sodio (Tabla II) y el f/2 modificado en el que se  remplazaron los nitratos por urea (26.4 

g/L).  

Fueron cultivadas por cuadruplicado en cada medio, durante 10 días, en matraces 

Erlenmeyer de 1 L de capacidad con 800 mL de medio de cultivo. Los cultivos se 

realizaron en laboratorio, con un sistema de cultivo estático escalonado que inició en tubos 

con 15 mL de medio, posteriormente en matraces de 250 mL y finalmente en matraces de 1 

L.  
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Tabla II. Soluciones madre para preparar el medio de cultivo f/2 (Guillard y Ryther, 

1962). 

 

 

 

VI.3.  Monitoreo de las Variables Fisicoquímicas 

 

Los cultivos microalgales fueron expuestos a una temperatura controlada que fue medida 

con un termómetro de mercurio convencional Marca Brannan (-20 a 110 °C), mientras que 

la salinidad fue tomada con un refractómetro. No se les suministró aireación adicional a los 

cultivos. La iluminación fue constante con lámparas comerciales de 4 pies a 75 WATTS.  

 Constituyentes Cantidad 

 Nutrientes mayores g/L de agua destilada 

 Nitrato de sodio, granulado y refinado 75 

 Fosfato de sodio monobásico 5 

 Silicato de sodio metasoluble 30 

   

 Metales traza g/100 mL de agua destilada 

 Solución primaria  

 Sulfato cúprico, cristales finos 0.98 

 Sulfato de zinc, cristales finos 2.2 

 Cloruro de cobalto, cristales finos 1.0 

 Cloruro manganoso, cristales finos 18.0 

 Molibdato de sodio, cristales finos 0.63 

   

 Solución secundaria g/L de agua destilada 

 Cloruro férrico 3.15 

 EDTA disódico 4.36 

 Metales traza  1 mL de c/u de las sol. 2.1.1. a 2.1.5. 

 o alternativamente  

 EDTA férrico 5.0 

 Metales traza 1 mL de c/u de las sol. 2.1.1. a 2.1.5. 

   

 Vitaminas  

 Solución primaria g/L de agua destilada 

 Biotina cristalizada 0.1 

 Cianocobalamina 1.0 

   

 Solución secundaria Cantidad en 100 mL de agua destilada 

 Biotina 1 mL de la sol. 3.1.1 

 Cianocobalamina (B12) 1 mL de la sol. 3.1.2 

 Tiamina clorhídrica (B1) 20 mg 
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El monitoreo del pH fue diario con ayuda de un  potenciómetro portátil Marca Hanna 

Instruments pHep, calibrado con amortiguadores de 7.0 y 10.0. 

 

 

VI.4.  Determinación de la Concentración Celular 

 

La concentración celular de Aphanocapsa sp. se determinó mediante conteos celulares 

diarios, para ello se fijó 1 mL de cultivo de cada uno de los matraces y con una gota de 

lugol al 1% (Andersen, 2005). Para los conteos celulares se empleó un hematocitómetro de 

0.1 mm de profundidad y un microscopio compuesto Carl Zeiss Axiostar Plus. Para 

determinar el número de células por mililitro se usó la siguiente fórmula: 

 

No. de células/mL =      No. células totales        X 10, 000 

                                                No. cuadros contados  

 

El crecimiento poblacional de Oscillatoria sp. fue seguido cada dos días hasta la 

cosecha al día 10. Debido a que las características morfológicas de esta microalga no 

permitieron determinar su concentración mediante conteos celulares esta microalga se 

analizó a través de la determinación de la biomasa seca en mg/L, para lo cual se tomaron 

dos matraces de cada medio con 800 ml de cultivo, la biomasa fresca fue filtrada en filtros 

GFC previamente pesados, se procedió a lavarlos con formiato de amonio al 0.9 % para 

eliminar restos de sales y se colocaron en charolas de aluminio en una estufa de laboratorio 

Marca THELCO
®
 Precision Scienfic Modelo 130 a una temperatura de 60 °C. Una vez 

secos los filtros, fueron pesados diariamente, hasta obtener su peso constante. La masa seca 

se determinó por diferencia de peso. 

