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Efecto de la salinidad sobre el crecimiento
y la concentracion de lipidos de la
microalga marina Nannochloropsis oculata

Objetivo

El objetivo del presente trabajo fue la realizar el cultivo en el interior de un
invernadero de la microalga marina oleaginosa Nannochloropsis oculata,
Eustigmatophyceae, en diferentes condiciones de salinidad, y determinar el
efecto de este parametro sobre el su crecimiento y concentracién de lipidos.

1. Introduccioéon

1.1. Aspectos biolégicos generales de las microalgas

Las microalgas son organismos unicelulares, generalmente planctdnicos y en
su mayoria autoétrofos, cuyo tamafio es de 2-100 u. Comprenden el primer
eslabon de la cadena alimenticia y se utilizan en operaciones de Acuicultura de
una forma directa, para la nutricién de diferentes especies de moluscos y
primeros estadios larvarios de crustaceos, como para alimentar organismos
que serviran a su vez de presas para peces y crustiaceos. También se
consideran microalgas las algas filamentosas y coloniales microscépicas, de
pequefio numero de células.

El cultivo y las posibles aplicaciones de las microalgas implica tener en
consideracion los factores fisicoquimicos que influyen en el crecimiento y la
biomasa obtenida; ésta podra ser utilizada para diferentes fines (Figura 1).
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Figura 1. Esquema de representacion de posibles aplicaciones de las microalgas



1.2. Reproduccion

La reproduccion de microalgas se lleva a cabo en condiciones Optimas por
ciclos de division celular, generalmente mediante mitosis (biparticién o fision
binaria). Algunas especies coloniales, como Scenedesmus sp, producen
autosporas que generan colonias hijas con el mismo nimero de células que la
colonia madre, seguidos de un aumento del volumen celular. Asi, a partir de
una célula madre se genera una poblacién de células genéticamente idénticas.
En condiciones especiales las células pueden reproducirse por meiosis,
resultando células que funcionan como gametos. Estos se fusionan dando una
célula diploide o cigoto, el cual puede formar células de resistencia o una célula
normal que entra en nuevos ciclos de division celular (Figura 2).

Existen numerosas variantes de este ciclo dependiendo de cada especie (Col
Morales, 1983). Por otro lado, existen especies en las cuales no se conoce
reproduccion sexual. (Ejemplo: Nannochloropsis sp).

Crecimiento Crecimiento
Fision binaria Fusion celular
/ Cigoto
Mitosis Meiosis
Gametas

Figura 2. Esquema de los ciclos de reproduccién asexual y sexual
en las microalgas

1.3. Fotosintesis

Las microalgas son mayoritariamente organismos autétrofos, por lo cual realizan la
fotosintesis. Esta en las algas es basicamente el mismo proceso que ocurre en las
plantas terrestres (Figura 3). La luz con 400-700 nm de longitud de onda que activa el
primer paso del proceso es absorbida por varios pigmentos fotosintéticos responsables
del color caracteristico del fitoplancton, siendo el principal la clorofila-a, que puede
absorber hasta un maximo de 670 a 695 nm de longitud de onda. Los pigmentos
accesorios absorben luz de otras longitudes de onda, para pasar la energia luminica a
la clorofila-a.

La fijacion fotosintética es responsable de la generacién inicial de los compuestos
organicos en el mar. Los hidratos de carbono, lipidos y proteinas son todos

sintetizados y la cantidad de carbono o de energia fijada forma la produccién primaria
bruta.



Ecuacioén general de la fotosintesis:

| 6CO,+6H,0 —> 6CeH1;0+60, B

La adicién de CO2 permite mantener el pH del medio, el cual reacciona con el
agua formando acido carbénico que se ioniza dando hidrogeno carbonato que
estabiliza el pH (CO; + HLO —» CO3z;H, ——» CO3zH-)

- — «—

La deficiencia de CO2 produce un aumento de pH; con valores superiores a 8-
9, el fésforo precipita y se transforma en un nutriente limitante del crecimiento
de las microalgas. En cultivos un pH alto (mayor de 9) produce el
aglutinamiento de las células, lo que dificulta el crecimiento del cultivo y no es
accesible para utilizarlo como alimento.

Figura 3. Esquema de la fotosintesis realizada por las microalgas.

1.4. Aplicaciones

1.4.1. Alimento para especies de interés comercial

El desarrollo de la Acuicultura viene condicionado por la disponibilidad de
larvas de aquellas especies que el mercado demanda y que por lo tanto han de
desarrollarse en cantidad y calidad suficiente. Por ello, uno de los factores
limitantes de esta actividad es sin duda el relativo a la nutricién, principalmente
en sus fases iniciales o larvarias; de tal forma que una adecuada alimentacion
va a ser la base del éxito del cultivo. Las microalgas constituyen el primer
eslabén de la cadena trofica acuatica, tanto de agua salada como dulce.

Las especies mas utilizadas pertenecen a los grupos de algas pardo-doradas,
diatomeas y algas verdes, entre otras, con caracteristicas nutricionales
excepcionales, principalmente gracias a su alto contenido en proteinas, lipidos

e hidratos de carbono, esenciales para la alimentacion de los organismos
sujetos a cultivo.
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En funcién de los criterios de seleccion de microalgas se pueden establecer
relaciones entre microalgas y consumidores. El contenido de acidos grasos
polinsaturados de cadena larga (HUFA) son indispensables para las larvas de
peces marinos, principalmente el 20:5n3 y 22:6n3. Las microalgas mas
utilizadas en este caso son Nannochloropsis sp e Isochrysis galbana.

'GENERO CICLO TEMPERATURA OPTIMA DIAMETRO MEDIO
EPhaeodactzlum (diatomea) (10 h 25°C 10.4p

Skeletonema (diatomea) |13.1 h 18°C >20p

Dunaliella (cloroficea) 24 h 16°C 17.8u

Chlorella (cloroficea) 7.7h 25°C 5u

Tetraselmis (cloroficea) 18 h 18°C 18.4p
Monochrysis (crisoficea) 156.3 h 20-25°C 10u

Isochrysis (crisoficea) 30.2h 20°C 10.2p

Tabla |. Caracteristicas de algunas de las especies de algas unicelulares
utilizadas en acuicultura

1.4.2. Obtencion de energia a partir de microalgas.

A partir de las microalgas podremos obtener biocarburantes liquidos o
gaseosos para el transporte, o la generaciéon de electricidad y/o calor
renovable. Ademas, al producirse de un modo sostenible y sin competir en el
mercado de las materias primas alimenticias estamos hablando de un cultivo
energético de segunda generacion.

1.4.2.1. Ventajas del cultivo de microalgas frente a los cultivos
energéticos  tradicionales para la produccion de
biocombustibles -

Para la produccion de biocombustibles las microalgas presentan una serie de
ventajas importantes con respecto a los otros productos agricolas que se
emplean en la actualidad:

v' El nivel de productividad es mucho mayor que empleando cualquier
otro tipo de materia prima.

