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RESUMEN
Tenorio, C., Hernández, H., Aguirre, M. y Aguilar, C. (2023). Actualización del Manual para obtención de cepas de 
microalgas. Inf Inst Mar Perú, 50(1), 68-82.- Este manual es un producto del Programa Presupuestal PpR 0094: 
Ordenamiento y Desarrollo de la acuicultura, su actualización tiene como finalidad difundir las metodologías 
de laboratorio utilizadas para la obtención de cepas de microalgas en el Banco de Germoplasma de Organismos 
acuáticos del Instituto del Mar del Perú. Se explican y detallan los procedimientos para preparar medios 
de cultivo y obtener cepas de microalgas marinas y continentales. El manual también presenta aspectos 
generales sobre la adaptación de las células a condiciones de laboratorio y su mantenimiento.
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ABSTRACT
Tenorio, C., Hernández, H., Aguirre, M., and Aguilar, C. (2023). Update of the Manual for obtaining microalgae 
strains. Inf Inst Mar Perú, 50(1), 68-82.- This manual provides updated laboratory methodologies for obtaining 
and maintaining microalgae strains in the Germplasm Bank of Aquatic Organisms at the Instituto del Mar del 
Perú, as part of the Budget Program PpR 0094: Aquaculture Planning and Development. The manual includes 
detailed procedures for preparing culture media and obtaining marine and continental microalgae strains, 
including recommendations for axenic cultures. Likewise, the manual covers important considerations for 
adapting microalgae cells to laboratory conditions and their subsequent maintenance.
Keywords: aquaculture; strains; axenic cultivation; microalgae

ACTUALIZACIÓN DEL MANUAL PARA LA OBTENCIÓN  
DE CEPAS MICROALGALES

UPDATE OF THE MANUAL FOR OBTAINING MICROALGAE STRAINS

1.	 INTRODUCCIÓN

El Perú cuenta con alrededor de 12 000 cuerpos 
de agua entre lagos, lagunas y cochas (ANA, 
2011) y con un litoral marino de 3 080 km de alta 
productividad primaria. Los cuerpos de agua 
continentales se distribuyen entre 0 y 5 000 msnm, 
proporcionando hábitat de diversas condiciones 
medioambientales para las microalgas. Muchos 
de los cuerpos de agua continentales muestran 
características oligotróficas y aún no exhiben un 
impacto antrópico significativo, mientras que 
otros presentan características eutróficas debido 
principalmente al impacto humano (acuicultura, 
turismo, desechos urbanos), los cuales modifican 
el ambiente y como consecuencia son principales 
causas de pérdida de biodiversidad afectando 
también a las microalgas.

Las microalgas poseen muchas ventajas y po-
tencialidades, como por ejemplo rápido creci-
miento, el cual puede escalonarse de manera 
efectiva para llegar a grandes volúmenes. Estos 
microorganismos son utilizados para distintos 
fines, como producción de proteínas o piensos, 
productos fertilizantes, productos farmacéuticos, 
suplementos dietéticos, industria cosmética, bio-
combustibles y como alimento en la acuicultura 
(Creswell, 2010).

Son consideradas un recurso importante en el 
mundo debido a su capacidad natural de fijar 
grandes cantidades de dióxido de carbono y de 
almacenar aceites que pudieran ser utilizados 
como fuente de biocombustibles, contribuyendo 
en la reducción del uso de combustibles fósiles 
(Varela, 1988; Scott et al., 2010).

En la acuicultura, las microalgas son empleadas 
como alimento para el crecimiento y desarrollo 
de diversas etapas larvales de otros organismos 
acuáticos cultivados (Abalde et al., 1995). Estas 
deben tener características específicas como no 
presentar toxinas dañinas para los organismos a 
alimentar, tamaño pequeño, pared celular dige-
rible y composición bioquímica adecuada para la 
óptima nutrición de los organismos cultivables. 
Existen otras características ligadas a la fisiología 
de la especie como resistencia a la fotoinhibición, 
fotoperiodos, sensibilidad a concentraciones de 
oxígeno y el estrés osmótico.

La selección de la microalga a cultivar es posible 
mediante la obtención de un cultivo unialgal 
(monoespecífico) logrado a partir del aislamiento 
de una unidad algal en condiciones de higiene. 
La obtención de este cultivo se inicia desde 
el muestreo hasta la propagación a mayores 
volúmenes, manteniendo un cultivo axénico.
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El trabajo en laboratorio comprende procesos 
microbiológicos de aislamiento celular, cultivo 
en asepsia y mantenimiento de las microalgas 
en condiciones simuladas del medio natural. La 
actualización de este manual presenta las pautas 
y pasos a seguir para la obtención de cepas 
microalgales.

Generalidades

Las microalgas pueden ser unicelulares, filamen-
tosas, formadoras de colonias cenobiales y formas 
coloniales macroscópicas. Como toda célula euca-
riota vegetal, las microalgas presentan información 
genética en un núcleo, uno o más cloroplastos y 
pared celular. La clorofila y otros pigmentos como 
carotenos se encuentran dentro de los cloroplastos.

En su mayoría son organismos acuáticos, 
sin embargo, existen formas que habitan en 
sedimentos, suelo, epífitos y forman simbiosis 
como en los líquenes. Las microalgas se 
encuentran tanto en ambientes marinos como en 
continentales y muchas de ellas pueden adaptarse 
a ambos hábitats. Se encuentran ampliamente 
distribuidas por todos los ambientes acuáticos del 
planeta; por ello, existen muy pocas especies de 
microalgas a las que se les considera endémicas.

