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INTRODUCCION

El nitrógeno gaseoso-¿(N2constituye aproximadamente el 80%
de 1a atmósfera terrestre, pero en esa condición de gas inerte
no puede ser utilizado por la mayoria de los organismos.

Sólo algunos microorganismosprocariotas (bacterias y a1­
gas azules o cianofïceas) tienen la capacidad de fijar el ni­
trógeno molecular. La fijación biológica de N2 es la conver­
sión enzimática de dinitrógeno de la atmósfera a NH3mediante
1a actividad de 1a nitrogenasa. Todos los organismos que fi­
jan N2contienen esta enzima,cuya estructura no parece diferir
significativamente de una especie fijadora a otra. Ningún
organismo superior presenta esta capacidad, si bien algunos par
ticipan indirectamente a través del establecimiento de asociaciones
simbioticas obligatorias o asociativas con bacterias o algas azules f i ja­

doras de N2.

A diferencia de 1a mayoria de las bacterias fijadoras que
necesitan energia exógenapara fijar nitrógeno, las algas azules
convierten fotoautotróficamente la energía solar en 1a energía
requerida para la fijación de N2. Por lo tanto, su empleo reprg
senta la forma más directa de utilizar energía solar para incre­
mentar el nitrógeno disponible, de donde derivan sus posibilida­
des agrícolas comobiofertilizantes y alimenticias comofuente
de proteínas.

Conrespecto a su aplicación comobiofertilizante 1a expe­
riencia obtenida en los arrozales de la India indica que el agrg
gado de algas a1 suelo (algalización) equivale a fertilizar con
20-30 kg. de N comercial/ha/cosecha; y que en el caso de utili­
zar fertilizantes comerciales, se puede reemplazar un 30%de los
mismos por inoculación algaL lo que ya representa una economía



consíderable. Si además se tiene en cuenta que el precio de estos
fertilizantes está directamente relacionado con el de los combusti
bles fósiles, todo ahorro en el consumode nitrógeno.quimico, sin
afectar 1a productividad, implicaría una ventaja significativa en
estos momentosde crisis energética mundial.

Cabedestacar por otra parte, que el costo de los biofertili­
zantes algales no sólo es considerablemente más bajo que el de los
productos químicos sino que además aumentan el rendimiento del cul­
tivo por acción de las sustancias biológicamente activas que libe­
ran al medio.

A los efectos de asegurar una mejor implantación de las al­
gas en el suelo, es de fundamental importancia conocer 1a flora
algal indígena, composición e incidencia relativa de formas úti
les (fijadoras de N2), sobre todo cuando se requiere reforzar la
flora autóctona con especies locales Seleccionadas por su eleva­
da capacidad de fijación, o implantarlas en regiones pobres en
formas útiles.

En base a estas consideraciones, nos pareció de interés ini­
ciar en nuestro país la selección de algas azules fijadoras N at­
mosférico con miras a su aplicación en la agricultura comobiofe;
tilizantes.

El presente trabajo de tesis se realizó a partir de cepas
unialgales aisladas por Delia R. de Halperin de arrozales de Ar­
gentina (Entre Rios, Concepción del Uruguay, 1966) en un medio
selectivo carente de nitrógeno combinado, en el cual se mantienen
por transplantes sucesivos.

Unrequisito indispensable para asegurar fehacientemente la
capacidad de fijar N2 de las algas en estudio, fue medir esta pro­
piedad en condición de cultivo axénico. De acuerdo a nuestra ex­
periencia, el método más eficaz para lograr dicha condición es 1a
irradiación con luz ultravioleta (U.V.), pero dadas las propieda­



des mutagénicas de este agente físico, consideramos oportuno dg
terminar estadísticamente si este tratamiento afecta 1a capaci­
dad de fijar N2.

La selección de buenas fijadoras se realizó a nivel de ce­
pas unialgales y de las correspondientes irradiadas en condición
axénica.

Este trabajo se llevó a cabo de acuerdo al siguente plan:
1L- Obtención de cultivos axénicos a partir de cíang

fíceas en condición unialgal, aisladas de arrozales de Argentina
en un medio carente de nitrógeno combinado.

a- Irradiacíón de las cepas con luz U.V. durante dis
tintos intervalos.

b- Preparación de subcultivos y determinación de su
viabilidad.

c- Controles de pureza para verificar axenidad.
22- Comparaciónde la capacidad de fijar nitrógeno

de las cepas originales, sin irradiación y de las axénicas (efec­
to de la irradiación con U.V.).

3.- Sefiección de buenas fijadoras de N2

Para cada cepa estudiada se determinaron los siguientes
parámetros: peso seco de la masa algal inicial y final ( a los
60 días); pH inicial y final de medio de cultivo; volumen final
del mismo y N fijado en mg de N/100 m1 de medio de cultivo li­
bre de N combinado, porcentaje de N de la masa algal y conteni­
do proteico de la misma a los 60 días.



ANTECEDENTES

1- Cianofíceas fijagpras de nitrógeno: E1 estudio de 1a
fijación de N2 en algas azules (cianoficeas) puede . dividirse
en tres periodos (Stewart, 1974).

1.1-Período 1889-1953

Desde los primeros estudios sobre 1a fijación biológi­
ca de N2, se señaÍó 1a posibilidad de que las algas realizaran
este proceso. Ya en 1889, Frank afirmó que ellas eran capaces
de aprovechar el nitrógeno del aire. de acuerdo a resultados
obtenidos en suelos que contenían una mezcla de algas azules y
verdes. A partir de dicha flecha, se logró evidenciar esta pro­
piedad en diversas cepas de algas azules, pero los trabajos fue­
ron cuestionados dado que se utilizaron técnidas químicas ina­
propiadas o cultivos no axénicos, es decir que no quedaba descar­
tada 1a posihüidad de que los organismos responsables de la fija­
ción de Nz, fueran las bacterias asociadas con las algas. Por o­
tra parte, en muchoscasos los resultados fueron negativos debido
a que se intentaba demostrar fijación de N2 en algas no cianofí­
ceas, en particular algas verdes. Actualmente se sabe que las
cianoficeas son las únicas algas que poseen la capacidad de fijar
nitrógeno atmosférico,siendo junto con las bacterias fotosíntéti­
cas los dos grupos con especies que además de fijar C02, fijan
N2.