Las microalgas son organismos que en condiciones adecuadas se desarrollan
a gran velocidad y completan su ciclo de vida en un tiempo mucho menor que
los cultivos tradicionales. Se estima que la productividad de biocombustibles a
partir de las microalgas es de entre 20 y 80 veces superior que a los
producidos a partir del maiz, la soja o la cafia de azucar.
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v" No se emite Coz de mas a la atmosfera

Las microalgas requieren CO,, capturandolo en sus moléculas. En el momento
de su combustion ese CO, tomado se libera devolviéndolo al aire. Por lo tanto
se libera tanto CO, como el que el alga tomd en su desarrollo resultando el
balance final igual a cero. Varios disefios de plantas de produccién de
microalgas proyectan emplear las emisiones de CO; de las centrales
termoeléctricas para insuflarlas en los cultivos y acrecentar la produccion.

v' La producciéon de biocombustible a partirAde microalgas no afecta en
absoluto al mercado de alimentos.

Actualmente se estan destinando grandes partidas de cereales para producir
bioetanol y biodiesel, lo que provoca que estos escaseen y que se eleve su
precio en perjuicio de la industria alimenticia y en especial de las sociedades
mas pobres. Obtener combustibles a partir de las algas permitira que los
cereales se usen exclusivamente para fines alimentarios y que los precios se
mantengan mas bajos

v’ Para el cultivo de microalgas no se destruyen bosques ni selvas

La inmensa demanda de biocombustibles elaborados a partir de cultivos
tradicionales provoca la destruccién de amplias zonas selvaticas y forestales
con el fin de ampliar la superficie cultivable. Esto repercute negativamente en
los ecosistemas. Es perfectamente posible realizar el cultivo de microalgas en
estanques localizados en areas desérticas o en terrenos improductivos para
cualquier otro tipo de vegetal. Existen de hecho en ejecucion centrales de
produccién de microalgas para biocombustibles en desiertos, aprovechando las
excelentes cualidades de insolacién que ofrecen.

1.4.2.2. Especies mas utilizadas para la produccion de
biocombustibles

Como ya se ha mencionado, las microalgas pueden ser la materia prima para
combustibles renovables como el biodiesel, el metano, el hidrégeno y el etanol.
Estos biocombustibles no contienen azufre y se desempefian tan bien como el
diesel del petréleo; ademas, reducen emisiones de materia particulada,
monoxido de carbono e hidrocarburos.

El contenido promedio de lipidos en las microalgas puede alcanzar hasta hasta
el 70%.

Entre las especies mas utilizadas se encuentran Chlorella, Nannochloris,
Nannochloropsis, Porphyridium, 'y tienen niveles de aceite de 20 a 50%.
También es significativa la composicion en acidos grasos, ya que tienen efecto
en las caracteristicas del biocombustible producido.

Su seleccion también depende de su crecimiento, tolerancia a variacion de
factores ambientales, etc.

A continuacién se describen las caracteristicas de algunas microalgas
utilizadas para distintas finalidades.
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Nannochloropsis sp :

Es una pequefia microalga de 2-8 micras de diametro. Sus células son
redondeadas, de color verdoso amarillento, sin flagelos. Esta especie es
euritérmica, eurihalina y facilmente adaptable a condiciones ambientales
diferentes.

Su maxima tasa de crecimiento se encuentra a salinidades de 28-30 partes por
mil.

Se utiliza como alimento para rotiferos, copépodos, artemia, etc.

Chlorella sp :

Microalga de color verde de 8-10 micras de diametro. Es eurihalina y
euritérmica. Las condiciones 6ptimas de cultivo se encuentran entre 18-25 ° C
y 20-28 partes por mil de salinidad.

Por su facil crecimiento en aguas dulces y salobres es una de las especies que
se utiliza para alimentar camarones y rotiferos.

Dunaliella sp :

Células ovoides de 6 micras de diametro y de 9 a 11 de largo; color verde
amarillento y con dos flagelos; moviles.

Son microalgas eurihalinas que crecen en un rango 6ptimo de temperatura de
28-20°C, aun pHde 7,5 - 8 y salinidad de 20 - 23 partes por mil. Debido a su
adaptabilidad a condiciones extremas y su flexibilidad en relacion al régimen
quimico de nutrientes, se la considera como un buen alimento para bivalvos,
crustaceas, microinvertebrados y ciertos peces de agua dulce.

Isochrysis sp:

Células de 6-8 micras de tamario y con 2 flagelos; moviles.

Su crecimiento 6ptimo se encuentra a una temperatura que varia de 16-20 ° C,
a una salinidad de 25-28 partes por mil y 4000 lux. Su alto valor nutritivo la
sitia entre las especies mas importantes para la alimentacién de bivalvos
marinos .

1.4.3. Productos derivados del cultivo de microalgas

El cultivo de microalgas permite la obtencion de diversos productos para fines
energéticos, como son:

Bioetanol

El sistema se basa en el cultivo de microalgas verde-azuladas o cianobacterias
que consumen CO2 y que producen de manera natural etanol. Hay una
empresa que esta en proceso de construir su primera planta de etanol en
Puerto Libertad en el estado de Sonora (México) en un area desértica préxima
al mar.

Biomasa

Entendiéndose como tal al volumen de masa de algas generado. Las algas que
contienen celulosa se pueden emplear para distintos fines, entre ellos el
energeético.



Bio-fertilizantes

Se trata de fertilizantes obtenidos a partir de microalgas. Estos fertilizantes
estan indicados para la agricultura intensiva y su funcién es adicionar a los
cultivos aminoacidos, aumentando la velocidaa de crecimiento del cultivo.

2. Instalaciones y procedimientos generales
para el cultivo de microalgas

2.1. Instalaciones

a. Sala o Laboratorio de Cultivo: Se recomienda para fines de
mantenimiento de cepas, transferencias sucesivas de cultivos,
crecimiento de cultivos iniciadores e intermedios.

v Laboratorio con temperatura controlada 18-20°C.

v Paredes y pisos de azulejo en color blanco.

v Instalaciones para el cepario y cultivo intermedios con
lamparas de luz blanca-fria fluorescente (20W-37W).

b. Cuarto de Siembra: puede instalarse dentro del mismo
laboratorio una cabina con campana de flujo laminar o bien una
simple mesa de laboratorio con instalacién de gas para dos
mecheros, para la inoculacién en condiciones asépticas.

c. Sala de Produccion: para volimenes de 100 | o mas, se
requieren recipientes de materiales plasticos no téxicos y
transparentes (Figura 4). En este tipo de instalacion la luz
puede ser artificial o natural, la cual es recomendable pues el
uso de la luz artificial es de muy alto costo y se requiere
ademas de equipos para mantener la temperatura a 18-20 ° C.
Dependiendo del clima y la especie a cultivar, se pueden
desarrollar éstos a la intemperie, cubriendo los recipientes en
caso de lluvia o ubicarlos bajo un invernadero.