 

 

VI.5. Determinación de Biomasa 

 

Para la determinación de la biomasa se prepararon filtros de fibra de vidrio Whatman 

GF/C de 25 mm de diámetro y poro de 2.5 µm lavados con agua destilada y  secados en 

una estufa por 20 minutos a 100 ºC, después se quemaron en una mufla Marca Felisa
®
 

Modelo 360 D a 480 °C por 4 horas. Todo lo anterior para eliminar residuos de materia 

orgánica que pudiera quedar en los filtros, cada filtro fue pesado 3 veces en una balanza 
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analítica Marca Oahus Modelo 200, para obtener un peso constante (López- Elías et al., 

1995). 

Con una bomba de vacío GE Motors Modelo 5KH36KN90GX  se  filtraron 150 mL 

de cultivo de cada matraz, los filtros con la muestra fueron brevemente lavados con una 

solución de formiato de amonio al 5% con el fin de eliminar las sales que pudieran 

contener y se llevaron a la estufa de laboratorio Marca THELCO
®
 Precision Scienfic 

Modelo 130 a una temperatura de 60 °C por 6-8 horas. Por último, se pesaron los filtros  

con la muestra microalgal seca y se determinó la biomasa mediante la diferencia de peso 

(Sorokin, 1973).  

 

 

VI.6.  Extracción de Lípidos 

 

La obtención de la muestra se obtuvo filtrando 10 mL del cultivo de cada matraz (por 

duplicado) utilizando filtros GF/C de 25 mm de diámetro y poro de 2.5 µm. Para llevar a 

cabo la extracción de lípidos de los filtros, se utilizó el método descrito por  Bligh  y  

Dyer  (1959),  modificado  por  López-Elías  et  al.  (1995). 

Para ello los filtros se depositaron en  un tubo de ensaye de 15 mL para centrífuga y 

se agregó 2 mL de cloroformo, 4 mL de metanol y 0.8 mL de agua destilada. La muestra se 

trituró con ayuda de una varilla de vidrio y se centrifugó  a 400 rpm en una centrífuga 

analítica HERAEUS MULTIFUGE X1R durante 15 minutos. El sobrenadante se retiró con 

ayuda de una pipeta y se  vació en un tubo de ensaye limpio,  posteriormente se añadió 2 

mL de cloroformo y 2 mL de agua para separar la fase polar de la apolar.  La fase superior 

fue retirada con ayuda de una pipeta y los tubos fueron llevados a secar en la estufa de 

convección a 45 °C durante de 3 días.  

 

 

VI.7.  Determinación de Lípidos 

 

La cuantificación de  los lípidos  se realizó  siguiendo la técnica descrita  por  Pande  et  

al.  (1963),  que consiste en agregar a la muestra 3 mL de una solución de dicromato de 

potasio que al entrar en contacto con los lípidos los oxida (Solución al 2% de dicromato de 

potasio en H2SO4 al 98%). Los tubos se calentaron durante 15 minutos en un baño de agua 

hirviendo y después pasaron a un baño de agua fría. Posteriormente se agregaron 4.5 mL 
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de agua destilada a cada tubo con ayuda de una pipeta y se mezcló hasta homogenizar el 

color. Paralelamente, se preparó unas solución patrón utilizando Tripalmitina como 

estándar (0.1 mg de Tripalmitina en 100 mL de Cloroformo) para realizar una curva de 

calibración.  

La absorbancia de cada una de las muestras y de la solución patrón se midieron con 

un espectrofotómetro Milton Roy SPECTRONIC 20D a una longitud de onda de 590 nm. 

 

 

VI.8.   Tratamiento Estadístico 

 

Los análisis estadísticos fueron llevados a cabo con el programa Statistica para Windows 

versión 10.0 usando un análisis de varianza (ANOVA) de dos vías (especie y medio de 

cultivo) y la prueba de Sheffé (Sokal & Rohlf, 1979) para examinar las diferencias entre 

los tratamientos.  
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VII. RESULTADOS  

 

VII.1. Parámetros Fisicoquímicos 

 

La temperatura promedio se mantuvo en 30 ± 1°C y la salinidad registrada en el agua de 

mar fue de 35 UPS. La iluminación promedio fue de 10133 lux. 