En 1914, Pringsheim diseñó el primer método que asegura
1a obtención de cultivos puros de algas azules. En estas condi­
ciones, obtuvo algunas Oóulaaxouaceae y una especie de Nostoc,

pero no pudo demostrar fijación de N2 en estos cultivos axénicos.



La prueba definitiva de que algunas especies de algas azu­
les poseen la capacidad de fijar N2 se obtuvo en 1928; cuando
Drewes demostró que dos cepas de Cianofíceas en cultivo puro Uma­
baenaamm “y Neótocpuncüáalzme(1)), fijaban N elemental .

Allison y colaboradores (1930-1937) confirmaron la capacidad
de fijación de otra cepa con heterocistos(2] MutocrmucaMMIaisla­
da del suelo, y obtenida en condición axénica mediante luz U.V.

Ademásdeterminaron las condiciones que favorecen la fijación de NZ,
entre ellas la aireación de los cultivos con aire conteniendo 1%

de C02. '

En 1932, Copeland obtuvo evidencias de fijación de N2 en
cepas sin heterocistos provenientes de aguas termales, pero sus
trabajos fueron cuestionados por no ser axénicas.

Las investigaciones de Fritsch y De (1938) y De (1939) de­

mostraron la fijación de N2 en tres especies de Anabaenaaisladas
de suelos de arrozales de la India y fueron los primeros en reco­
nocer 1a importancia de las algas azules en el economia del N de
dichos suelos.

Bortels (1940) aisló de muestras de suelo, varias cepas de
Noatocaceae pertenecientes a los géneros Nostoc, Anabaena y Cym­

cüoópUMMmy estudió la influencia del molibdeno (Mo) sobre la ca­
pacidad de fijación de cepas axénicas y no axénicas. Los valores
de fijación de N2 obtenidos para los dos últimos géneros citados,
en condición axénica sin y con agregado de Modemostraron el re­
querimiento de este elemento para una mayor eficacia en dicho pro­

(1) Los valores de fijación de las cepas axénicas mencionadas de
aquí en adelante y que han sido determinados por el método
de Kjeldahl, se consignan en el punto 1.4 de Cianofíceas fí­
jadoras de N2.

(2 Célula vegetativa diferenciada típica de las algas azules,
cuya estructura y función se verá más adelante.

V
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En el año 1940, se suponía en general, que las algas inter
venían en el proceso de fijación en 2 formas diferentes: directa­
mente, fijando N2 e indirectamente, suministrando a las bacterias
fijadoras de N2, en especial Azotobacxu, 1_oscompuestos de carbono
necesarios comofuente de ena‘gia para el proceso de fijación.
Stokes (1940;1941), concluyó de sus experiencias que el rol indi­
recto es pequeño o inexistente y que las algas azules deben ser
consideradas comoparticipantes directos en la fijación de N2en
el suelo.

Fogg (1942), observó que la fijación de N2 en Anabaenaayun­
wuma, como en otros organismos fijadores, no ocurre en presencia
de un cierto nivel de N combinado. Para la cepa mencionada, la
inhibición de la fijación ocurría con una concentración mayor de
4 ppm de nitrato en el medio de cultivo. Obtuvo resultados com­
parables en una experiencia similar con cloruro de amonio.

En 1946, Hérisset, determinó fijación de N2 en un cultivo
puro de Noótoc muóconumno indicando los métodos utilizados para
verificar la axenidad del mismo.

Se debe a Fogg (1947) 1a primera reseña sobre la fijación
de N2 por algas azules. Comohasta esa fecha sólo había pruebas
convincentes de dicha'capacidad en especies de los géneros Mntoc,
Anabaena,CyUnd/wápvmmmy Auloóüca,todas pertenecientes a las Nosta­

caccac, se pensó que la fijación de N2 estaría confínada a dicha
familia. El autor indica ademáslas condiciones necesarias, co­
nocidas hasta entonces, para que ocurra fijación de N2: crecimien­
to activo del cultivo, ausencia de N combinado, presencia de Mo
en el medio y pH relativamente alcalino. Destaca también: 1-que
las algas azules son los organismos autotróficos más completos
por sintetizar las sustancias biológicas necesarias a partir de
C02, agua,N2 y sales minerales y 2- que el nitrógeno fijado por



ellas puede ser asimilado por organismos no fijadores. Considera
también la importancia de las cianoficeas en los distintos hábitats
donde residen, especialmente en suelos tropicales.

A1 año siguiente, Virtanem (1948) publicó también una revisión
referida principalmente a la fisiología y bioquímica de 1a fijación
de N2.

La primera cita de fijación por una cianoficea axénica no
perteneciente a las Noatocaccae, le correspondió a Fogg (1951),
quien demostró dicha capacidad en un cultivo de Muügootadws(anul­
noauA(Stgonwnaxaceac)especie caracteristica de aguas termales.

Watanabe (1951) y Watanabe et a1. (1951) determinaron 1a
capacidad de fijación de cuatro cepas axénicas: Tblypaüvuxxauu!
(primera cita de una chtonamtacm fijadora), CaLOIth’xbnevuóúna
(primera cita de una ¡avala/wlan fijadora), Anabaenopóuap. y
Noatac 4p.

Henriksson (1951), aisló en condición axénica una cepa de
Noatac del liquen Coüematenax determinando su capacidad de fi­

jación de N2, '
Es decir que a principios de la década del 50 se confirmó

1a fijación de N2 en cultivos axénicos de diversas cianoficeas
heterocísticas mediante técnicas de análisis de N total (método
de Kjeldahl) y la técnica del JÉNZ. Esta última fue utilizada
por primera vez por Burris y colaboradores en 1943, en un culti­
vo puro de Nobtocmuóconum.Williams y Burris (1952), utilizaron
también la marcación con 15Npara determinar la capacidad de fi­
jación en cultivos axénicos de: Cato/than paniatc’na; una cepa den­
tativamente identificada como Noatoc ap. y Nobtoc muAconum.En es­
ta última especie y con 1a misma técnica, Magee y Burris (1954)
estudiaron el metabolismo del nitrógeno.

En 1954, Fogg y Wolfe en una extensa revisión sobre el
metabolismo del N en las algas azules, destacaron como carac­



teristica del mismola flexibilidad de este grupo de algas que pue­
den utilizar para su crecimiento tanto N elemental (N2), nitratos,
nitritos y amonio, comocaseína (N orgánico). Incluyeron una lista
de especies fijadoras (21 cepas correspondientes a 8 génerosinclui­
dos en las familias Ncótocaceae, RLvuZMÁaceae,Scytonunataceae ystigone­
mteceae).