En el mar, las microalgas forman parte del planc-
ton, algunas son bentónicas y otras se encuentran 
en toda la columna de agua. Muchas habitan en 
ambientes extremos como nieve o hielo, salares, 
suelo y hasta roca volcánica adaptándose a la poca 
incidencia de luz, escasos nutrientes, efectos de 
corrientes, sedimentación y depredadores.

Estos organismos son importantes productores 
primarios de biomoléculas mediante la fotosín-
tesis, utilizan energía luminosa y la transforman 
en energía química. Algunos son fotoautótrofos 
obligados (Gladue, 1991), no obstante, otros son 
solamente heterótrofos y no requieren energía 
luminosa ya que asimilan la energía a partir de 
compuestos orgánicos disueltos. Otras espe-
cies son mixotróficas y utilizan energía lumino-
sa para dividirse y depredan otras microalgas, 
como el caso de algunos dinoflagelados (Hoff & 
Snell, 2001; Hansen & Tilmann, 2020; Jeong et 
al., 2021). Generalmente las microalgas flagela-
das pueden dividirse en lapsos de 24 horas, las 
diatomeas se dividen de 2 a 3 veces al día y las 
clorofitas entre 4 y 5 (Lavens & Sorgeloos, 1996).

Condiciones de cultivo

Las condiciones de laboratorio influyen en el 
crecimiento y mantenimiento fisiológico de las 
microalgas. Por ello, es importante observar 
la respuesta de cada especie, así como sus 
rangos de tolerancia según las fluctuaciones 
de los parámetros a los que son sometidas. Los 
factores químicos para su óptimo crecimiento 
son suministro de nutrientes y micro elementos 
a concentraciones adecuadas, y en cuanto a 
factores físicos se menciona calidad y cantidad 
de luz, temperatura, salinidad, pH y fotoperiodo 
(Cañizares et al., 1994).

El crecimiento y mantenimiento de las células en 
un cultivo microalgal depende de la asimilación 
de los compuestos nutricionales y minerales 
que se encuentran en el medio. Los nutrientes 
necesarios para la formulación de medios de 
cultivo se clasifican en dos grupos: macro y 
micronutrientes. Los macronutrientes, son 
utilizados en la formación y mantenimiento de 
las células, conformados por carbono, hidrógeno, 
oxígeno, nitrógeno, fósforo, azufre, potasio y 
magnesio. Los micronutrientes son utilizados 
en menor concentración como catalizadores en 
funciones reguladoras osmóticas, representados 
por hierro, manganeso, zinc, molibdeno, 
vanadio, bario, cloro, cobalto, calcio, sílice y 
sodio (Guillard, 1975). Los requerimientos 
de las microalgas en cultivo dependerán de la 
especie, sin embargo, es posible utilizar medios 
de cultivo genéricos para grupos taxonómicos.

También, es necesario añadir al medio de cultivo 
vitaminas esenciales para el metabolismo de 
las microalgas. Las vitaminas tiamina (B1), 
cianocobalamina (B12) y biotina (B6) son 
consideradas esenciales para la mayoría de 
microalgas, se estima que toda microalga 
planctónica requiere cianocobalamina para 
su óptimo crecimiento (Spotte, 1979). Sin 
embargo, algunos factores pueden afectar la 
disponibilidad de los nutrientes, por ejemplo, 
en medios alcalinos los metales precipitan, 
por lo que agentes quelantes como EDTA 
(ácido etil diamino tetracético) coadyuvan a la 
disponibilidad de estos metales para las células 
(Kaplan et al., 2017).

La mayoría de las microalgas son fotoautótrofas, 
realizan la fotosíntesis para transformar la energía 
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luminosa en energía metabólica. El periodo 
de exposición a la luz influye en los procesos 
de reproducción y crecimiento de las células 
(Richmond, 1986). Por ejemplo, en diatomeas la 
reproducción asexual por fisión binaria ocurre 
en periodos de luz y la formación de esporas en 
periodos de oscuridad. La calidad y cantidad 
de luz no solo influye en el crecimiento de las 
microalgas, sino también en la composición de 
macromoléculas, tasas de respiración y actividad 
de enzimas carboxílicas (Voskrenseskaya, 
1972). Por ejemplo, la luz roja aumenta las 
reservas de carbohidratos y la luz azul estimula 
fotoreceptores que desvían los productos de la 
fotosíntesis hacia la ruta de síntesis de proteína 
(Rivkin, 1989).

Por otro lado, es importante considerar el manejo 
de luz, irradiación, distribución espectral y 
fotoperiodo. La irradiancia, por ejemplo, es de 10 
a 30 µmol.seg-1.m-2 (1 a 2 % de luz solar completa) 
para microalgas mantenidas en laboratorio 
(Guillard & Morton, 2003).

Elevados niveles de intensidad lumínica, 
permiten que las microalgas generen mayor 
proporción de pigmentos y lípidos, esta respuesta 
está relacionada a la protección de las células 
(Sanchez-Saavedra y Voltolina, 2002).

En cultivos donde existe muy poca concentración 
celular, se debe mantener baja intensidad 
lumínica debido a que las microalgas pueden 
disminuir en su crecimiento poblacional por 
fotoinhibición al dañar el fotosistema II. Los 
cultivos donde existe mayor densidad celular 
son capaces de utilizar la luz incidente con 
mayor eficacia debido a que células más 
cercanas a la fuente de luz dan sombra a las 
más alejadas, este proceso se conoce como auto 
sombreado (Contreras-Flores et al., 2003).