El pH tuvo un notorio aumento entre el día 0 y el día 2 para ambas especies en los 

dos medios de cultivo, y se mantuvo casi constante a partir del día 3 al 10.  Aphanocapsa 

sp. presentó valores iniciales de 8.4 en el medio con urea y 8.3 en f/2, mientras que el pH 

final alcanzó un valor de 9.9 en ambos medios. Oscillatoria sp. promedió valores iniciales 

de 8.2 y 8.3  en el medio con urea y f/2 respectivamente, mientras que al final del 

experimental el promedio de pH de esta microalga en los dos medios fue de  9.7 (Figura 3).   

 

 

 

VII.2. Concentración Celular 

 

En la figura 4 se observa el crecimiento celular de los cultivos de Aphanocapsa sp. en los 

dos medios. En general se apreció que el crecimiento de esta cianobacteria en ambos 

tratamientos fue constante y ascendente hasta el momento de la cosecha al día décimo.  

Aphanocapsa sp. mostró un crecimiento promedio muy similar en los medios 

utilizados.  La concentración inicial fue de  0.13 x 10
6 

cél/mL y la final de 0.87 x 10
6 

cél/mL en f/2 con urea,  mientras que en los cultivos en f/2 inició con una concentración de 

0.11 x 
 
cél/mL y al final alcanzó una concentración de 0.91 x 10

6 
cél/mL.  

Al comparar el crecimiento en ambos medios, se observó un crecimiento ligeramente 

mayor con esta cianobacteria al utilizar el medio f/2 con nitrato de sodio como fuente de 

nitrógeno  en comparación con los cultivos con urea (Figura 4). 
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Figura 3. Variación del pH promedio en los cultivos de las microalgas Aphanocapsa sp.  

(a) y Oscillatoria sp. (b) en los medios f/2 y f/2 modificado con urea. 

 

a 

b 
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Figura 4. Concentraciones celulares diarias de Aphanocapsa sp. en los medios de cultivo 

f/2 y f/2 modificado con urea. 

 

 

La tasa promedio máxima obtenida para Aphanocapsa sp. fue mayor en el medio f/2 

con 1.26 en comparación al medio con urea que fue de 0.71, encontrándose también que la 

 promedio y la  acumulada es mayor en el medio con urea con valores promedio de 0.30 

y 2.97 respectivamente a diferencia del medio con nitratos que presentó una  promedio de 

0.28 y  acumulada de 2.82 (Tabla III). 

 

Tabla III.  Concentración celular final promedio, tasa de crecimiento máxima promedio y 

acumulada de Aphanocapsa sp. en los medios de cultivo f/2 y f/2 modificado con urea. 

 

Medio 

 

Concentración 

celular 

 máxima  promedio  acumulada 

f/2 918,125              

(± 107,454) 

1.26 

(±0.055) 

0.30                

(± 0.010) 

2.97                

(± 0.10) 

f/2 

modificado 

879,062           

(± 72,732) 

0.71  

(±0.09) 

0.28                 

(± 0.03) 

2.82               

(± 0.26) 
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En el caso del crecimiento poblacional de Oscillatoria sp., medido como masa seca 

(mg/L), se pudo apreciar un ligero ajuste durante los primeros cuatro días por parte de la 

cianobacteria en el medio modificado con urea, para después elevar su concentración y 

mantenerse similar con el crecimiento de la misma en f/2 (Figura 5).   

En promedio la concentración inicial de biomasa para esta cianobacteria fue 

inicialmente de 31.24 mg/L y 199.65 mg/L al día 10 en el medio con urea; para los cultivos 

realizados en f/2 se obtuvieron concentraciones iniciales y finales de 20.40 mg/L y 199.85 

mg/L respectivamente.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Concentración de biomasa diaria de Oscillatoria sp. en los dos medios de cultivo  

 

 

VII.3. Determinación de Biomasa 

 

La biomasa seca obtenida de las dos especies de cianobacterias en ambos medios de 

cultivo son extremadamente similares como se puede observar en la tabla IV, en donde se 

indican los promedios de peso seco y la desviación estándar para las especies de 

microalgas utilizadas en los medios de cultivo.  