[a—
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Figura 4. Cultivo masivo de Nannochloropsis oculata en tanques de fibra de vidrio
dentro de invernadero de la Universidad Tecnoldgica Nacional Mar del Plata.

2.2. Procedimiento general en el cultivo de microalgas

5> VN =

—

Mantenimiento de cepas o cultivos stock
Cultivo inicial

Cultivo intermedio

Cultivo masivo

Las cepas se mantienen en pequefios volimenes, en medio liquido
(tubos de ensayo, erlenmeyers) y/o en medio solido: agar (en capsulas
de Petri). Esta etapa tiene caracter de cultivo axénico y por lo tanto es
de maximo cuidado para evitar la contaminacion. Estos cultivos se
guardan en camara o incubador, o en una pequefia sala con
condiciones de temperatura e iluminacion constantes, 500-1000 lux;
15-18 ° C (Figura 5).

Figura 5. Cultivos stock de Nannochloropsis oculata pertenecientes al cepario del
Laboratorio de microalgas de la Universidad Tecnolégica Nacional Mar del Plata
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2. El cultivo inicial se desarrolla en erlenmeyers de 500 ml con 250 ml de
medio de cultivo. Luego de la inoculaciéon se ubican en estanterias
iluminadas (1500-2000 lux) Se deben agitar manualmente 1 o 2 veces
al dia en forma periéaica y suave o con un agitador que lo hace en
forma continua. '

3. Esta etapa se desarrolla en recipientes de 1-2 litros con medio de
cuitivo que ocupe ei 60 % aproximadamente de ia capacidad totai. A
éstos se transfieren los cultivos iniciales (un 80-90 %). Hasta un litro
de cultivo se pueden agitar manualmente. La intensidad de luz se
puede ajustar entre 2000-2500 lux. Estos sirven de indculo para
recipientes de mayor capacidad (10-20 litros). La temperatura se debe
mantener entre 18-20°C; La intensidad luminosa puede llevarse hasta
5000 lux. Hasta esta etapa todo el material y medios de cultivo deben
ser esterilizados, el aire filtrado y las condiciones de temperatura e
iluminacién controladas (Figura 6).

Figura 6: Cultivos intermedios de Nannochloropsis oculata en el Laboratorio de
Microalgas de la UTN Mar del Plata.

4. Esta etapa se desarrolla con cultivos en recipientes mayores de 10-20
litros, con iluminacién natural o artificial, en salas internas y/o externas,
con aireaciéon y controles diarios de T, S%o, pH y observaciones
microscopicas para detectar contaminacion y determinar la densidad de
los cultivos (ver figura N° 7). Es importante tener en cuenta la adicion
de CO2 si fuera necesario. Dependiendo del tipo de cultivo de

—
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microalgas a implementar segln la forma de cosechar, se deberan
tener recipientes con suficiente agua y estéril para iniciar nuevos
cultivos o reponer volumen de cultivo. En esta etapa los medios de
cultivo utilizados son generalmente mas sencillos, en cuanto a su
composicion y preparacion. El agua se esteriliza por cloracion. La
intensidad luminosa en el caso de ser artificial se coloca en la parte
superior de los recipientes, pudiendo estar entre 4000-5000 lux.

H
«&'Si
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Figura 7. Cultivo de microalgas en tanques desarrollado bajo invernadero en
Universidad Tecnolégica Nacional Mar del Plata.

2.3. Limpieza y esterilizacion de materiales y medios de cultivo
Para el agua, dulce o marina, se utilizan diferentes mecanismos de esterilizacion:

v' Autoclavado: El calor himedo es la forma mas utilizada, para
medios y materiales que pueden resistir temperaturas de 100 a 120 °
C. (15 libras/pulgada cuadrada de presién). El tiempo requerido
varia segun el volumen a autoclavar, (100 ml requieren 10°; 2 litros,
20"y 5 litros aproximadamente 35°).

v Filtracién: volimenes de medios para cultivos iniciales e
intermedios pueden esterilizarse con unidades de filtracion al vacio y
membrana de 0,5u de diametro. de poro. Para grandes volumenes,
de 125 mm de diametro. de poro.

v Cloracién: utilizada para volimenes de agua mayores de 10 litros.

2.3.1. Esterilizacion del agua de mar por cloracion

Para esterilizar grandes volumenes de agua uno de los métodos mas practicos
es la cloracion. Es necesario tener el agua en un recipiente grande (bolsas de
plastico, tanques o piscinas). Sobre el agua se vierte una cierta cantidad de
cloro y se deja durante un cierto tiempo para que se produzca el efecto

—
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esterilizador deseado. El tiempo dependera de su concentracion. Luego se
neutraliza con tiosulfato o metabisulfito de sodio que no dafia a los organismos
a cultivar.

Para clorar el agua se determina primero la concentraciéon de cloro que se
quiere utilizar (ppm).

Se utiliza lavandina en cuyo envase estan indicado los gramos de cloro por
litro que contiene (generalmente 55g/1, 80 g/l o 100g/1).

Antes de utilizar el agua se realiza la prueba de Cloro total con el reactivo
quimico correspondiente, para estar seguros que ia deciaracion fue efectiva.

2.3.2. Desinfeccion de equipos y materiales de laboratorio

Lavado de material de vidrio de laboratorio:

Acido clorhidrico al 10 %

Enjuague con agua corriente

Detergente biodegradable

Enjuagues con agua corriente

Enjuagues con agua destilada

Invertir cada recipiente para que escurra y luego tapar.
Secado en estufa. Esterilizacion en estufaa 140° C — 2 hs.

ANA N NANANA N

Lavado de tanques

Los tanques de cultivo masivo de microalgas deben lavarse bien para volver a
ser utilizados, con lavandina y agua corriente, cepillar bien las paredes y el
fondo, utilizar mangueras para enjuagar, varias veces, Yy dejar secar al sol al
menos 24 hs.

3. Crecimiento de una poblacion microalgal
3.1. Requerimientos fisico-quimicos

Luz
Se utilizan dos tipos de luz, natural o artificial. Cada grupo de algas tiene un

espectro de luz favorable para su crecimiento, reproducciéon y morfologia
celular.

Periodo de exposicion: puede ser continuo (luz artificial) o periédico (luz
artificial o ciclo natural dia-noche).

Una exagerada iluminacion es perjudicial, siendo la luz violeta y ultravioleta del
espectro las mas daiinas. Para evitar el exceso de iluminacién se pueden
utilizar mediasombras.

Temperatura
La fotosintesis esta influenciada por la temperatura, pero disminuye
agudamente con elevados valores de temperatura. Las temperaturas Optimas

14



varian entre 15-22 °C. La radiacién luminosa ya sea natural o artificial
incrementa en unos grados la temperatura del cultivo. El control de la misma
puede realizarse con termostatos o camaras de temperatura controlada.