Vemospues, que hasta 1954 todas las algas azules fijadoras
correspondían a especies heterocísticas, cuya capacidad de fija­
ción se determinó en condiciones aeróbicas.

1.2 Periodo 1954-1966

Este periodo correSponde 'a la consolidación de los conocimien
tos relacionados con 1a capacidad de fijación de las cianoficeas.
Durante estos años se confirmó esta propiedad en una serie de es­
pecies correspondientes a géneros ya conocidos como fijadores de N2
y de nuevos géneros tales como: Scytonema (Cameron y Fuller, 1960),
Hapalauphan (Taha, f1963) y sugonema (Venkataraman, 1961 a), todos
ellos filamentosos con heterocistos,

También se aislaron algas azules endofíticas como 'Anabaena
cycadeae de las raíces coraloides de Cycaónevaiwta (Venkataraman
et 31., 1964; Goyal y Venkataraman, 1964), y Anabaenaazoüae de
Azoua pinnaxa (Venkataraman, 1962), determinándose en cultivo la
capacidad de fijación.

Con respecto a e5pecies unicelulares, obviamente no hetero­
cisticas, ya en 1941 Odintzova había observado que una cianofícea

de este grupo, Gioeocapóamina/Lfijaba NZ. Por su parte Cameron
y Fuller (1960), habian informado sobre 1a capacidad de fijación
de otra unicelular, Ch/Loococcunuáeócw, pero ambos resultados
fueron cuestionados por no utilizar cultivos axénicos. En 1962,
Fay y Fogg demostraron que Chic/Logioea ¿niótchii cianoficea con­
siderada unicelular (Mitra, 1950) fijaba N2 en cultivo puro lo
cual representaba la primera cita fehaciente de una unicelular
fijadora de N2. Pero en estudios taxonómicos posteriores se reve­



16 en dicha especie 1a presencia de heterocistos, reclasificándg
la como Nabtoc¿Móth (Mitra) Schwabe et Ayouty (1966).. Esta
circunstancia robusteció la idea de que en las algas azules la
capacidad de fijación estaba confinada a las especies heterocís­
ticas.

Además de la búsqueda de nuevas algas fijadoras de N2, gran
parte del esfuerzo durante este? periodo fue dedicado al estudio
de la fisiología del grupo, en particular las interrelaciones
entre fotosíntesis y fijación de N2 (Allen, 1956; Fay y Fogg,
1962), el crecimiento heterotrófico (Kratz y Myers, 1955; Wata­

nabe y Yamamoto, 1967), la fijación de N2 en oscuridad (Fogg,
1960), la nutrición mineral del grupo (Allen, 1952; Kratz y Myers
1955) y el rol de los distintos iones sobre la fijación de N2
(Taha y El Refai, 1962). También se logró obtener fijación de N2
en extractos libres de células de 5 cepas de algas azules (Schnei­
der et a1., 1960).

Fogg en 1956 señaló que sólo unos pocos microorganismos,
entre ellos ciertas algas azules, puedenrealizar fotosíntesis
y fijación de N2 y destacó la importancia ecológica de los mismos.
En una revisión posterior (Fogg, 1962) se refirió a la distribución
en las algas azules de la capacidad de fijar N2 así comoa la bio­
química y fisiología de esta función.

También durante estos años, se destacó la importancia de
las algas fijadoras de N2en hábitats naturales. Mitra (1961),
entre otros, consideró que las algas cumplen un papel preponde­
rante tanto en suelos virgenes comoen la recuperación de N en
suelos tropicales. Varias técnicas se usaron para medir fijación
de N2"in situ": medida de N total (Singh,1961), análisis gasomé­
trico (De y Mandal, 1956),aumento en el rendimiento total de la
cosecha (De y Sulaiman, 1950; Watanabe et a1., 1951) y 1a marca­

ción con 15N2. Esta última técnica aunque mas costosa, es la más
exacta según Stewart (1974) y fue utilizada para medir la fijación
de N2 en lagos, suelos y ambientes marinos.
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Fogg y Stewart en 1965 resumen el estado de los conocimien
tos al finalizar este período indicando que "1a investigación de
los mecanismos del proceso (fijación de N2) ha progresado en for
ma lenta y sorprendentemente se obtuvo poca información cuantita
tiva acerca de las velocidades de fijación en ambientes natura­
les."

1.ïEstudios recientes: 1967-1980

A partir de 1967 se avanzó rápidamente en el conocimiento
de las algas fijadoras de N2. Esto se debió no sólo a un mayor
esfuerzo en la investigación por fisiólogos, bioquímicos, ecólo­
gos y microscopistas electrónicos sino también a mejores métodos
de laboratorio tanto para el cultivo de algas en condición axéni
ca comoa nuevas técnicas para la medición de 1a fijación de N2.

El avance metodológico más importante, se basó en el des­
cubrimiento de que 1a enzima nítrogenasa reduce acetileno a eti­
leno. Stewart et a1. (1968), aplicaron por primera vez en algas
azules esta técnica de reducción del acetileno tanto en labora­
torio como"in situ". Cabedestacar por otra parte, que ella ha
favorecido notablemente 1a creciente comprensión del proceso de
fijación N2.

A1 comienzo de esteuperiodo se conocían más de 40 especies
(Stewart, 1970) y cerca de 90 cepas (Laporte y Pourriot, 1967)
de algas azules heterocisticas fijadoras de N2 en condición axé­
nica, en aerobiosis. La capacidad de fijar nitrógeno atmosféri­
co parecía estar correlacionada únicamente con la presencia de
heterocistos, tanto es así que en 1968 Fay et a1. consideran al
heterocisto comoel único sitio probable de fijación de N2.

Sin embargo, este concepto fue prontamente reconsiderado
a 1a luz de los trabajos de Wyatt y Silvey (1969), quienes ind
formaron que una cepa unicelular axéníca de Glococapóa alpicoia
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(795) reducía acetileno a etileno, en aerobiosis. Este mismoaño
se demostró positivamente que el heterocisto es asiento de la fi­
jación de N2(Stewart et al., 1969).