Al realizar la comparación del peso alcanzado por Aphanocapsa sp. en f/2 

modificado con urea (164.335 mg/L) y en f/2 (148.593 mg/L) no se encontró diferencias 

significativas de biomasa seca (F= 0.0001, P ≥ 0.05) entre ambos medios.  De igual forma no 
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se encontró diferencia significativa (F=  4.090, P ≥ 0.05) entre el peso seco de  Oscillatoria sp. 

en el medio f/2 y en el medio con urea (152.778 
 
mg/L y 136.778 mg/L respectivamente).  

Tampoco se pudo observar diferencias significativas entre el peso seco promedio de 

las dos especies cultivadas en los medios con las mismas fuentes de nitrógeno (F= 2.217, P 

≥ 0.05). 

 

Tabla IV.  Peso seco de los cultivo de Aphanocapsa sp. y Oscillatoria sp. en los medios 

f/2 modificado con urea y f/2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Contenido promedio ± desviación estándar. Letras iguales indican similitudes estadísticas 

(P ≥ 0.05). 

 

 

VII.4. Contenido de Lípidos Totales 

 

En cuanto a la concentración de lípidos totales  para Oscillatoria sp. se encontró que  en el 

cultivo con urea (0.302068 mg/mL) se obtuvo valores más elevados que en f/2 (0.251129 

mg/mL), mostrando diferencias significativas entre si (F= 11.72, P < 0.05). De igual 

manera, el análisis comparativo de Aphanocapsa sp. en el medio con urea (0.323576 

mg/mL) y en f/2 (0.264336 mg/mL) determinó que la mayor concentración de lípidos se 

encontró nuevamente en el primer medio.  

Así mismo, al analizar los datos obtenidos sobre el porcentaje de lípidos observamos 

que Oscillatoria sp. cultivada en el medio f/2 modificado con urea (22.73 %) presenta 

diferencia significativa (F= 10.09, P < 0.05) con la que fue cultivada en f/2 (16.41 %), 

siendo la primera la de mayor porcentaje (Tabla V).  

Especie mg/L 

 f/2 

modificado 

f/2 

Aphanocapsa sp. 164.335 
 a
 

(± 12.386) 

148.593
  a

                      

(± 8.826) 

Oscillatoria sp. 136.778 
 a
                 

(± 23.817) 

152.778 
 a
                       

(± 7.818) 
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Los porcentajes promedio de lípidos para Aphanocapsa sp. en f/2 y f/2 modificado 

con urea (16.69 % y 19.81 % respectivamente) mostraron una diferencia significativa ( F= 

10.09, P < 0.05), siendo superior el de la cianobacteria cultivada con urea como fuente de 

nitrógeno. Sin embargo, no se encontraron diferencias significativas con respecto a la 

concentración y al porcentaje de lípidos entre las dos especies cultivadas en el mismo 

medio (F= 1.15, P ≥ 0.05). 

 

 

Tabla V. Contenido de lípidos totales en mg/L y porcentaje total de lípidos de  

Aphanocapsa sp.  y Oscillatoria sp. en los medios de cultivo f/2 modificado con urea y f/2. 

 

 

 

Contenido promedio ± desviación estándar. Letras distintas indican diferencias 

significativas (P < 0.05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Especie Concentración lípidos 

mg/mL 

% Lípidos 

 f/2 

modificado  

f/2 f/2 

modificado  

f/2 

Aphanocapsa sp. 0.323 
 b

 

(±0.046) 

0.264 
ab

     

(±0.088) 

19.81 
 ab  

       

(±3.50) 

 

16.69 
 ab

                         

(± 2.81) 

 

Oscillatoria sp. 0.302 
 ab           

 

(± 0.061) 

0.251
 a
      

(±0.038) 

22.73 
 b

                

(± 6.79) 

 

16.41 
 a
                   

(±2.11) 
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VIII. DISCUSIÓN 

 

 

VIII. 1. Variables Fisicoquímicas 

 

VIII.1.1. Temperatura 

 

La temperatura en ambos medios tuvo una variación mínima de 30 ± 1 °C en promedio lo 

cual no afectó la supervivencia de ninguna de las dos especies en los diferentes medios de 

cultivo. Según Darley (1987), la temperatura promedio de los grandes cuerpos naturales de 

agua es relativamente constante y por lo general inferior a 30º C, mientras que los óptimos 

de temperatura para el crecimiento de muchas especies de fitoplancton marino y de agua 

dulce están dentro del límite de 18-25º C lo que es un rango inferior a la temperatura para 

las cianobacterias utilizadas en esta investigación.  