Salinidad

La cantidad de material inorganico disuelto en el agua salada expresado como
peso en g/Kg. de agua salada se llama salinidad, generalmente llega a 35 g/Kg.
y se representa por 35 u.p.s. (unidades practicas de salinidad). Los estudios
cuantitativos de los componentes del agua de mar han servido de base para
calcular y aproximar concentraciones de aquellos elementos necesarios para el
enriquecimiento nutricional de los medios de cultivo algales. El fésforo, por
ejemplo, aunque es un componente menor del agua tiene gran importancia
biolégica sobre todo en Acuicultura, porque es el elemento que mas
frecuentemente limita la productividad en un ecosistema natural o en un
estanque.

La tolerancia a las variaciones en salinidad de las especies marinas suele ser
amplia: 12-40 %o. Sin embargo existe un rango Optimo que debe ser
considerado al cultivar una determinada especie. La salinidad, al igual que
todas las otras variables fisicas, puede afectar la composicion y por lo tanto su
valor nutritivo.

pH

El pH 6ptimo del medio de cultivo suele estar comprendido entre 7-8. Los
métodos para controlarlo incluyen: aireacion con aire/CO2, adicion de
productos quimicos, uso de tampones (sistema carbonato-bicarbonato). La
fotosintesis provoca un aumento de pH que se ha de contrarrestar aumentando
el CO2; en la oscuridad el metabolismo de las células reduce el pH, por lo cual
se debe disminuir la cantidad o suspender la adicion a los cultivos de CO2.

Oxigeno
El recurso de oxigeno natural mas importante en aguas naturales y estanques

es la fotosintesis. La profundidad en la cual el oxigeno producido mediante
fotosintesis iguala al consumido en la respiracién se llama “Profundidad de
Compensacion” y corresponde a la profundidad de la zona eufética. El punto de
compensacion en un estanque piscicola generalmente es menor de 1 m.
Existe una fluctuacidn diaria de la concentracién de oxigeno disuelto, debido a
la mayor produccién de oxigeno disuelto durante el dia por fotosintesis. El
fendmeno se detiene por la noche y no asi los procesos respiratorios que
continlan consumiendo el oxigeno. Las maximas concentraciones de oxigeno
ocurren durante la tarde y las minimas al amanecer. Por ello normalmente los
aireadores se encienden y los recambios de agua en los estanques se realizan
en estos momentos, para compensar el déficit de oxigeno disuelto existente.

La produccion de O2 durante una activa fotosintesis hace que el medio de
cultivo sea oxidante. Este medio no es siempre favorable al crecimiento y en
algunas especies cuando las concentraciones celulares son altas se hace
burbujear nitrégeno o algin compuesto reductor (ej. sulfito sédico) para
equilibrar el potencial redox.
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Otros gases disueltos

Todos los gases estan presentes y en solucién en el agua marina. El oxigeno
varia de 0-8,5 mg / I. Las concentraciones son mayores en aguas frias por su
mayor solubilidad que en las tropicales. Las algas disponen de una fuente
ilimitada de CO2, el cual esta presente como iones bicarbonato, CO2 disuelto y
CO3H2. A nivel de la superficie del mar el CO2 disuelto tiene a equilibrarse con
el atmosférico y asi los océanos actian como reguladores de la cantidad de
CO2 de la atmésfera. El nitrogeno atmosférico es soluble en agua y se
encuentra en concentraciones desde 8,4-14,5 mg/l. Otras formas inorganicas
son el NO2- (nitrito), NH3 (amoniaco), NO3- (nitrato) y NH4+ (amonio). El
nitrégeno junto con el fésforo son elementos muy importantes para el
crecimiento de las algas y junto con otros constituyentes esenciales son
conocidos como nutrientes. La concentracién de los mismos es mayor en
aguas profundas que en las superficiales como resultado de la actividad
bacteriana.

3.2. Medios de cultivo

En la preparacién de medios de cultivo debe tenerse en cuenta la calidad de
los materiales quimicos y la exactitud en el peso de los mismos.

El agua para la preparacién de las soluciones stock de los distintos medios de
cultivo debe ser agua destilada.

Los medios de cultivo enriquecidos (agua fertilizada) pueden ser simples o
complejos de acuerdo a la cantidad de componentes agregados. Un medio
complejo tienen una solucién basica de nutrientes, de metales traza y de
vitaminas. Un sélo medio debe servir para la mayoria de las necesidades del
cultivador. Este es el caso del medio R. Guillard f/2, en el cual crece un gran
numero de especies microalgales marinas.

Para cultivos masivos de microalgas se busca utilizar medios de cultivo
alternativos y de bajo costo: fertilizantes agricolas, residuos de la industria
pesquera, estiércoles, aguas residuales, etc.. Se han probado con éxito en el
cultivo masivo de N. oculata barros primarios cloacales de la ciudad de Mar del
Plata (Pérsico et al., 2010).

Medio de cultivo f/2 de Guillard utilizado para el cultivo de algas en criaderos de
bivalvos

1. Nitrato NaNOs 75,0 gporl



2. Fosfato NaH;P04.H20 5,0 g porl

3. Silicato Na;Si03.9H20 30,0 gporl

4. Metales traza FeCls.6H20 35g
Na;EDTA 436¢g

Se disuelven en 900 ml de H;0 destilada

Se afiade 1 ml de cada una de las siguientes soluciones de metales traza:

CuS04.5H20 0,98 g por 100 ml
ZnS04.7H20 2,20 g por 100 ml
CoCl2.6H;0 1,00 g por 100 ml
MnCl2.4H,0 18,00 g por 100 ml
Na;Mo004.2H,0 0,63 g por 100 ml

Se prepara 11 con Hz0 destilada (pH ca. 2,0).
Se afade 1 ml por litro FSW de las soluciones anteriores (#1-4).

5. Vitaminas

Biotina | 1,0 mg

B2 1,0 mg

Tiamina | 20,0 mg
HCI

Se disuelve en 11de H0 destilada y congele.

Afiada 1/2 ml de solucién de vitaminas por cada 11 de agua de mar.

Tabla Il. Medio de cultivo /2 de Guillard utilizado para el cultivo de microalgas en
criaderos de bivalvos.

Equipos necesarios: autoclave, balanza analitica, balanza granera, pH metro
para estabilizar soluciones y el medio final; calentador eléctrico con agitador
magnético para disolver compuestos, lavador automatico de pipetas, baldes de

10-15 litros de capacidad, refrigerador-congelador para almacenar reactivos,
soluciones stock y vitaminas.

Cristaleria: la vidrieria marca PIREX es de buena calidad. Se necesitan:
pipetas para medir varios volimenes, tubos de ensayo con tapa rosca, botellas
con tapa para reactivos, beakers de varias medidas, cilindros graduados,
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capsulas de petri, erlenmeyers de distinta capacidad, termémetros, mecheros,
embudos de porcelana para filtracién, tubos para aireacion, entre otros.