Luego del descubrimiento de Wyatt y Silvey, hubo opiniones
opuestas a1 concepto de Fay y Stewart como las de Ohmori y Hatto­
ri (1971), para quienes todas las algas azules tienen nitrogenasa
y los heterocistos no están relacionados con la fijación de N2.

A partir del año 1971, diversos investigadores informaron
sobre la fijación de N2por cianofíceas unicelulares. Así, Rippka
et a1. en 1971 probaron la capacidad de fijación de 20 cepas axév
nicas de Chnaococcaceae en condición aeróbica y en un medio sin
N combinado, de las cuales solamente Glaeocapóa aipicoia (Ng 6501)
mostró un buen crecimiento, siendo mantenida a través de repetidos
transplantes en el mismo medio. Dado que esta cepa junto con la
de Wyatt y Silvey (1.c.) eran las únicas algas unicelulares cono­
cidas que mostraban actividad de nitrogenasa, Rippka y_colabora­
dores concluyeron que la fijación aeróbica de N2, por algas unice­
lulares,era de rara ocurrencia.

Posteriormente se probó que otras 3 cepas axénicas per­
tenecientes a ese mismogénero, eran fijadoras de N2 en condicio­
nes aeróbicas (Rippka y Stanier, 1976 según Stanier y Cohen-Bazi­
re,1977).

Singh (1973, 1977), demostró la capacidad de fijar N2 en
condición aeróbica de dos cepas de Aphanothecc: Aphanothece pa­
iLLda.yAphanothececaótagnei aisladas de arrozales de la India.

Por nuestra parte (Halperin et a1., 1977), hemos observado
que un cultivo axénico de Aphanothecc ¿tagnina aislada de arroza­
les de Argentina, crece continuamente en un medio libre de N com­
binado bajo condiciones aeróbicas.

En resumen, 1a fijación de NZaeróbica por algas azules
unicelulares fue demostrada para 5 cepas de-Gloeocapóa y para 3
cepas de Aphanothece.
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Además, Rippka y Stanier (l.c.) encontraron que sólo 3 de
las 51 cepas de Chnoococcaceaeprobadas producen nitrogenasa anae­

róbicamente excluyendo las cepas de Gioeocapóaque fijan NZ aeró­
bieamente.

Es decir, que de 59 cepas de Chnoococcaceaeprobadas, 8 fijan
en condiciones aeróbicas y sólo 3 en anaerobiosis, de lo cual
puede concluirse que la fijación de N2 en las unicelulares pare­
ce estas confinada a un grupo reducido.

Las algas azules son microorganismos característicamente
fotoautótrofos que liberan oxígeno molecular durante la fotosín­
tesis.

Stewart y Pearson (1970) observaron que si el O libre se
acumula en altas concentraciones puede inhibir procesos metabó­
licos importantes tales comola fotosíntesis, fijación N2y res­
piración. Esto no parece deberse sólo a un efecto sobre la fi­
jación de N2 ya que altos niveles de pO2 inhiben el metabolismo
de una especie no fijadora de N2(l%aMMh¿wn)ytambién de una fi­
jadora,(Anabaena ¿lab-aque) cuando crecen en un medio con N com­

binado. Anabaena¿Loa-aque podía fijar N2 a mayores velocida­
des si los cultivos crecían anaeróbica o microaeróbicamente
con respecto a los cultivos aeróbicos. Si bien la razón de es­
ta diferencia es incierta, una posibilidad es que las células
vegetativas puedan producir nitrogenasa activa sólo en condi­
ciones microaeróbicas o anaeróbicas (Smith y Evans, 1970). De­
bido a la controversia sobre las técnicas para separar células
vegetativas y heterocistos de un mismocultivo, Stewart y Lex

(3)- El término microaeróbico fue usado por Stewart y Pearson
(1970) en el caso de cultivos insuflados con una mezcla
de gases que no contiene 02, pero que lo producen como resultado de la fotosíntesis.
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(1970) decidieron usar una cianofícea filamentosa sin heterocis­
tos para probar si desarrollaba nitrogenasa en sus células vege­
tativas bajo condiciones microaeróbicas. Eligieron Piectonema
bonyanum(Oóciiiatoaiaceae) la cual presenta falsas ramificacio­
nes, característica de muchasalgas fijadoras de N2 con hetero­
cistos. Encontraron que desarrollaba actividad de nitrogenasa
bajo condiciones anaeróbicas pero no en los cultivos burbujeados
con aire. Tales resultados probaron que las células vegetativas
de P. bonyanumtienen nitrogenasa, activa bajo condiciones ana­
eróbicas o microaeróbicas pero no en aire. Aunqueestos resulta
dos no demostraron la presencia de nitrogenasa activa en las cé­
lulas vegetativas de las algas con heterocistos, permitieron re­
velar la existencia de un grupo de algas fijadoras de N2 seme­
jantes a las bacterias fotosíntéticas, dado que son capaces de
fijar N2bajo condiciones anaeróbicas pero no en aerobiosis.

Desdeentonces, otras algas filamentosas sin heterocistos
han sido confirmadas comofijadoras de Nz únicamente en anaero­
biosís. Con estas características, se han encontrado 22 de 42
Gaeiliatoniaceae y 18 de 29 Pleurocapsales examindas (Rippka y
Stanier 1976, según Stanier y Cohen-Bazire, 1977).

Los descubrimientos de fijación de N2 por ciertas formas
sin-heterocistos sólo bajo condicionesanaeróbicas, son también
de interés desde un punto:de vista ecológico. ComoStewart y
Pearson (1.c.) señalaron, las algas azules son características
de muchoshábitats donde pueden prevalecer condiciones reducto­
ras o de bajas tensiones de 92, por ejemplo: campbs de arroz
inundados, regiones de aguas termales, pantanos salobres, etc.
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En resumen, si bien desde 1889 se sospechaba que las algas

fuesen fijadoras de N2, la prueba definitiva la obtuvo Drewes en
1928. A partir de esta fecha, muchos estudios se encaminaron a
demostrar esta capacidad en el mayor número posible de especies.
Conrespecto a la distribución de esta propiedad, hasta 1953 to­
das las algas azules fijadoras conocidas pertenecían a especies
heterocisticas cuya capacidad de fijación se determinó en con­
dición aeróbica.