Es importante considerar el fotoperiodo en 
función al tipo de microalga. Un régimen 
inadecuado de éste puede generar, en algunas 
especies, formación de quistes, o muerte de 
células por exposición a iluminación continua. Los 
fotoperiodos de luz: oscuridad, más empleados 
varían entre 12: 12 y 16: 8 horas (Lorenz et al., 
2005)

La temperatura, en el ámbito de adaptación a 
cultivo, debe ser cercana a la del medio natural de 

donde fue extraída la microalga, al menos hasta 
que se adapte a la programada en el laboratorio. 
Así mismo, es importante reconocer si las fuentes 
de luz, en el laboratorio, pueden influir en la 
temperatura ya programada, en la disociación 
de moléculas de carbono para que puedan estar 
a disponibilidad de las células al momento 
de realizar la fotosíntesis y sea directamente 
proporcional a la tasa de respiración celular 
(Kommareddy & Anderson, 2003).

Las especies tropicales presentan un rango de 
tolerancia de 16 a 27 °C; en valores menores de 
este intervalo el crecimiento disminuye mientras 
que, a temperaturas mayores el cultivo sufriría 
un colapso (Hoff & Snell, 2001).

Se conoce que los cambios de temperatura crean 
modificaciones en las rutas metabólicas como 
los observados en la biosíntesis de carotenoides, 
donde se ha encontrado un aumento en la 
producción de astaxantina y luteína (Del Campo 
et al., 2004) y también se asocia a cambios 
morfológicos en algunas clorofitas de agua dulce 
(Martin, 2010).

La salinidad óptima para el cultivo de una 
microalga depende de la especie y población de 
donde fue extraída. Generalmente, este parámetro 
no es muy controlado en cultivos marinos ya que 
se trabaja con la misma salinidad del océano. 
Sin embargo, esto puede variar con microalgas 
que provienen de estuarios y ambientes salobres 
(Harrison & Bergues, 2005).

El pH es otro factor importante en los cultivos, las 
variaciones en relación al valor óptimo influirán 
en el crecimiento celular y en los procesos 
metabólicos (Borowitzka & Borowitzka, 1988).

Este factor está influenciado por la productividad 
algal, respiración celular, alcalinidad del medio, 
composición iónica del medio de cultivo, 
actividad microbiana y concentración de CO2. 
En ciertos niveles alcalinos, se compromete la 
disponibilidad de CO2 llegando a ser limitante 
para el crecimiento y fotosíntesis. Muchos autores 
coinciden que el rango óptimo para microalgas 
es de 7 a 9 (Del Río et al., 2007; Martin, 2010).

Aislamiento unialgal y cultivo a partir de cepas

El agua de mar es un medio complejo que 
contiene más de 50 elementos conocidos, gran 
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cantidad de compuestos orgánicos y que además 
son cambiantes a lo largo del año. Por esta razón, 
en cultivos de microalgas marinas, el agua de 
mar utilizada debe ser previamente esterilizada 
y enriquecida para mantener el balance de 
nutrientes y garantizar la asepsia del cultivo. Este 
equilibrio de nutrientes consiste en adicionar 
los principales nutrientes inorgánicos como 
NO3, PO4, silicatos, metales trazas, quelados y 
vitaminas (Berges et al., 2001).

Las microalgas crecen bajo condiciones naturales 
en comunidades; sin embargo, cuando se desea 
realizar el estudio de una especie en particular, 
se parte por aislar una célula para cultivarla y 
lograr su proliferación sin la interferencia de 
otros organismos. El aislamiento y reproducción 
por fisión binaria a partir de una célula asegura 
la misma información genética en todas las 
células del cultivo (González et al., 1995), aunque 
durante este proceso pueden ocurrir mutaciones 
derivadas de condiciones ambientales (Pratt, 
1944).

Un cultivo unialgal es sostenible en el tiempo, 
siempre y cuando existan las condiciones de 
asepsia, sin contaminantes como protozoarios, 
otras microalgas, hongos y materia orgánica no 
disuelta. No obstante, muchas veces la presencia 
de bacterias asociadas contribuye al crecimiento y 
mantenimiento de un cultivo microalgal, porque 
se sabe que algunas bacterias producen vitamina 
B12 utilizada en diversos procesos metabólicos 
de las microalgas (Hoff & Snell, 2001).

Una vez obtenido el inóculo, se puede escalar 
a mayores volúmenes para su mantenimiento 
bajo las mismas condiciones. Es importante 
mantener cultivos en menores volúmenes a 
manera de stocks o cultivos de respaldo ante la 
posible ocurrencia de muerte celular repentina 
o contaminación, los que deben ser mantenidos 
realizando recambios de nutrientes según lo 
requiera la microalga.

Al aumentar el volumen de los cultivos, para 
prevenir contaminación por bacterias, se debe 
trabajar en condiciones de asepsia utilizando 
materiales estériles y con ayuda de un meche-
ro. Otra manera de evitar contaminación es 
realizar el procedimiento de transferencia bajo 
una campana de flujo laminar, pasando el aire 

por filtros. También es recomendable utilizar 
lámparas germicidas de UV antes de realizar 
el trabajo.

El cultivo de cepas no requiere aireación debi-
do al reducido volumen de siembra o manteni-
miento y para evitar posible contaminación. El 
propósito de realizar recambios de nutrientes y 
escalonamiento en volúmenes es mantener una 
población fisiológica, morfológica, y genética-
mente saludable.

Existen ciertos aspectos que se deben tener en 
cuenta en el mantenimiento de cepas microalgales 
como; la presencia de diferentes estadios de ciclo 
de vida en cultivos viables y disponibles. Cultivos 
de respaldo en medio líquido, semisólido y/o 
sólido, análisis microbiológicos periódicos, 
registros fotográficos en los diferentes medios de 
mantenimiento.

También se encuentran limitaciones con varia-
ciones en las condiciones de laboratorio que 
pueden conducir a pérdidas de características 
morfológicas y fisiológicas de las células. Algu-
nos ejemplos de estas modificaciones morfológi-
cas se dan en las diatomeas cuando se produce 
la reducción del tamaño del frústulo (Jaworski 
et al., 1988) y modificaciones fisiológicas como 
pérdida de composición pigmentaria (Warren 
et al., 2002).