Las soluciones stock de los medios de cultivo se guardan en refrigerador en
botellas de vidrio o plastico. En la preparacion de una solucién stock de trabajo
que contiene una mezcla de compuestos (sales, vitaminas, etc.) se disuelve
cada una por separado en un volumen minimo de agua destilada; luego se
combinan y enrasan al volumen final correspondiente.

3.3. Medida del crecimiento del cultivo

Para determinar la densidad de células de una poblacién algal (N° de células
/ml) de un recipiente de cultivo y ademas poder establecer el grado de division
celular en un determinado tiempo, se utilizan camaras de conteo o
hematocitometros. Los
resultados permiten
estimar la situacion de
un cultivo y relacionarlo
con la curva de
crecimiento de la
poblacién algal.

REVARD D,
Estacioman in.

Conteo del nimero de
células de un cultivo

MuERTE -

[ Para determinar la
concentracion de
microalgas en un cultivo
hay que contar las
células que hay en un
volumen determinado
de agua (células/ml).
Existen varios métodos:
o v recuentos al micros-
i 7 — copio Yy recuentos
automaticos. Uno de
los métodos mas
utilizados, sencillo,
para estimar la
densidad de un cultivo
microalgal es el conteo microscopico de las células a través de un
hematocitometro (cdmara cuenta glébulos). Es una pieza de vidrio con tres
plataformas: una central y dos laterales en las que se apoya una lamina de
vidrio muy fina que se adhiere a las plataformas laterales, ya que la altura de la
plataforma central es una décima de mm mas baja. Cada camara de cultivo
tiene dos reticulas o areas rayadas, cada una con un volumen = 3mm x 3mm
x 0,1 mm = 0,9ul. Cada lado est4 dividido en 12 partes, formandose 12 x 12
cuadrados de 0,25 mm de lado. Las cuatro divisiones centrales de cada lado
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”
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-

Figura 3.1 Fases del desarrollo de un cultive de microalgas
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forman una especie de cruz, con la parte central dividida en cuadrados de 0,05
x 0,05mm.

Materiales: microscopio estandar, hematocitometro de 0,1 mm de profundidad
con cubreobjeto, pipeta con bulbo (gotero), piceta con agua destilada, tubos de
ensayo o pequefios recipientes con muestras unialgales, solucion fijadora

(lugol).

Uso del hematocitémetro: agitar suavemente una muestra de microalgas
que se distribuyan homogéneamente. Esperar unos segundos. Colocar un
cubreobjetos limpio sobre los pilares de soporte de la camara. Con una pipeta
gotero tomar una muestra del cultivo de algas y en angulo de 45° depositar
una gota en la ranura del hematocitdmetro para llenar la camara. Esperar unos
minutos para que se asienten las células.

Proceder al conteo siguiendo un orden en la secuencia de contaje para evitar
errores de suma. Se debe tener en cuenta el tamano de las células al realizar
el conteo (ver figura N° 8). Para células grandes (ej. Tetraselmis) se cuentan
los cuatro cuadros, se divide por cuatro y se multiplica por 10.000 para obtener
la densidad de la poblacién (N° de células/ml).

Para células pequefas (ej. Nannochloropsis) se utilizan los cuadrados chicos
(centro de la camara).

Ejemplo (Pérsico, 2008).

En un cuadrado grande (0,25 x 0,25) el volumen es igual a
0,25 mm x 0,25 mm x 0,1 mm = 0,00625 mm3 (microlitros).
Si contamos 40 células la concentracién en células/ml sera:

0,00625 ul --===----—- 40 células
1000 ul (1 ml) ------- X = 6.400.000 células
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Figura 8: Cuadricula de conteo de la cdmara de Neubauer utilizada para estimar la
densidad celular de los cultivos de microalgas.

4. Cosecha y obtencion de biomasa

Para realizar exitosamente la cosecha y obtenciéon de biomasa de microalgas
es necesario separar las mismas de la fase liquida. Para lograrlo pueden
utilizarse diferentes técnicas (Barnabé, 1991); algunas de las mas utilizadas se
describen a continuacion:

Coagulacién - Floculacién

Productos tales como el sulfato de aluminio, el cloruro férrico, la cal y ciertos
polielectrolitos han sido empleados con éxito. Las concentraciones, segun se
utilicen sales minerales o polielectrolitos, varian de 100 a200 mg/lyde2a?b
mg / |. Este proceso se adapta muy bien para el tratamiento de grandes
volimenes, pero es caro. A los fléculos de algas que se forman en el seno del
medio liquido por la accién de los aditivos citados, se les hace llegar a la
superficie por las técnicas de flotacién o bien decantados en decantadores
tradicionales.

La harina de algas asi obtenida puede ser utilizada en la alimentacién animal,
debido de su alto contenido en proteinas del (45 a 70 %).

Centrifugacion

Esta basada en la ligera diferencia de densidad entre las algas y el medio
liquido, permite extraer del 80 al 90 % de estos vegetales, en 2 a 5 minutos,
con aceleraciones de 500 a 1000 g. A pesar de su costo energético es
actualmente el Unico procedimiento empleado industrialmente.
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Existen otros métodos como la ultra filtracion, el micro tamizado, el filtrado
complementario con laminas, filtrado con papel y la sedimentacion espontanea,
pero no esta probada su fiabilidad o no se acercan a la de las técnicas de
floculacién y centrifugacion.

Asi mediane el empleo de estas dos técnicas se puede obtener la biomasa de
microalgas. (Col Morales, 1983).

5. Experiencia de cultivo de Nannochloropsis
oculata en diferentes situaciones de salinidad

5.1. Introduccion

La salinidad es el contenido de sal, mayormente inorganica, disuelta en un
cuerpo de agua. Por lo tanto es valida la expresion salinidad, para referirse al
contenido salino en suelos o en agua. Por ejemplo, el contenido salino en el
agua de mar, que hacia la costa de Mar del Plata es de 34-35 gramos por cada
litro de agua. Sin embargo, dicha salinidad puede variar debido a la
evaporacion o al aporte de agua dulce. La determinacién de la salinidad puede
ser medida con un refractometro (Figura 9).

Figura 9: Refractometro utilizado para medir la salinidad de los cultivos.

El proceso de evaporacion varia segun dos factores principalmente: Conforme
a la condicion climatica y la profundidad. Respecto al primer factor, la
evaporacion es mas intensa en las zonas tropicales, y menor en las zonas
polares. En relacion a la profundidad, las aguas superficiales son mas saladas,
porque la evaporacion hace que la concentracion de sal aumente. En zonas de
climas templados es en verano cuando se registra mayor evaporacion.

La variacion en la salinidad permite realizar una clasificacion, como se muestra
en la Tabla 3. (Unesco, 1981a; Unesco, 1981b).