En el periodo comprendido entre 1954 y 1966, además de la
búsqueda de nuevas especies fijadoras, gran parte del esfuerzo
de los investigadores estuvo dedicado al estudio de la fisiolo­
gía de este grupo de algas. Pero, con respecto a las especies
capaces de fijar N atmosférico se seguía considerando que esta
propiedad estaba correlacionada únicamente con la presencia de
heterocistos (Fay et a1., 1968; Stewart et a1., 1969). Las de­
terminaciones se hicieron sólo en aerobiosis,

A partir de 1968 se avanzó muy rápidamente en el conoci­

miento de 1a fijación de N2,debido en gran parte a la utiliza­
ción de la técnica de reducción del acetileno a etileno en el
estudio de este proceso en las algas azules (Stewart et a1., 1963.
Wyatt y Silvey en 1969 descubrieron 1a primera cepa unicelular
axénica fijadora de N2 en aerobiosis y Stewart y Lex en 1970, la
primera filamentosa no heterocistica, la cual fijaba bajo condi­
cionesdeanaerobiosis o microaerobiosis. 'Estos trabajos conduje­
ron a una serie de estudios para determinar 1a posible capacidad
de numerosas especies pertenencientes a ambosgrupos (unicelula­
res y filamentosas sin heterocistos) en condiciones aeróbicas
y anaeróbicas.

Hasta 1a fecha, se conocen más de 100 especies fijadoras
de N2 (filamentosas con heterocistos, filamentosas no heterocis­
ticas y unicelulares). Además, se lograron grandes avances en el
conocimiento de la bioquímica del proceso de fijación, sobre to­
do a nivel del heterocisto (Haselkorn, 1978, Haselkorn et a1.,
1980; Wolk, 1980).
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1.4 Nóminade cianofíceas axénícas fijadoras de N,

La lista que se presenta a continuación, de acuerdo a la
información bibliográfica, consigna la capacidad de fijación de
cepas axénicas de cianofíceas determinada por 1a técnica de Kjel­
dahl, técnica que hemosutilizado en el presente trabajo.



---­

ESPECIES

NOSTOCALES

NOSTOCAC EAE

0

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

Anabaena

azouae

cycadeae

cgündu’ca

cyLütd/úca

6104-aqu.ae

gdaünc’cola

g¿wanna
Intensa

humicoia

Lavanda/LL

nawlcuLoLdu

¿polo/¿du

¿andaba

vMÁabiLCó

uwlabLUA

uaJuZabM

uMbM
uMÁabLUA
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N FIJADO

(mg)

3,49

3,11

1,56

17,5

1,47

3,5

4,75 y 7,45

6 y 8,45

2,65

10,2 y 13,15_

2,4 y 2,64

4,1

3,4 y 12,2

27

2,75

Anabaenopóu cincuZa/uló 2.12

Anabaenopóu 4p.

catalán“me "W116

Cyund/LMpe/tmum¿phae/ulca 3,92

3,4

8,65 y 10,95

MEDIO MINE­

RAL (ml)

100

100

100

100

SO

100

100

100

100

100

250

100

100

1000

100

100

100

100

75

TIEMPO

(días)

30

50

20

SO

60

31

.31

60

60

60

60

60

35

60

60

60

55

AUTORES

Venkataraman, 1962.

Venkararamn-et al.
1964.
Fogg, 1942.

Fogg, 1951.

Davis et al_.,1966

Taha y E1 Refai,1963

De, 1939.

Bortels , 1940 (-MO;+Mo)

Bortels,1940(Mo;+Mo)

Cameron y Fuller,19€0

De, 1939

Cameron y Fuller,1960

Bortels , 1940 («No;+M))

Drewes , 1928 Gnedio1y2)

De, 1939

Bortels , 1940 (Mo;+Mo)

Taba, 1963

Singh, 1979

Watanabe, 1959 a

Watanabe, 1951 (+g1uco­

Bortels, 1940(-Mos;a+Mo)

Venkataraman et al . ,
1959.



ESPECIES

‘ Noduiania hanveyana

+ Nobtoc commune

’ Nbótoc conmune
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N FIJAID

(mg)

1,33

1,3

1,7

’ N.(Chionogioea)¿Machu 9,49

' No¿toc muAconum

' Nobtoc muóconum

° Noótoc punciLfionme

' Noótac 5p.

' No¿zoc 6p.

‘ NOAIOC¿p.

No¿toc 6p.

+ Wallea bhaaadwajae

RIVULARIACEAE

' Catothn¿x bneviáóima

' Caiothnix bneu¿4¿¿ma

‘ Calothnix elenkinii

+ Gtoeomchia 6p.

SCVTONEMATACEAE

° chtonema anchangezzi

° Scyzonema hoámann¿

‘ Tolypothan tenuia

‘ Tblypothnix tenuÁA

5,2

3,4

57

2,37

9,6

5,2

MEDIO MI­

NERAL (ml)

100

so

so

400

100

so

250

100

100

50

100

100

1000

SO

100

100

TIEMPO

(días)

45

28

50

30

45

50

60

60

60

20

60

60

15

25

60

60

AUTORES

Tíwari y Pandey,1976

Taha y El Refai,1962

Taha y El Refaí,1963

Fay y Fogg, 1962

Allison et a1.,1937

Taha y E1 Refaí,1963

Drewes,1928(medio1y2)

watanabe,1951(+g1ucosa)

Watanabe,1959 a

Henríksson, 1951

Camerony Fuller,1960.

Singh, P.K.,1976

watanabe, 1951(+g1ucosá

Watanabe,1959 a

Taha, 1963

Pattnaik y Singh, 1978

Camerony Fuller,1960

Camerony Fuller,1960

Watanabe,1951(+glucosa)

Watanabe, 1959 a
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N FIJAID MEDIO MI- TIHVIPO

ESPECIES (mg) NERAL (mD (días)

STIGONEMATALES

STIGONEMATACEAE

' Fióchenelia muAcicola 0,212 10 90

' HapaLOAiphon 60ntinai¿¿ 22 1000 15

’ H. wzüuctóchii

' Maflïgociaduó lam¿no¿u¿ 2,48 100 20

' Stigonema dendnoideum 3,24 100 20

' wuuozopm pnoufiica 13,75 soo 30

CHROOCCALES

CHROOCCOGACEÁE

+ Aphanothece ca¿tagne¿ 1,5 50 30-35

+ Aphanothece paLL¿da 2 SO 25

' Aphanothece ¿zagnLna 5,065 100 60

AUTORES

Pankaw, 1964

Taha, 1963

Bharati y Bongale, 1976

Fogg, 1951

Venkataraman,1961 a

Pattnaík, 1966

Singh, 1977

Singh, 1973; 1977

Halperin et al.,1977

' Purificada con U.V.