No obstante, estudios realizados por Kratz y Myers (1955) y por Fogg (1956) 

sugieren que las cianobacterias generalmente presentan un rango de temperatura 

significativamente más alto que el del resto de las algas. Allen y Strainer (1968) 

encontraron que las cepas de Chroococcaceae, Oscillatoriaceae, y Nostocaceae pueden 

crecer óptimamente hasta 35 ºC. Moronta et al. (2006) evaluaron el crecimiento de 

Chlorella vulgaris a diferentes temperaturas y encontró que a 32.4 °C se presentó el mayor 

crecimiento. Otros autores han reportado que Spirulina maxima y Arthrospira sp. 

presentan un crecimiento óptimo a 35 y 30 °C respectivamente (Pedraza, 1989; Oliveira et 

al., 1999).   

Se ha reportado que el rango de temperatura para el crecimiento de varias especies de 

Oscillatoria va de 25 a 30 °C o más (Robarts y Zohary, 1987),  lo que concuerda con la 

temperatura empleada en este trabajo.  

 

VIII.1.2. Salinidad 

 

La salinidad tiene gran importancia en el crecimiento poblacional de las microalgas, la 

mayoría de las microalgas marinas presentan un crecimiento óptimo a 35 UPS (Bermúdez 

et al., 2002). Por lo general, un incremento en la salinidad activa un mecanismo de 

osmoprotección que da como resultado que  las células tiendan a poseer un mayor tamaño, 

y una mayor producción y acumulación de sustancias de reserva como los lípidos,  aunque 
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en consecuencia de esto, su tasa de crecimiento se vuelve más lenta (Arredondo y 

Vázquez-Duhalt, 1991; Rosales et al., 2004).  

Sin embargo, estudios previos con cepas de cianobacterias como Synechoccus sp., 

Aphanothece sp., Nostoc sp., entre otras,  muestran el efecto contario al aumento de la 

salinidad en el medio de cultivo provocando una disminución de la producción de lípidos 

(Blumwald y Tel-Or, 1984; Berland et al., 1989; Singh et al., 2002).  Es por esto que la 

salinidad empleada en este experimental se mantuvo a 35 UPS para las dos especies 

cultivadas. 

 

 

VIII.1.3.  pH 

 

En general, el pH no parece ser uno de los factores primordiales que estimulan la 

producción de metabolitos secundarios de interés biotecnológico en las cianobacterias, 

pero desempeña un papel importante en la división celular determinada por la capacidad de 

las células de realizar la fotosíntesis (Dorling et al., 1997). 

En aislados de diversas cianobacterias se ha observado la inhibición de la fotosíntesis 

de hasta 60% a pH por debajo de 6, posiblemente debido a su incapacidad de mantener un 

pH intracelular constante en relación al pH externo, con lo cual se induce un desequilibrio 

de las actividades metabólicas relacionado con la división celular (Reddy, 1984).  

Las cianofitas son únicas dentro del grupo de procariotas debido a su incapacidad de 

crecer a valores bajos de pH. Su crecimiento parece ser inhibido en hábitats con valores de 

pH por debajo de 5, con óptimos entre 7,5 y cerca de 10, por lo que son consideradas como 

alcalófilos (Reddy, 1984).  

En 2009, Fuenmayor et al. evaluaron el crecimiento y la producción de metabolitos 

secundarios en la cepa MOF-06 de Oscillatoria sp. en cultivos con distintos valores de pH 

que iban entre 6 y 11, encontrando que el mayor incremento de la biomasa se obtuvo a pH 

9. Así mismo, observaron que  esta cianobacteria logró estabilizarse y continuar creciendo 

a un pH 11 aunque de forma más lenta.  

Resultados similares han sido reportados en estudios realizados con  otras 

cianobacterias como Synechocystis minúscula (Jonte, 2003) donde el mayor crecimiento se 

obtuvo a pH 9. En el estudio realizado por Giráldez-Ruiz et al. (1997), se observó que 

Anabaena sp. PCC 7120 incrementó su crecimiento al elevarse el pH, con un óptimo a pH 

8 y aumentó la concentración de masa seca en un rango de pH de 5.4 a 7.5.  
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VIII.2. Concentración celular 

 

Las concentraciones celulares reportadas con cianobacterias fluctúan  alrededor de 271 y 

607 x 10
6 

cél/mL, que en comparación con este trabajo son mayores (Jonte et al., 2003; 

Rosales et al., 2005), debido a que en esta investigación con Aphanocapsa sp.  se llegó a 

obtener 0.91 x 10
6 

cél/mL. 