~ Salinidad del agua

Tabla Ill. Clasificaciéon de aguas segun porcentaje de salinidad.
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Agua dulce: Su concentracion de sal alcanza un méaximo de 0,5 ppt (partes por
mil). Se incluye en este grupo a lagos, rios y arroyos. El agua potable, también
se considera propia de este grupo.

Agua salobre: Cuando la concentracién es mayor a 0,5 ppt se considera como
salobre. Generalmente son cuerpos semi-cerrados donde el agua de mar se
diluye en forma mesurable con aportes terrestres de agua dulce. Pueden
encontrarse casos donde las lagunas de agua dulce experimenten sequias,

debido a ia ausencia de precipitaciones, lo que conlleva a un aumento de
salinidad y, en consecuencia, pase a considerarse como cuerpo de agua
salobre.

Agua _de mar: También definido como salino, cuando su concentracion se
encuentra entre 30 y 35 ppt.

Salmuera: Por encima de 50 ppt se la considera salmuera. Algunos lagos o
mares son mas salinos.

La salinidad es un factor ambiental de gran importancia ya que determina los
tipos de organismos que pueden vivir en un cuerpo de agua.

Cada organismo presenta una tolerancia o rango 6ptimo para su desarrollo.

La microalga marina Nannochloropsis oculata, crece en forma optima en un
rango de salinidad de: 28 — 30 partes por mil.

La produccioén de lipidos al igual que su composicidn en las microalgas, a pesar
de depender principalmente de la especie, y en ultima instancia de su
constitucion genética, son aportados por diversas condiciones fisicas vy
quimicas de cultivo. Estas son, por ejemplo, la disponibilidad y el tipo de
nutrientes, la luz, la temperatura, el pH y la salinidad; esta ultima modifica la
sintesis de lipidos de diversas microalgas, sin embargo el tipo y cantidad de
lipidos producidos también dependen de la especie y la magnitud del cambio
de estas microalgas (Rodolfi ef al., 2009).

Por ello se han enfocado investigaciones para producir un aumento de lipidos
en las células microalgales a través de la alteraciéon de condiciones de cultivo,
tales como la temperatura, salinidad, adicién de dioxido de carbono y
concentracion de nutrientes (Chiu et al., 2009) y se ha probado en algunas
especies de microalgas la influencia de salinidad en la composicién bioquimica
celular, como asi también en la concentracion de pigmentos fotosintéticos y en
el crecimiento. Se ha probado que cultivos de Nannochloropsis oculata
deficientes en macronutrientes, principalmente nitrégeno y fosforo, contienen
mas lipidos que cultivos iniciados sin déficit de nutrientes (Beligni et al., 2012).
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5.2. Materiales y métodos

La experiencia se realizé en un invernadero destinado al cultivo masivo de
microalgas marinas de la Universidad Tecnolégica Nacional, Unidad
Académica Mar del Plata.

La especie elegida para llevar a cabo este trabajo fue Nannochloropsis oculata
(Eustigmatophyceae), por ser seleccionada candidata para el Proyecto
Microalgas de la mencionada institucion como materia prima para la
produccién de aceites para biocombustibles.

Se utiliz6 agua de mar natural, proveniente de la Central Termoeléctrica 9 de
Julio lindante. La misma fue previamente tratada a fin de alcanzar los
siguientes objetivos:

1. Eliminacion de residuos

v Se decanta en dos tanques de 750 litros.
v Se filtra a través de filtros cartucho.

2. Regular la concentracion al nivel deseado

v Se la agrega agua dulce, a fin de alcanzar la concentracién de
sal deseada.

Calculos para obtener el nivel de salinidad deseado

Debe comprobarse que la salinidad sea la adecuada para la especie que
deseamos cultivar. La salinidad del agua de mar es de 35 %o0. Para trabajar
con agua de mar de menor salinidad podemos calcular los litros de agua dulce
que debo agregar, aplicando la siguiente formula:

Vol. de agua dulce = (Vol. de agua x salinidad del agua de mar) - Vol. de agua
Salinidad deseada

Ejemplo: Si deseo preparar 30 litros de agua a una salinidad de 28 %o, sera:

Volumen de aguadulce = 301 x 35%0 - 30Il= 7,5litros de agua dulce
28 %o

3. Esterilizacion del agua

« Se utilizd una concentraciéon de 20 ppm de cloro activo

« Se dej6 reposar durante 24 horas sin aireacién.

« Se eliminé el cloro, mediante el agregado de metabisulfito de sodio
facilitandose con aireacion.
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5.3. Metodologia de la experiencia

Se realizaron tres tratamientos en cultivos de la microalga marina
Nannochloropsis oculata, desarrollados en tanques de fibra de vidrio, con
capacidad de 200 litros, provistos de aireacion, y a una concentracion inicial
aproximada de 25 x 10 ¢ cel/ml.

I) El primer tratamiento (T1) fue el cultivo control; la salinidad se mantuvo
dentro del rango 6ptimo para la especie: 28-30 partes por mil. Para llevar a
cabo dicho cultivo, se realizaron los siguientes pasos:

v' Se vertieron en el tanque 60 litros de un in6culo de N. oculata (es el
mismo para los tres cultivos), cuya densidad era de 75 millones de
células por mililitro.

v" Se agregaron 140 litros de agua a 28 partes por mil de salinidad.

v" Se adicionaron 200 mililitros de medio de cultivo Yashima.

IT) En el segundo tratamiento (T2), se disminuy6 la salinidad, partiendo de 30
partes por mil, a 25 partes por mil final. Para llevar a cabo dicho cultivo, se
realizaron los siguientes pasos:

v’ Se vertieron en el tanque 60 litros de indculo.

v' Se agregaron 100 litros de agua a 28 partes por mil de salinidad.

v" Se adicionaron 40 litros de agua dulce corriente, tratada con cloro, para
alcanzar la salinidad deseada.

v" Se incorporaron 200 mililitros de medio de cultivo Yashima.

IIT) En el tercer tratamiento (T3), se disminuy6 la salinidad, partiendo de 30
partes por mil, llegado a 20 partes por mil finalmente. Para llevar a cabo dicho
cultivo, se realizaron los siguientes pasos:

v" Se vertieron en el tanque 60 litros de indculo.

v" Se agregaron 50 litros de agua a 28 partes por mil de salinidad.

v' Se adicionaron 90 litros de agua dulce corriente, tratada con cloro, para
alcanzar la salinidad deseada.

v" Se incorporaron 200 mililitros de medio de cultivo Yashima.

Todos los cultivos pertenecientes a los tres tratamientos se mantuvieron bajo
invernadero del 31/05/2012 hasta el 07/06/2012.