° Purificada por otro método
+ Nocita el método de purificación
Nose consignan los valores de fijación expresados por los autores en otras unidades
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2- Bioquímica de la fijación de N,

2.1 Filamentosas con heterocistos

El heterocisto es una célula vegetativa especializada, ca­
racterística de las familias Noatocaceae, Rivulaniaceae, Scytone­
mataceae_ y Stigonemataceae.

A pesar de la amplia distribución de las algas azules con
heterocistos, hasta hace poco tiempo, se desconocía la función
de estas células diferenciadas. En 1950, Frítsch (Según Fay,
1973) las consideró un enigma botánico. Se le atribuyeron diver
sas funciones (Wolk, 1966; Stewart, 1972), pero recién en 1968,
Fay y colaboradores presentaron una hipótesis coherente para la
función del heterocisto, apoyada por una serie de evidencias
círcunstanciales, según las cuales podría ser el sitio de fija­
ción del nitrógeno atmósferico. Las primeras prúebas positivas
a1 respecto fueron dadas por Stewart y colaboradores en 1969.

Actualmente se conocen más de 50 especies de cianofíceas
con heterocistos,que fijan N2 fundamentalmenteen aerobiosís
(Stewart, 1973). Los requerimientos conocidos para la fijación
de N2 son comunes para todos los organismos fijadores: nitrogena
sa, ATP, poder reductor y un ambiente anaerobio o bien algún
mecanismoo estructura que proteja la nitrogenasa de la acción
del 02, dado_que esta enzima es 02 lábil. Es decir que el he­
torocisto debe poseer caracteristicas particulares para poder
fijar N2 en aerobiosís. Comoveremos, se trata de una célula
altamente especializada, morfológica, fisiológica y bioquími­
camente, para dicho proceso.

2.1.1. Estrucutra del heterocisto

Morfológicamente, el heterocisto difiere de la célula ve­
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getativa que le da origen en S puntos principales: 1-sus conexio­
nes con las células vecinas son muchomenos extensas que las que
muestran las células vegetativas entre si; 2- está rodeado por una
gruesa envoltura; 3-contiene en los polos grandes tapones de un
material bastante homogéneo;4- la disposición de los dlacoides
es peculiar y S-tiene muchomenosmaterial’huclear", o tal vez
ninguno (Fig. 1).

El septo que separa el heterocisto de la célula vegetativa
está atravesado por un conjunto de perforaciones llamadas micro­
plasmodesmos que parecen conectar los citoplasmas de las dos cé­
lulas (Lang y Fay, 1971). Los canales son de 400 A de largo y
de 50 R de diametro aproximadamente. Se sabe muy poco acerca
de su estructura, número preciso, composición y aún si todos son
idénticos. Los microplasmodesmos son muy importantes puesto que
deben estar íntimamente relacionados con las bombasque controlan
el transporte de sustancias entre el heterocisto y la célula ve­
getativa (Haselkorn, 1978).

La cubierta o envoltura que rodea al heterocisto tiene tres
capas externas a la pared celular que se interrumpen a nivel de
los polos (Lang y Fay, 1971). La primera que aparece durante la
diferenciación,cuya composición aún no se conoce.es llamada "capa
fibrosa" debido a su apariencia en las secciones teñidas y fijadas
(Lang y Fay, l.c.). La segunda o intermedia es la "capa homogénea"
y está compuesta por polisacáridos (Cardemil y Wolk, 1976, según
Haselkorn, 1978). La "capa laminada", más interna, es 1a última
en agregarse. Tiene una composición química inusual dado que es­
tá compuesta enteramente de glicolípidos que se encuentran única­
mente en el heterocisto (Lambein y Wolk, 1973). Es probable que es­
ta capa laminada sea impermeableal agua, iones, solutos hidrofili­
cos neutros y posiblemente a los gases disueltos (N2, 02, C02).
aunque estas propiedades aún no han sido medidas (Haselkorn, 1978,
1980).
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Fíg.1- Diagrama esquemático de parte de un heterocisto maduro,
mostrando la conexión polar con la célula vegetatíva ag
yacente (arriba) a través de una serie de finos poros.
GP, gránulo polar de cíanoficina; CF, capa fibrosa; CH,
capa homogénea; CL, capa laminada de la envoltura del he
terocisto ¿Stanier y Cohen-Bazire, 1977).
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Los heterocistos intercalares contienen dos gránulos pola­
res y los terminales uno (Fay, 1973). Lang y Fisher, 1969 (según
Lang y Fay, I. CJ consideraron que estarían compuestos por ciano­
ficína,sustancia de reserva constituida por copolímetros-de argi­
nina y ácido aspártico (Simon, 1971),si bien Haselkorn en 19785emfl6
que estos taponesaún no han sido purificados.

La reorganización de los tilacoides durante la diferencia­
ción de los heterocistos ha sido descripta sobre la base de es­
tudios de microscopía electrónica (Lang y Fay, 1971). Durante
los primeros estadios de diferenciación, se han observado pocos
cambios tanto en cantidad comoen diSposición de los tilacoides
(Wildon y Mercer, 1963; Lang y Fay, 1.c.). Luego de la disposi­
ción de 1a envoltura de 3 capas, aparecen configuraciones tila­
coidales reticuladas (Wildony Mercer, 1.c.; Langy Fay, l.c.),
observándose además un incremento pronunciado en la cantidad de
membranasen el heterocisto maduro, una sintesis "de novo" de
membranasasí comouna posible reorganización de tilacoides pre­
existentes (Lang y Fay, 1.c.). En el heterocisto madura usual­
mente se observa una cierta polarización del sistema de membra­
nas acompañado por un mayor enrollamiento de los tilacoides
(Grilli, 1964 según Fay, 1973). Los tilacoides de los hetero­
cistos no tienen ficobilisomas ) asociados (Fay, 1969 según
Lang y Fay, 1.c.). Fig. 1. Alberte et a1. (1980), han demostra
do que la unidad fotosíntética(5)se modifica durante la diferen
ciacíón del heterocisto para así poder suplir los requerimientos
energéticos especiales de estas células fijadoras de N2.

(4)- Organelas de localización extratilacoidal que contienen fico­
biliproteínas, presentes en las células vegetativas, (Chapman,
1973; Stanier y Cohen-Bazire, 1977).