El modelo de crecimiento de una población 
en cultivo permite explicar su dinámica y 
tomar medidas sobre su manejo. En general, se 
reconocen 4 etapas de crecimiento (Fig. 1).

Figura 1.- Curva de crecimiento estándar. 1. Fase de adaptación, 2. 
Fase exponencial, 3. Fase estacionaria, 4. Fase de declive. (Fuente: 

Fogg & Thake, 1987)
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La primera es la fase de adaptación, cuando 
el cultivo comienza su crecimiento, muchas 
veces esta etapa presenta una caída leve por la 
adaptación de la microalga a un nuevo medio. La 
segunda es la fase exponencial cuando las células 
se encuentran adaptadas al medio de cultivo 
y empieza una división celular más rápida 
acercándose a una forma de crecimiento que 
duplica o triplica el número de éstas. La tercera 
es la fase estacionaria donde ya no se observa 
incremento del número de células y la población 
alcanza un equilibrio, es decir que existe balance 
entre tasa de natalidad y mortalidad de células. 
La cuarta y última fase es el declive o muerte 
cuando el cultivo empieza a decaer en número de 
células. El tiempo que duran las fases depende 
de la especie de microalga, las condiciones de 
cultivo dadas y el suministro de nutrientes o 
dióxido de carbono (Fogg & Thake, 1987).

Para un cultivo es necesario determinar la curva 
de crecimiento teniendo en cuenta la cantidad 
de células por mililitro. Los conteos se realizan 
mediante el uso de cámaras de conteo (Neubauer, 
Segwich y Rafter), por contadores de partículas 
de membrana o por espectrofotometría.

Técnicas de esterilización de material 
de laboratorio y medios de cultivo

Preparación del material de vidrio

El material de vidrio está conformado por tubos 
de ensayo, matraces de diferente volumen (50, 
100, 125, 250,500 y 1000 mL), botellas de 1 y 2 L, 
placas Petri y pipetas.

Lavado: Diluya detergente neutro (Extran) con 
agua potable y con ayuda de escobillas o esponjas 
lave el material, enjuague con agua potable hasta 
eliminar los residuos del detergente, sumérjalo 
en un balde con la solución de HCl al 5 %; ya 
sea vertical u horizontalmente, deje actuar la 
solución ácida (por al menos 24 horas o hasta 
eliminar las sales adheridas al material de vidrio), 
retire el material del HCl y enjuague 10 veces con 
agua potable hasta tener la seguridad de haber 
eliminado el total de la solución ácida de toda la 
superficie de vidrio, realice el último enjuague 
con agua desionizada o destilada.

Para el material volumétrico como; pipetas y 
tubos de ensayo, coloque en el lavador ultra-

sonido por 30 minutos a 60 °C y siga el proce-
dimiento anteriormente descrito. Coloque el 
material limpio en una estufa a 75 °C para el 
secado. Cuando esté seco, cubra la boca del ma-
terial de vidrio con papel aluminio y luego con 
papel Kraft, sujetando con pabilo (Fig. 2). Este-
rilice en autoclave a 15 lb de presión a 120 °C  
durante 20 minutos (Fig. 3), en la opción de se-
cado esterilizado, en caso que el material se en-
cuentre húmedo seque en estufa a 80 °C.

Preparación del material de plástico

El material de plástico está conformado por 
tubos, puntas, frascos, mangueras, tapas y 
tapones. Diluya detergente neutro (Extran) 
con agua potable y con ayuda de escobillas o 
esponjas, lavar todo el material. Enjuague con 
agua potable hasta eliminar los residuos del 

Figura 2.- Material de vidrio limpio cubierto de papel aluminio 
y papel Kraft

Figura 3.- Esterilizado del material de vidrio
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detergente. El último enjuague realizarlo con 
agua desionizada. Coloque el material limpio en 
estufa eléctrica a 75 °C para secar. En caso que 
el material sea resistente a altas temperaturas, el 
esterilizado se realizará en autoclave.

Preparación de medios de cultivo

Los medios de cultivo deben contener los 
nutrientes mínimos necesarios para la especie a 
cultivar. Los insumos para la preparación de los 
medios de cultivo son reactivos de calidad grado 
PA (para análisis químico).

Equipos y materiales

−	 Balanza analítica (5 dígitos)
−	 Sistema de filtración al vacío
−	 Refrigerador
−	 Agitador orbital
−	 Campana de extracción de gases
−	 Purificador de agua
−	 pH metro
−	 Autoclave
−	 Máscara de protección para gases
−	 Botellas de vidrio de 0,1, 05, 1 y 5 L
−	 Filtros de policarbonato de 0,22 y 0,47 µm
−	 Reactivos
−	 Espátula tipo cuchara
−	 Guantes de nitrilo
−	 Mandil de laboratorio

Microalgas marinas

Los medios de cultivo se preparan con agua de 
mar, almacenada en botellas de vidrio de 5 L, que 
haya estado sometida a oscuridad por un mes, 
aproximadamente (Fig. 4). El agua de mar, como 
primer proceso de purificación, debe pasar por 
una batería de filtros de policarbonato de 0,47 
y 0,22 µm (Fig. 5), posteriormente agregue los 
nutrientes en función a los requerimientos de 
la especie de microalga a adaptar y cultivar. En 
algunos casos puede diluirse el agua de mar para 
evitar la precipitación durante la esterilización, 
esta dependerá de la concentración en el medio 
natural y la temperatura a la cual será sometida 
el agua (Harrison & Bergues, 2005).