 

VIII.3. Biomasa seca 

 

El nitrógeno es el elemento que después del carbono contribuye con la producción de 

biomasa y composición bioquímica de las células microalgales. Varios autores afirman que 

se produce gran variabilidad en el crecimiento y en la composición bioquímica, debido a 

las variaciones en las concentraciones y en las fuentes de nitrógeno (Boussiba y Richmond, 

1980; Cohen, 1986).  

El uso de urea y otras fuentes alternativas de nitrógeno en los medios de cultivo, en 

sustitución al nitrato de sodio, han sido sugeridos por numerosos investigadores como una 

manera de disminuir los costos de producción de biomasa (Boussiba 1989); sin embargo, 

estos compuestos no han logrado superar los rendimientos obtenidos por el medio f/2 

tradicional.   

Vieira et al. (2001), cultivaron la cianobacteria Spirulina platensis en medios con 

diferentes fuentes de nitrógeno, entre ellos nitrato de sodio y evidenciaron que los mayores 

contenidos de biomasa en un cultivo con más de 20 días (1,992 mg/L) se obtuvieron en los 

cultivos suplementados con nitrato de sodio. Esto se complementa con el trabajo realizado 

por Sassano et al. (2004), que al utilizar urea como fuente de nitrógeno en el cultivo de S. 

platensis, obtuvo una máxima concentración de biomasa de 725 mg/L a los 12 días de 

cultivo. 

En esta investigación la producción de biomasa cosechada al día 7 fue en promedio 

de 150.620 mg/L independientemente del medio de cultivo, lo que es similar  a lo 

reportado por Campaña-Torres y col. (2012) y Piña y col. (2007) éstos reportaron que los 

medios alternativos como la urea, producen cantidades iguales de biomasa microalgal en 

comparación con el medio tradicional. 
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VIII.4. Producción de Lípidos 

 

El contenido lipídico de las cianobacterias según diversas fuentes es bajo (5 – 13 %) en 

comparación con las especies eucariontes, sin embargo su aplicación en la producción de 

biodiesel ha sido sugerida a causa de la producción de lípidos paralela al crecimiento y la 

sencillez para la manipulación genética que ofrecen. (Hu et al., 2008; Rittmann, 2008).  

Tras analizar los resultados de la presente investigación, se puede deducir que si bien 

los dos tipo de fuentes nitrogenadas que se usaron produjeron cultivos con altos 

porcentajes de lípidos en Oscillatoria sp. y Aphanocapsa sp., el uso de urea como fuente 

de nitrógeno en los medios de cultivo ha promovido un incremento en la producción  de 

lípidos que superaron los porcentajes encontrados en f/2  para ambas especies.  

Una  investigación realizada con Arthrospira platensis  (Del Valle y Andradez, 2008) 

en cultivos con diferentes fuentes nitrogenadas revela que esta microalga alcanza una 

concentración aproximadamente de 8.51% al utilizar nitrato de sodio y de  6.78 % al 

utilizar urea. 

Los resultados encontrados en esta investigación fueron similares a lo encontrado por 

Danesi et al. (2002) a pesar de que utilizaron una especie diferente de cianobacteria se 

encontró que el porcentaje de lípidos en Spirulina platensis con diferentes fuentes 

nitrogenadas es similar al reportado en esta investigación, además encontraron que la urea 

propició la mayor acumulación de lípidos con 20.7%. En una investigación realizada por 

Olguín et al. (2001) con Spirulina sp. se aprecia que las mayores concentraciones lipídicas 

(28.6%) se obtuvieron a salinidades altas en un medio con urea.  
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IX. CONCLUSIONES 

 

 

En esta investigación se lograron aislar cuatro  especies de microalgas de la región central 

de sonora y de la región sur. Las especies aisladas utilizadas en el experimental fueron las 

cianobacterias  Aphanocapsa sp. y Oscillatoria sp. 