5.3.1. Metodologia para el analisis de lipidos

Para realizar el analisis de los lipidos en los distintos tratamientos se realizaron
los siguientes procesos en laboratorio:

Floculacién

Se tomé una muestra de 5 litros de cada tratamiento de la experiencia y a cada
uno de ellos se le agregd 5 mililitros de cloruro férrico (FeCls), el cual fue
utilizado como floculante. Se colocé la muestra con el cloruro férrico en un
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agitador (JONOMEX) durante 10 minutos a baja intensidad, de manera que la
solucién se mezclara suavemente facilitando la floculaciéon. Se retiré del
agitador pasado los diez minutos y se dejé reposar durante 24 horas, para
luego eliminar la fase liquida y obtener las microalgas. Al excedente no
floculado se le agregd nuevamente floculante a razén de 1ml por litro de
material a flocular y se lo agité durante diez minutos. A este excedente no hizo
falta dejarlo 24 hs, ya que el proceso de floculacion ocurri6 casi
inmediatamente después de la agitacion.

Centrifugacion

Una vez obtenidas la biomasa himeda de Nannochloropsis oculata, se
procedi6 a la centrifugacion. En los vasos de la centrifuga (marca Rolco, ver
figura N° 11) se colocd la biomasa de manera tal que todos los vasos
presentaron el mismo peso (en esta centrifuga el peso maximo de muestra fue
de 300g vy la diferencia entre los vasos no fue mayor a +/-0.5g). Las muestras
se centrifugaron durante un tiempo de 8 a 10 minutos y a una velocidad de
2800 revoluciones por minuto. Transcurrido el tiempo de centrifugado se retird
el excedente de agua (fase sélida himeda) y se procedi6 al secado en estufa.

s

Figura 11. Centrifuga y biomasa himeda obtenida por centrifugacién.

Secado

La biomasa de Nannochloropsis oculata obtenida del proceso de
centrifugacion, se coloc6 en una céapsula de Petri, dentro de una estufa marca
Dalvo (Figura 12), teniendo en cuenta no superar los 60 ° C para evitar la
desnaturalizacién de lipidos. Pasadas las 24 hs se retiré todo el contenido de
humedad y se procedi6 al raspado de la placa para retirar la biomasa seca de
microalgas. Luego se procedi6 a realizar el analisis de lipidos.
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Figura 12. Imagen de la estufa empleada en el secado, y biomasa seca en capsula
de Petri.

5.3.2. Metodologia de extraccion directa de los lipidos

Método de Soxhlet :

El método consistié en una extraccion de lipidos semi-continua con un solvente
o mezcla de solventes organicos adecuados, segun el tipo de lipido a extraer.
La marca del equipo utilizado es VELP SCIENTIFICA, modelo SOLVENT
EXTRACTOR SER 148, perteneciente al Laboratorio de Analisis de la UTN
Mar del Plata (Figura 13).

Preparacion de la muestra y extraccién de los lipidos: En un cartucho de papel
de filtro se colocé la muestra seca y pesada, y se dispuso en el tubo extractor.
Se taro el balén del equipo y se lo conecté al mismo. Por la parte superior del
tubo extractor se agregd6 el solvente adecuado (cloroformo), se agregé ademas
alrededor de la mitad del contenido del tubo extractor. Se calenté para que se
produzcan al menos 7 ciclos de llenado y sifonado del tubo extractor (durante 2
horas aproximadamente).

Recuperacion y eliminacién del solvente: Se quito el cartucho del tubo extractor
con el resto de la muestra. Se armo nuevamente el equipo y se recuperd el
solvente limpio que se acumulé en el tubo extractor. Se colocaron las muestras
conteniendo los lipidos unos 10 minutos en estufa y se pasaron para eliminar
totalmente el cloroformo residual.

Calculos: una vez que se conoci6 la masa de lipidos libre de solvente organico,
se calcul6 el porcentaje de lipidos en la muestra teniendo en cuenta la masa
inicial de muestra colocada en el cartucho de extraccion, el peso de las
capsulas de Petri y la biomasa hiumeda de Nannochloropsis oculata.
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Figura 13. Imagen del equipo Soxhlet utilizado para la extraccion de lipidos de la
biomasa de N. oculata

5.4. Resultados

5.4.1. Parametros de los cultivos, ambientales y densidad
celular de N. oculata

A continuacién se muestran tres tablas, una para cada tratamiento, con los
parametros pH, temperatura (T), densidad celular (3), flujo de luz, temperatura
ambiente y estado del tiempo (tablas 2,3 y 4).

T1-Cultivo control - 28 ppt

= e

0 25 20800 17,2 Nublado
1 8,13 10,5 30,1 12000 14,7 Nublado
Z 8,37 8,6 32 12700 11,3 Nublado
3 8,26 14,1 38,1 30300 18,9 Despejado
4 8,37 9,3 39,8 10900 12,4 - Nublado
5 8,05 7.7 . 50,2 30200 17,3 Despejado
6 81001 75 L 60,1 9400 69 | Nublado
7 8,11 5,7 . 569 27200 12,8 Despejado

Tabla 1V. Datos de los parametros registrados para el cultivo control (T1)
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T2-Cultivo 25 ppt

0 20800 Nublado
1 8,16 10,4 28,2 12000 14,7 Nublado
2 8,18 8,5 28,8 12700 11,3 Nublado
3 822 14,3 33,7 30300 18,9 Despejado
4 8,4 9,4 46,3 10900 12,4 Nublado
5 8,15 7,5 50,5 30200 17,3 Despejado
6 8,13 7,4 54 9400 6,9 Nublado
7 8,04 5,6 52,6 27200 12,8 Despejado

Tabla V: Parametros registrados para el cultivo de N. oculata a 25 partes por mil de
salinidad.

T3-Cultivo 20 ppt

a tiempo
0 25 20800 17,2 Nublado
1 8,28 10,6 31,3 12000 14,7 Nublado
2 8,32 9.1 441 12700 11.3 Nublado
3 8,29 14,7 48,8 30300 18,9 Despejado
4 8,58 9,6 52,4 10900 12,4 Nublado
5 8,35 8,1 51,4 30200 17,3 Despejado
6 8,38 8,2 54,2 9400 6,9 Nublado
7 8,32 6,4 58,2 27200 12,8 Despejado

Tabla VI. Parametros registrados para el cultivo de N. oculata a 20 partes por
mil de salinidad.
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5.4.2. Resultados de las densidades celulares

- T3-20 ppt

N° de celulas x 106/ mi

1 2 3 4 5 6 7 8

Tiempo (dias)

Figura 14. Densidad celular de Nannochloropsis oculata en los diferentes
tratamientos de salinidad: 20, 25 y 28 ppt, durante la experiencia.