Microalgas de aguas continentales

Los medios de cultivo se preparan con agua 
destilada y serán enriquecidos según los 
requerimientos de la microalga a aislar, adaptar 
y cultivar.

Medios de Cultivo

Medio F/2 (Guillard & Ryther, 1962; 
Guillard, 1975)

Medio de cultivo empleado para microalgas 
marinas (Chlorophyta, Bacillariophyta, 
Haptophyta y Ochrophyta). Agregue en un 
litro de agua de mar filtrada a 0,47 y 0,22 µm 
los componentes. En caso que la microalga 
lo requiera, agregue la solución de silicatos 
(diatomeas). Esterilice a 121 °C por 20 minutos, 
una vez frío el medio de cultivo agregue 1 mL de 
la solución de vitaminas con un filtro de jeringa 
de 0,22 µm.

Vitaminas: disuelva la tiamina, y agregue 1 mL 
de las otras soluciones stock, luego enrase a 1L 
de volumen.

Figura 4.- Agua de mar almacenada en botella de vidrio en oscuridad

Figura 5.- Equipo de filtración
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Medio L1 (Guillard & Hargraves, 1993)

Medio de cultivo para microalgas marinas 
(dinoflagelados y diatomeas). Agregue los 
componentes en 1 L de agua de mar filtrada a 
0,47 y 0,22 µm. En caso de que la microalga 
lo requiera, agregue la solución de silicatos. 
Esterilice a 121 °C por 20 minutos, una vez frío 
el medio de cultivo agregue 1 mL de la solución 
de vitaminas con un filtro de jeringa de 0,22 µm.

Medio de cultivo BG11 modificado (Andersen, 
2005)

Medio de cultivo empleado para cianobacterias. 
Prepare la solución de citrato férrico en un volu-
men de 1 L (disolver el citrato y el citrato férrico) 
y añada 1 mL de esta solución a 900 mL de agua 
destilada donde se prepara la solución BG11.

Medio F/2 (Guillard & Ryther, 1962; Guillard, 1975)

Componentes Solución 
Stock g/L

Cantidad 
(mL)

Concentración 
final (M)

NaNO3 75 1 8,82x10-4

NaH2PO4.H2O 5 1 3,62x10-5

Sol. Metales trazas 1 1,06x10-4

Sol vitaminas 1 -
Na2SiO3. 9H2O (*) 30 1 -
(*) Solo para diatomeas

Medio F/2: solución metales trazas

Componentes Solución 
Stock(g/L) Cantidad Concentración 

final (M)
FeCl3.6H2O - 3,15 g 1,17 x 10-5

Na2EDTA.2H2O - 4,36 g 1,17 x 10-5

MnCl2.4H2O 180 1 mL 9,10 x 10-7

ZnSO4.7H2O 22 1 mL 7,65 x 10-8

CoCl2.6H2O 10 1 mL 4,2 x 10-8

CuSO4.5H2O 9,8 1 mL 3,93 x 10-8

Na2MoO4.2H2O 6,3 1 mL 2,6 x 10-8

Medio F/2: solución de vitaminas

Componentes
Solución  

Stock 
(g/L)

Cantidad Concentración 
final (M)

Tiamina HCl (B1) - 100 mg 2,96x10-7

Biotina 0,5 1 mL 2,05x10-9

Cianocobalamina 
(Vit B12) 0,5 1 mL 3,69x10-10

Medio L1 (Guillard & Hargraves, 1993)

Componentes Solución 
Stock g/L

Cantidad 
(mL)

Concentración 
final (M)

NaNO3 75 1 8,82x10-4

NaH2PO4.H2O 5 1 3,62x10-5

Sol. Metales trazas 1 1,06x10-4

Sol. vitaminas 1 -
Na2SiO3. 9H2O (*) 30 1 -
(*) Solo para diatomeas

Medio L1: solución de metales trazas

Componentes Solución 
Stock Cantidad Concentración 

final (M)
FeCl3.6H2O - 13,15g 1,17 x 10-5

Na2EDTA.2H2O - 4,36g 1,17 x 10-5

MnCl2.4H2O 178,1 1 mL 9,09x10-7

ZnSO4.7H2O 23,0 1 mL 8,0x10-8

CoCl2.6H2O 11,9 1 mL 5,0x10-8

CuSO4.5H2O 2,5 1 mL 1,0x10-8

Na2MoO4.2H2O 19,9 1 mL 8,22x10-8

H2SeO3 1,29 1 mL 1,0x10-8

NiSO4.6H2O 2,63 1 mL 1,0x10-8

Na3VO4 1,84 1 mL 1,0x10-8

K2CrO4 1,94 1 mL 1,0x10-8

Medio L1: solución de vitaminas

Componentes Solución 
Stock(g/L) Cantidad Concentración  

final (M)

Tiamina HCl (B1) - 100 mg 2,96x10-7

Biotina 0,5 1 mL 2,05x10-9

Cianocobalamina 
(Vit B12) 0,5 1 mL 3,69x10-10

Medio BG11 modificado (Andersen, 2005)

Componentes Solución 
Stock(g/L) Cantidad Concentración 

final (M)
NaNO3 1,76 x 10-2

K2HPO4.3H2O - 1,5 g 1,75 x 10-4

MgSO4.7H2O 40 1 mL 3,04 x 10-4

CaCl2.2H2O 75 1 mL 2,45 x 10-4

Na2CO3 36 1 mL 1,89 x 10-4

Na2EDTA.H2O 20 1 mL 2,79 x 10-6

Sol. Metales traza 1 mL
Sol. Citr. férrico 1 mL

Solución BG11: solución de citrato férrico

Componentes Solución 
Stock(g/L)

Concentración 
final (M)

Ácido cítrico 6 3,12 x 10-5

Citrato de amonio férrico 6 3 x 10-5
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Solución de metales trazas: en 900 mL de agua 
destilada agregue los compuestos, disuelva y 
enrase a volumen de 1 L.