(S)- Númeromínimo de pigmentos necesarios para llevar a cabo las
reacciones fotoquimicas, la evolución de O y el transporte
electrónico fotosíntético(ficobilipigmentog, clorofila a co­
lectora de luz y centros de reacción fotoquimicos).
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Los heterocistos maduros carecen de ínclusiones Éitoplas­
máticas tales comocuerpos poliédricos o carboxisomas ), gráng
los de polifosfato, de cianoficina, etc. (Langy Fay, 1.c.).

Las células vegetativas tienen tipicas regiones "nucleoides"
procarióticas que en las microfotografías electrónicas aparecen
comofibríllas. Tales fibrillas no son visibles en el heterocís­
to, lo que sugiere que puede carecer de DNA.Además, los hetero­
cístos muestran una reducida absorción al U.V. y, cuando aislados,
la relación DNA/célula es muchomenor que 1a de las vegetativas
(Fogg, 1951, según Haselkorn, 1978).

2.1.2. Bioquímica de los heterocistos

a) Actividades fotosíntéticas

Las células vegetativas de las cianofíceas tienen, Como
las del clorénquima de las plantas superiores, dos fotosiste­
mas (Krogmann, 1973; Tel-Or y Stewart, 1977). E1 flujo de elec­
trones se muestra en la Fig. 2.

En el heterocisto el fotosistema II (FS II) es inactivo
(Donze et aL, 1972) debido a la pérdida parcial o total de los
pigmentosaccesorios, en especial ficobilinas (no tienen ficobi­
lisomas), de clorofila a 670 y fundamentalmente a una deficien­
cia del ión Mn el cual es indispensable para que se produzca

(6)- Organelas compuestas. _ por moléculas estrechamente em a ue­
tadas de ribulosa 1-5 difosfato carboxílasa, enzima respgngablede 1a fi’ac'ó ' - ­
PentosasJfiogfïtSÏ.COZ Vía C1C1° de CalVln (Vía reductlva de las
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cltocroCSSH

hacianina

\A

P700
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Fig.2.Componentesyactividadesde1acadenafotosíntéticadetransportedeelectrones

delosheterocistosdeAnabaenacqiindnica,condosrutasposiblesdeflujocíc1_í codeelectrones.fi,presenteenelheterocístO'enformamodificadaJ/[jl/I,auseg teenelheterocisto(Tel-OryStewart,1977).
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1a fotólisis del agua (Tel-Or y Stewart, 1975,1977). Es decir
oue en el curso de su diferenciación a partir de una célula vg
getativa, el heterocisto ha sufrido una lesión bioquímica que
condujo a 1a inactivación del F S II. Los heterocistos por lo
tanto, no liberan 02, lo cual les permite mantener condiciones
anaeróbicas o de muy baja tensión del 02 a lo cual contribuye
también 1a gruesa envoltura externa. Los resultados de Singh
(1976) de que mutantes con formación incompleta de dicha envol­

tura no crecieron en un medio sin N ni fijaron N2, podrían ser
considerados comouna prueba indirecta de 1a impermeabilidad
de las envolturas agregadas del heterocisto con respecto a1 02.
Es decir que una cianofícea heterocistae creciendo en aerobiosis
tiene células diferenciadas que permanecenprácticamente en con­
dición anaeróbica.

Dadoque el F S II es inoperante, el fotosístema I (F.S.I),
a través de una cadena de transferencia de e'acortada, fosforila
ADPen forma cíclica (fotofosforilación cíclica). Es decir, que
en 1a luz tiene un mecanismo eficiente de producción de la ener­
gía necesaria para 1a fijación. Se ha visto que el ATPproducido
por dicho proceso es suficiente comopara sustentar las máximas
velocidades de fijación. En 1a oscuridad también se produce-fi­
jación de N2 pero a velocidades mucho menores y en este caso el
ATPprovendría de fosforilación oxídativa. Ademásse ha visto
que la fosforilación a nivel de sustrato es poco importante co­
mo fuente de ATP (Stewart, 1976; Bottomley y Stewart, 1977).

b) Metabolismo del Carbono

El heterocisto no puede fijar C02, debido a una segunda lesión
bioquímica: no posee actividad de ribulosa 1-5 difosfato (RuDP)
carboxilasa, enzima clave del ciclo de Calvin. Esto está corre­
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lacionado con la ausencia en dichas células, de cuerpos polié­
dricos o carboxisomas (Stewart y Codd, 1975).

Se ha comprobado, por experiencias de marcación, que las
células vegetativas vecinas proveen al heterocisto el C fijado
necesario (Wolk,1968), estando un 60} del mismo bajo la forma
del dísadkido maltosa o bien sacarosa y en menor proporción co­
mo glutamato (Haselkorn, 1978, 1980; Wolk, 1980).

c) Fuente de poder reductor

Se considera actualmente que la ferredoxina (Fd) es el com
puesto que cede electrones para reducir a la nitrogenasa. Dado
que en el heterocisto no ocurre fotólísis del agua, no hay foto­
reducción directa del N2 por los electrones generados en dicho
proceso. Las fuentes de poder reductor en el heterocisto, tan­
to en luz comoen oscuridad, son los compuestos carbonados trans­
portados desde las células vegetativas vecinas. Aúnno están
totalmente aclaradas las rutas que siguen los electrones, dentro
del heterocisto, desde los compuestoscarbonados hasta la nitro­
genasa. Si bien hay varias teorías, una de las que reúne mayores
evidencias "in vivo" ha sido propuesta por Apte, Rowell y Stewart
(1978) y es 1a siguiente: en los heterocistos se ha observado
que las actividades de hexoquinasa, glucosa 6 fosfato deshidro­
genasa (Glu 6 P desh.) y de 6-fosfog1uconato deshidrogenasa
(6 P gluc desh.) son mayores que en las células vegetativas
(Winkenbach y Wolk, 1973). Estas enzimas intervienen en la
vía oxidativa de las pentosas fosfato en los pasos que siguen:
glucosa (glu) heXOSUínosa , glucosa 6 fosfato 1“ 6 P deSh'

DPH
6 fosfoglucónico 6 P gluc- ¿eSh' r Ribulosa S fos ato.2

NADPH? .
E1 nicotinamín adenín dinucleótido reduc1do (NADPHZ)pue­

de ser usado para reducir la Fd, que comodijimos se considera
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el donante de electrones más probable para la nitrogenasa, o bien
entrar en la cadena respiratoria. La glu 6 P deshidrogenasa y la
6 P gluconato deshidrogem son fotoinhíbidas en las células ve­
getativas o sea que actúan en oscuridad, pero en los heterocístos
Apte,Rowell y Stewart (1.c.) han visto que la glu ól’deshidrogeng
sa no es inhibida por la luz o sea que produce NADPH2en luz y
oscuridad.