Como se observa en la Figura 14, los datos obtenidos en el tratamiento a 28
partes por mil son similares a los del cultivo a 25 partes por mil, con la
excepcion que en el dia cuatro, la densidad del cultivo a 25 partes por mil es
superior a las 40 millones de células por mililitro. Tanto el cultivo a 28 partes
por mil como el cultivo a 25 partes por mil, logran llegar a la duplicacién de la
densidad inicial en el dia seis de cultivo. Sin embargo, en el caso del cultivo a
20 partes por mil, el comportamiento es totalmente distinto a los otros dos
cultivos, logrando la concentracion de 40 millones de células por mililitro en el
dia dos y llegando a la duplicacién de la densidad inicial en el dia cuatro. No se
observa fase de latencia.

5.4.3. Resultados del analisis de la concentracion de lipidos

Para obtener los resultados de la concentracion de lipidos en los tres
tratamientos se realizaron los calculos que se exponen en las Tablas 5,6y 7.

En la tabla VII se encuentran los valores de los pesos de las capsulas de Petri
vacias y de las biomasas de microalgas correspondientes, obtenidas luego del
proceso de centrifugacién de la biomasa de N. oculata.

En la tabla VIII se muestran los resultados de los lipidos extraidos segun el
método soxhlet.
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En la tabla IX se exponen los porcentajes de aceites obtenidos para cada
muestra procesada de cada tratamiento de salinidad.

Peso capsula +

Peso capsula de Petri biomasa de N. Biomasa seca
vacia (g) oculata (g) Tratamiento N. oculata(g)
40,0308 41,0733 T1-28 partes por mil 1,0425
42,6968 44,0449 T2-25 partes por mil 1,3481
40,2483 ' 41,2427 T3-20 partes por mil 0,9944

Tabla VII. Capsulas de Petri vacias, capsulas de Petri + biomasa y biomasa seca de
N. oculata para cada tratamiento.

Peso vaso + lipidos 3 Lipidos
Peso vaso vacio (g) obtenidos (g) Tratamiento obtenidos (g)
74,5782 74,6586 T1-28 partes por mil 0,0804
75,7508 75,8416 T2-25 partes por mil 0,0908
76,1218 76,1826 T3-20 partes por mil 0,0608

Tabla VIII. Peso vaso vacio, peso vaso + lipidos obtenidos y lipidos obtenidos por el
método soxhlet.

Porcentaje de lipidos por tratamiento

Salinidad del tanque Porcentaje
T1-28 partes por mil 7,71%
T2-25 partes por mil 6,73%
T3-20 partes por mil 6,11%

Tabla IX. Porcentaje de lipidos extraido para cada tratamiento de salinidad en cultivos
de N. oculata..
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5.5. Discusion y conclusiones

Las microalgas constituyen una fuente alternativa potencial para la produccion
de biodiesel. Rodolfi ef al., (2009), investigaron 30 especies para seleccionar
aquellas con alta productividad en biomasa y alto contenido de lipidos,
encontrando que Nannochloropsis sp es particularmente promisoria.

Estudios recientes se han enfocado en aumentar la concentraciéon de lipidos
mediante la alteracion de condiciones de cultivo, como la temperatura,
concentracion de nutrientes (principalmente nitrégeno) y salinidad. El contenido
total de los lipidos en las microalgas puede variar desde 1 hasta 90% del peso
seco, dependiendo de la especie y de las condiciones de cultivo (Spolaore et
al., 2006; Chisti, 2007). Cuando las microalgas se someten a condiciones de
estrés impuestas por estimulos ambientales quimicos y fisicos, solos o en
combinacioén, ocurre sintesis y acumulacion de triglicéridos, acomparada por
considerables alteraciones en la composicion de los lipidos y acidos grasos.

La microalga marina Nannochloropsis oculata es altamente productiva, con
importantes concentraciones de aceites en cultivos realizados en “ponds”
abiertos y ubicados en el exterior.

En la ciudad de Mar del Plata, Argentina, se ha llevado a cabo con éxito el
cultivo masivo de N. oculata en un sistema exterior (Pérsico ef al., 2011) y se
han evaluado diferentes métodos de extraccion de lipidos para su apropiacién
industrial (Lospennato et al., 2012).

La biomasa y composicién bioquimica de las algas tiende a decaer con
cambios rapidos de salinidad (Schenk et al., 2008; Mata et al., 2012). También
se ha reportado que altas salinidades inhiben el crecimiento y acumulacion de
lipidos en Dunaliella sp (Takagi et al., 2006). Se ha observado en tanques con
cultivos de esa especie ubicados a la intemperie en la UTN Mar del Plata que
debido a precipitaciones intensas que producen una disminucién de salinidad
de 28-30 a 23 %o, los cultivos se pierden y no se pueden recuperar. Procesos
de evaporaciéon también han ocasionado la pérdida de cultivos en la estacion
estival. Estos sistemas entonces estan influidos por cambios repentinos de

salinidad, ocasionados por procesos de evaporacion y precipitaciones (Schenk
et al., op.cit.).

Na Gu et al., 2012, han reportado que el crecimiento de Nannochloropsis
oculata es mayor para tratamientos con valores de salinidad de 35g/l, 25g/l y
139/l con respecto a valores comprendidos entre 45g/l y 55 gl.

Durante este trabajo los cultivos sufrieron leves modificaciones de volumen que
fueron debidas a evaporacién (menores de 10 litros), al encontrarse protegidos
por un invernadero y realizarse durante la estacion invernal.

Las densidades celulares alcanzadas al final de la experiencia (ocho dias) en
los distintos tratamientos (T1- 28%0; T2- 25%0 ; T3- 20%0) estuvieron dentro
del rango 50-60 millones de células/ml, siendo en T3 > T1 > T2. Se debe
aclarar que a los siete dias de experiencia se alcanzé el mayor valor de
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densidad celular, correspondiente al control (T1) con 60 millones de células/mi.
Si bien se han reportado densidades mayores en el mismo afio o en otros
anteriores para el tratamiento control dentro de la estacién invernal, se deben
tener en cuenta la influencia de factores ambientales como flujo de luz y
temperatura, los cuales no son controlados para el periodo de estudio
correspondiente y son muy variables.

En cuanto a la concentracién de lipidos los resultados fueron: T1 > T2 > T3. Sin
embargo, estas diferencias no se consideran significativas y son bajas,
considerando los valores obtenidos por efecto de déficit de nutrientes en
primavera y verano (Beligni et al., 2012); en ese trabajo las productividades
lipidicas estacionales fueron variables, debido a efectos del clima sobre la

divisién celular.

La presente experiencia realizada en invierno debera repetirse para obtener
réplicas y ademas en otras estaciones del afio, ya que en la ciudad de Mar
del Plata, Argentina, las condiciones climaticas son muy variables, inclusive
dentro de la misma estacion.

Si bien los resultados del efecto de salinidad no mostraron diferencias
significativas en la concentracion de lipidos en los diferentes tratamientos, se
tratara de experimentar, ademas, con valores mas elevados y observar como
afectan la densidad celular de N. oculata, ya que se debe lograr un balance
entre biomasa y concentracion de lipidos.
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