Medio Spirulina modificado (Andersen, 2005)

Medio de cultivo empleado para cianofitas 
(Arthrospira platensis). Prepare en agua destilada, 
la solución de stock A en 500 mL y solución 
stock B en 500 mL. Agregue 1 mL de solución de 
metales traza. Esterilizar a 121 °C por 20 minutos, 
una vez frío junte la solución A y B, luego agregue 
1 mL de la solución de vitamina con un filtro de 
jeringa de 0,22 µm.

Solución de vitaminas: disuelva la cianocobalamina 
en 1L de agua destilada

Medio Chu modificado

Medio de cultivo empleado para microalgas de agua 
dulce (Chlorophyta, Bacillariophyta, Haptophyta y 
Ochrophyta) en 1 L de agua destilada, se agrega 1 
mL de solución de citrato férrico, 1 mL de la solución 
de macronutrientes, 1 mL de micronutrientes y 
esterilizar a 121 °C por 20 minutos.

Solución BG11: solución de metales traza

Compuestos Cantidad (g) Concentración 
final (M)

H3BO3 2,86 4,63 x 10-5

MnCl2. 4H2O 1,81 9,15 x 10-6

ZnSO4. 7H2O 0,22 7,65 x10-7

CuSO4.5H2O 0,079 3,16 x10-7

Na2MoO4. 2H2O 0,391 1,61 x 10-6

Co(NO3)2. 6H2O 0,049 1,7 x10-7

Medio Spirulina modificado (Andersen, 2005):  
solución A (500 mL)

Compuestos Solución 
Stock(g)

Concentración final 
(M)

NaHCO3 13,61 1,62 x 10-1

Na2CO3 4,03 3,80 x 10-2

K2HPO4 0,50 2,87 x 10-3

Medio Spirulina modificado (Andersen, 2005):  
solución B (500 mL)

Compuestos Solución 
Stock(g)

Concentración final 
(M)

NaNO3 2,5 2,94 x 10-2

K2SO4 1,0 5,74 x 10-3

NaCl 1,0 1,71 x 10-2

MgSO4.7H2O 0,2 8,11 x 10-4

CaCl2.2H2O 0,04 2,72 x 10-4

FeSO4.7H2O 0,01 3,60 x 10-5

Na2EDTA.2H2O 0,08

Compuestos Solución  
Stock (g/L) Cantidad Concentración  

final (M)
Na2EDTA.2H2O 
FeSO4.7H2O
ZnSO4. 7H2O
MnSO4. 7H2O
H3BO3
Co(NO3)2. 6H2O 
Na2MoO4. 2H2O
CuSO4. 7H2O

-
-
1
2
10
1
1

0,005

0,8g
0,7g
1 mL
1 mL
1 mL
1 mL
1 mL
1 mL

2,15 x 10-6

2,52x 10-6

3,48 x10-9

8,97 x10-9

1,62 x 10-7

3,44 x10-9

4,13 x 10-9

2,00 x10-11

Solución de metales trazas: disuelva en 900 mL de 
agua destilada Na2EDTA.2H2O (0,8 g) y FeSO4.7H2O 
(0,7g) y agregue los otros componentes. 

Medio Spirulina modificado (Andersen, 2005):  
solución de vitaminas

Compuestos Cantidad 
(g/L)

Concentración 
final (M

Cianocobalamina (Vit. B12) 0,005 3,69x10-9

Medio Chu modificado

Compuestos Solución 
Stock (g/L)

Cantidad 
empleada 

(mL/L)

Concentración 
final (M)

NaNO3 85 1 1 x 10-3

CaCl2.2H2O 36,7 1 2,5 x 10-4

MgSO4.7H2O 36,9 1 1,5 x 10-4

NaHCO3 12,6 1 1,5 x 10-4

Na2SiO3.9H2O 28,4 1 1 x 10-4

K2HPO4 8,7 1 5 x 10-5

Medio Spirulina modificado (Andersen, 2005): solución  
de metales traza

Medio Chu modificado: solución de metales traza

Compuestos Solución Stock 
(g/L)

Concentración final 
(M)

Na2EDTA 0,05 0,13 x 10-4

H3BO3 0,618 10 x 10-4

CuSO4.5H2O 0,0196 0,08x 10-4

ZnSO4.7H2O 0,044 0,15 x 10-4

CoCl2.6H2O 0,02 0,084 x 10-4

MnCl2.4H2O 0,0126 0,061 x 10-4

Na2MoO4.2H2O 0,0126 0,052 x 10-4
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Toma de muestras para la obtención de cepas 
(lagos, lagunas, océanos)

Equipos y materiales (Fig. 6)

−	 GPS
−	 Multiparámetros
−	 Refractómetro
−	 Frascos de muestreo con tapa
−	 Red de fitoplancton cónica de 20 µm
−	 Caja de frío
−	 Libreta de notas
−	 Marcadores
−	 Solución fijadora (formol 4 %)

Procedimiento: utilizar una red de fitoplancton 
cuya abertura de malla dependerá del tamaño de 
microalgas que se espera colectar (10, 20, 60, 75 
µm), la cual es acoplada a un vaso colector de un 
volumen determinado (200 o 250 mL), realice tres 
lances verticales desde una profundidad determi-
nada (5, 10 o más metros) hasta la superficie (Fig. 
7). Coloque la muestra de agua, proveniente del 
vaso recolector, en un frasco rotulado con datos 
del lugar (coordenadas) y fecha (Fig. 8), tome dos 
muestras por punto, la primera será fijada en for-
mol (4 %) para realizar el análisis taxonómico y la 
segunda muestra se colocará en una caja de frío 
hasta ser llevadas al laboratorio para la obtención 
de cepas en un plazo no mayor a las 24 horas.