Las concentraciones celulares mayores para Aphanocapsa sp. se encontraron en los 

cultivos realizados en el medio f/2.  De igual forma las concentraciones para Oscillatoria 

sp. en peso seco se encontraron en los cultivos del medio en el mismo medio de cultivo.  

La variación del pH en los cultivos tendió a ser mayor conforme éstos avanzaban 

debido al consumo de los bicarbonatos en el agua de mar.  

Las tasas de crecimiento promedio, acumulada y máxima de Aphanocapsa sp. fueron 

más elevadas en el medio f/2.  

Al comparar la producción de biomasa de Aphanocapsa sp. entre ambos medios de 

cultivo se encontró que el medio con urea fue superior al medio f/2, mientras  que para 

Oscillatoria sp. la mayor concentración de biomasa se obtuvo en f/2.  

La mayor concentración de lípidos totales en mg/mL y de forma porcentual se 

encontró en el medio modificado con urea para las dos especies de microalgas.  

En base a estos resultados se concluye que para estas dos especies de microalgas la 

cantidad de lípidos totales es mayor en los cultivos en los que se utiliza el medio 

modificado con urea, en comparación con aquellos en los que se utiliza el medio f/2 

tradicional.  

En general se apreció que estas especies de cianobacterias producen la cantidad 

suficiente de lípidos para su potencial uso como biocombustible. 
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X. RECOMENDACIONES 

 

 

Es recomendable tener en consideración a las microalgas Oscillatoria sp. y Aphanocapsa 

sp. como materia prima aceptable en la producción de biodiesel, debido a los porcentajes 

de lípidos obtenidos en esta investigación. 

Se recomienda evaluar la producción de aceites de Oscillatoria sp. y Aphanocapsa 

sp. utilizando medios de cultivo con distintas fuentes de nitrógeno a las empleadas en esta 

investigación. 

Es conveniente realizar el mismo experimental con diferentes intensidades de luz y 

fotoperíodos, variaciones en la temperatura, distintas salinidades e incluso limitando las 

concentraciones de nitrógeno en los medios para evaluar en cuál de ellas se obtienen 

mejores resultados en cuanto a la producción de aceites. 

Es importante repetir el experimental con cultivos al exterior, en distintas estaciones 

del año para evaluar los resultados en la producción de lípidos. A su vez se recomienda 

llevar a cabo un análisis de ácidos grasos de estas microalgas y así poder determinar el tipo 

y la abundancia de los mismos. 

Se recomienda aislar y evaluar más especies de microalgas de nuestra región para 

conocer su producción de lípidos y analizar su potencial como materia prima en la 

producción de biodiesel. 
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XII. ANEXOS 

 

 

Análisis de varianza de la concentración de lípidos (mg/L) de las cianobacterias 

Aphanocapsa sp. y Oscillatoria sp. en dos medios de cultivo con diferentes fuentes de 

nitrógeno. 

 
      

Efectos Suma de 

cuadrados 

Grado de 

libertad 

Error 

Estándar 

Radio F Valor P 

Especie 0.002 1 0.002 1.16 0.29 

Medio 0.024 1 0.024 11.72 0.002 

Especie*medio 0 1 0 0.07 0.798 

 

 

 

Análisis de varianza de la concentración de lípidos (%) de las cianobacterias  Aphanocapsa 

sp. y Oscillatoria sp. en dos medios de cultivo con diferentes fuentes de nitrógeno. 

      

      

Efectos Suma de 

cuadrados 

Grado de 

libertad 

Error 

Estándar 

Radio F Valor P 

Especie 13.9 1 13.9 0.79 0.383 

Medio 178.4 1 178.4 10.09 0.004 

Especie*medio 20.4 1 20.4 1.15 0.292 

 

 

 

Análisis de varianza de  la concentración de biomasa en peso seco de las cianobacterias  

Aphanocapsa sp. y Oscillatoria sp. en dos medios de cultivo con diferentes fuentes de 

nitrógeno.  

     

      

Efectos Suma de 

cuadrados 

Grado de 

libertad 

Error 

Estándar 

Radio F Valor P 

Especie 504.2 1 504.2 2.217 0.164559 

Medio 0.1 1 0.1 0.000 0.987177 

Especie*medio 930.0 1 930.o 4.090 0.068132 

 