Observaciones: para el muestreo de dinoflagela-
dos, no concentrar demasiado la muestra y tome 
una segunda muestra directamente con una bo-
tella para evitar maltratarlos con la red.

Cuerpos de agua pequeños de baja profundidad 
(charcos, riachuelos)

−	 GPS
−	 Multiparámetros
−	 Frascos de muestreo
−	 Red de fitoplancton cónica de 20 µm
−	 Caja de frío
−	 Cámara fotográfica
−	 Libreta de notas
−	 Marcadores

Procedimiento: Para cuerpos de agua de poca 
profundidad recolecte las muestras directamente 
con un frasco de muestreo (Fig. 9) y registre los 
parámetros fisicoquímicos del lugar en una libreta 
de notas (Fig. 10), realice la captura fotográfica 
del lugar donde se tomó la muestra para el 
registro de origen, datos que serán considerados 
al momento de realizar la adaptación a cultivo 
de la microalga y el llenado de la ficha de origen 
de la cepa.

Medio Chu modificado: Solución citrato férrico

Compuestos Solución 
Stock (g/100L)

Cantidad 
(mL/L)

Concentración 
final (M)

Ácido Cítrico 3,35 1 0,15
Citrato de fierro 
amoniacal 3,35 1 0,15

Figura 6.- Materiales para recolección

Figura 7.- Lance vertical de la red de fitoplancton
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Obtención y aislamiento de cepas de 
microalgas

Para la obtención de cepas de microalgas, tome 
en consideración los datos de campo como 
salinidad, temperatura, pH, amonio, fosfatos, 
nitritos, nitratos y oxígeno disuelto, además 
de superficie de donde se extrae la microalga y 
fuente de alimentación; todo ello servirá para 
determinar el medio de cultivo y condiciones 
para su adaptación. Existen distintos métodos 
para el aislamiento de células de microalgas, por 
ejemplo: enriquecimiento de medios de cultivo, 
aislamiento de una célula con micropipetas, 
aislamiento en agar, diluciones sucesivas, 
aislamiento por gravedad (centrifugación 
y sedimentación), aislamiento por fototaxis 
(Andersen, 2005).

En el BGOA la técnica empleada es la del aisla-
miento celular con micropipeta, que se describirá 
a continuación.

Aislamiento de una célula con micropipetas

−	 Microscopio invertido
−	 Cámara de flujo laminar con mechero
−	 Cámaras de cultivo
−	 Micropipetas
−	 Medios de cultivo estériles
−	 Porta objetos excavado, estériles
−	 Tubos de cultivo y matraces de 50 mL
−	 Placa multipocillos

Procedimiento: limpie el área de trabajo con 
alcohol al 70 %, preparar el material de trabajo, 
iniciar la observación de las muestras recolectadas 
de fitoplancton vivo usando un microscopio 
compuesto, separar un poco de la muestra en 
un beaker estéril (Fig. 11). Una vez seleccionada 
la especie se procede a su separación mediante 

Figura 8.- Malla con botella recolectora

Figura 10.- Medición de parámetros físico químicos del medio

Figura 9.- Toma de muestra directa con un frasco
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la técnica de pipeteo y lavados sucesivos 
(Andersen, 2005). Esta técnica consiste en usar 
microcapilares a manera de una micropipeta 
con diámetro variado de entrada, dependerá del 
tamaño celular que se vaya aislar.

Preparar un portaobjeto estéril con una gota de la 
muestra proveniente de la recolección (Figs. 12, 
13, 14). En el microscopio compuesto (invertido), 
capturar con la micropipeta una célula, colonia 
o cadena de la especie de microalga, trasladarla 
a otro portaobjeto con gotas de medio de 
cultivo estéril, realizar el lavado celular, y así 
sucesivamente hasta lograr aislar una célula, 
colonia o cadena en una gota de medio de cultivo 
estéril.

Las células aisladas se colocan en tubos de 
ensayos con 10 mL de medio de cultivo (el 

Figura 11.- Muestra madre

medio seleccionado estará en función a la 
microalga), incubar en una cámara bioclimática 
a temperatura similar a la de su medio natural, 
con fotoperiodo de 12 horas luz y 12 horas 
oscuridad y una irradiancia de 60 a 80 µmol 
m-2.s-1.

Cuando las células logran aclimatarse a las 
condiciones de laboratorio, después de 7 o 15 
días, se puede observar pequeños filamentos o 
células de la microalga. Revisar al microscopio 
el cultivo y verificar si se trata de un cultivo 
unialgal, en caso de no ser así, repetir el proceso 
de aislamiento.

Mantenimiento de cepas de medio líquido

−	 Microscopio compuesto
−	 Cámara de flujo laminar con mechero
−	 Cámaras de cultivo
−	 Micropipetas Pasteur estériles
−	 Medios de cultivo estériles
−	 Porta objetos estériles
−	 Tubos de cultivo y/o matraces de 50 y 125 mL
−	 Gradilla para tubos

Procedimiento: las cepas mantenidas en matra-
ces o tubos de ensayo serán recambiadas en un 
periodo de tiempo que dependerá de la especie 
de microalga.

Preparar la cámara de flujo laminar, limpiar el 
interior con alcohol al 70 %, colocar el material 
de trabajo y encender la luz ultravioleta de la 
cámara, para lograr un área estéril. Rotular 4 
tubos nuevos por cepa con el código y fecha 
(Fig. 15) para luego dispensar el medio de 
cultivo estéril (Fig. 16).

Figura 12.- Muestra madre en portaobjeto Figura 13.- Captura de células con 
micropipeta

Figura 14.- Lavado celular con medio estéril
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Figura 19.- Tubos en la cámara climática a 17 °C

Revisar las microalgas que servirán de inóculo, 
observar al microscopio la viabilidad y estado 
quístico, entre otras características. Una vez 
seleccionada la cepa, extraer una alícuota con una 
pipeta Pasteur estéril (Fig. 17) y trasvasar en un 
tubo o matraz con medio de cultivo estéril (Fig. 
18). Terminado el recambio trasladar los nuevos 
tubos a la cámara de cultivo a condiciones de 
temperatura, fotoperiodo, intensidad lumínica 
y humedad determinadas (Fig. 19).

Conservación de las cepas de microalgas en 
agar enriquecido

−	 Microscopio óptico
−	 Cámara de flujo laminar con mechero
−	 Cámaras de cultivo
−	 Micro pipetas Pasteur estériles
−	 Agar enriquecido con medio de cultivo
−	 Asa de siembra o de Kolle
−	 Porta objetos estériles
−	 Tubos de cultivo y/o matraces de 50, 125 mL
−	 Porta tubos

Figura 15.- Rotular los tubos con el código de la cepa y la fecha

Figura 17.- Toma de inóculo de cepa de microalga

Figura 16.- Tubos de cultivo con medio estéril

Figura 18.- Dispensar inoculo microalgal en tubo

Procedimiento: Las cepas en agar se recambian 
cada 6 meses. Los inóculos se seleccionan a partir 
de medio líquido o placas de cepas anteriormente 
preparadas y se realiza bajo microscopio 
invertido y estereoscopio para observar presencia 
de hongos y/o bacterias en 5 pasos.

a     Pese 14 g de agar y coloque en un matraz de 
1 L con medio de cultivo específico, dependiendo 
de la microalga. Esterilice en autoclave a 121 °C 
por 10 minutos el medio de cultivo enriquecido 
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con agar, deje enfriar aproximadamente a 50 °C y 
cargar las placas Petri estériles (Fig. 20) dentro de 
la cámara de flujo laminar.

b     Deje enfriar hasta la solidificación con la luz 
UV encendida por aproximadamente 15 minutos 
(Fig. 21), cierre las placas e invertirlas para evitar 
la formación de vapor en su interior, rotule cada 
placa con código de la cepa y fecha (Fig. 22).

c     Inóculo proveniente de medio líquido: con 
ayuda de una micropipeta estéril, coloque un 
poco de inóculo de la cepa del tubo seleccionado, 
agregue una gota sobre el agar y con ayuda del asa 
de siembra previamente esterilizada (flameada 
en el mechero) realice el rayado en agar, selle con 
papel Parafilm y almacene en cámara climática a 
14 °C.

d     Inóculo proveniente de medio sólido: tome 
con ayuda del asa de siembra esterilizada una 
colonia de la placa seleccionada como inóculo, 
coloque la colonia de microalga sobre el agar 
en la placa rotulada, siembre con la técnica del 
rayado por estrías (Fig. 23).

e     Terminado el proceso de siembra de inóculo 
en las placas con agar enriquecido, colóquelas en 
la cámara climática para su crecimiento (Fig. 24).

Figura 23.- Colonia sembrada por estrías en placa con agar libres 
de bacteria

Figura 20.- Cargar el agar en placa Petri

Figura 22.- Rotular placas: código de cepa, fecha

Figura 21.- Placas Petri en cámara de flujo laminar con luz 
ultravioleta

Figura 24.- Placas de agar en cámara climática a 14 °C
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Preparación de la muestra para análisis en mi-
croscopía electrónica de barrido

El estudio taxonómico a nivel morfológico 
debe realizarse de la muestra original y en las 
etapas sucesivas del cultivo unialgal (Gonzá-
lez et al., 1995). Para la correcta clasificación 
taxonómica de las microalgas es necesario em-
plear la técnica de microscopía electrónica de-
bido a que proporciona imágenes tridimensio-
nales de importantes ultra estructuras para la 
identificación como una herramienta más.

En el caso de microalgas marinas, primero se 
procede a la desalinización de la muestra para 
evitar la formación de cristales de sal, emplear 
concentraciones diluidas de agua de mar fil-
trada a 0,22 µm de concentraciones del 100, 75, 
50 y 25 % y agua destilada para no provocar 
choque osmótico en las células que produzca 
rotura y deformación celular, cada cambio de 
salinidad se realizará con espacio de 10 minu-
tos. Después de haber eliminado la sal de la 
muestra, se procederá a la deshidratación de 
las células en concentraciones crecientes de al-
cohol de 10, 30, 60 y 80 % y etanol absoluto, 
cada 10 minutos entre cada concentración, una 
vez terminado el proceso de filtración se toma 
el filtro con una pinza y se procede al montaje 
para la observación en el microscopio electró-
nico de barrido (Goldstein et al., 1992)

En el caso del análisis taxonómico de diato-
meas, las muestras provenientes de los culti-
vos deben ser tratadas previamente con el pro-
pósito de eliminar la materia orgánica utili-
zando diferentes soluciones de ácido sulfúrico 
(Hasle & Fryxell, 1970; Simonsen, 1974).

Posteriormente, con agua destilada utilizando 
filtros de membrana Isopore™ (RTPP) 1,2 µm, 
se lavará la muestra previamente tratada para 
eliminar solventes y unirlos a un portaobje-
to de plata coloidal. El producto obtenido es 
sometido a evaporación por punto crítico y 
pulverización catódica con recubrimiento de 
paladio y oro. Finalmente, las muestras se ana-
lizan y son micro fotografiadas usando un mi-
croscopio electrónico de barrido para observar 
estructuras de carácter taxonómico y clasificar 
las especies (Alveal et al., 1995).
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