En los heterocístos, la Fd-NADPoxidorreductasa (enzima re­
versible) puede transferir los electrones de'lNADPH2a 1a Fd tanto
en luz comoen oscuridad, a diferencia de la de las células vege­
tativas que sólo realiza este camino inverso en la oscuridad, ya
que su función normal es producir NADPHZpara reducir C02. Así
el heterocísto obtiene Fd reducida para reducir a su vez a la ni­
trogenasa .

2

/——————> ATP
FOTOFOSFORILAClON

CICLICA

CADENAFOTOSINTETICA DE TRANSPORTE, Fd' ’ e'
DE ELECTRONES

Fd- NADP
OXIDOREDUCTASA

2 ‘PN1

clucosa-6-P-——¿Ü339331É15———-—-——-9 NADPH 3
deshldrogenasa

Fig. 3- Una vía de producción de ferredoxina reducida para la
nitrogenasa, en heterocístos de Anabaenacyiindnica (Stewart,
Rowell y Apte, 1977 según Stewart, 1977).
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d) Metabolismo del nitrógeno

Los heterocistos madurosdifieren de las células vegetati­
vas con respecto al metabolismo del nitrógeno en 3 puntos impor­
tantes: 1- poseen nitrogenasa; 2- contienen niveles altos de glg
tamin sintetasa (G.S.) y 3- carecen o poseen niveles muybajos
de glutamina oxoglutarato amido transferasa (GOGAT)o glutamato
sintetasa.

En experiencias con nitrógeno marcab selulvisto que 1a asi­
milación de NH3 en el filamento completo es via GS/GOGAT. Además
se ha comprobadoque el heterocisto exporta el nitrógeno fijado
comoglutamina e importa glutamato (Haselkorn 1978). Es decir:

Nï----—-——92 NH3———-—-9glutamina-—-—-—’glutamato-—9otrosaminoácidos
Nzasa Gs GOGAT

'— HETEROCISTO———’ ‘—CELULAVEGETATIVA-——‘

Haselkorn (1978, 1980) ha propuesto un modelo del flujo
de carbono desde la célula vegetativa hacia el heterocisto y del
flujo de nitrógeno desde el heterocisto a la célula vegetativa,
que resume los conocimientos actuales de la bioquímica de la fi­
jación de N2 en el heterocisto, esquematizado en 1a Fig. 4.

En las células vegetativas el nitrógeno fijado previamen­
te en el heterocisto es usado en el metabolismo celular general,
o excretado, o almacenadocomoficobiliproteians, ficocianina,
o gránulos estructurados o de cianoficína (Stewart, 1976).

2.2 Unicelulares y filamentosas sin heterocistos

Se sabe muy poco acerca de 1a bioquímica de la fijación
de N2 en estos dos grupos de cianofíceas.

Conrespecto a las unicelulares fijadoras en aerobiosis



flbrosa

homogénea
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4.

glu-—+otros

E332oxoglumetabolitos

NADPH,-NADPHz

rIbSP¿JPgluciglucá’

\ ‘ïnaltosaN

C02

HETEROCISTOGELULAVEGETATIVA

Fig.4.Modelodelflujodelcarbonoynitrógenoentreelheterocistoylacélulavegetativaencíanofí

ceasfíjadorasdenitrógeno.Enzimas:Nasa=nitrogenasa,GS=glutaminsintetasa,GOGAT=gluta­mina-oxoglutaratoamidotransferasa.La¿altosadeberíaserreemplazadaprobablementeporsaca­ rosa.E1mecanisn)detransportedemaltosaesdesconocido,asícomolospasosdesdemaltosaaglucosa-ó-fosfato.ElNADPHprobablementereducealaferredoxína.Laenvolturadelhetero­cisto(capas:fibrosa,honogéneaylaminada)secreequelimita1adifusióndeN ,OOy02.Seobservanmicroplasmodesmosconectandolasdoscélulas.Sehanomitidoloscuerpgspofaresdel heterocisto.ElheterocistocarentedefbtosistemaII,nofija032niproduce02(Hase1korn,197&1980).
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algunos autores considera; dada la morfología de estas cepas,
que el mucílago o las vainas puden disminuir la tensión de O2
permitiendo la actividad de nitrogenasa. Ademásen el caso
especial de Gioeocapóa, Stewart (1974) consideró 1a posibilidad
de una eficiente compartimentalización a nivel celular comopa­
ra mantener separados el sistema que libera 02 y el que fija N2
Para Stanier y Cohen-Bazire (1977) en cambio, el mecanismo de
protección de la enzima es aún desconocido.

En el caso de las filamentosas sin heterocistos y en con­
dición aeróbica, se conoce una sola especie, Tnichodeómiumeng­
thaaeum (- 04ciiiaton¿a anythnaea) agente de floraciones mari­
nas que puede fijar N2 (Carpenter y Price, 1976; Bryceson y Fax
1981). Dado que los tricomas se disponen en haces, estos auto­
res consideran que las células diferenciadas del centro del haz
aparentemente no producen 02 y serian las responsables de la fi­
jación de N2 observada "in situ". Sin embargo Stanier y Cohen­
Bazire (l.c.) señalan que como este organismo no ha sido aún ob­
tenido en cultivo, estos resultados "in situ" serian solamente
presuntivos.

Actualmente se considera que 1a fijación de nitrógeno at­
mosférico en las cianoficeas es de 2 tipos: anaeróbica y aeróbi­
sao

En condiciones anaeróbicas es llevada a cabo por algunas
cepas unicelulares y por varias filamentosas sin y con hetero­
cistos. En estas últimas es posible, pen>aún no ha sido compro­
bado, que 1a nitrogenasa esté localizada en todas las células
(Haselkorn et al., 1980).

En aerobiosís unas pocas unicelulares y aproximadamente
todas las filamentosas con heterocistos pueden fijar N2. En este
último caso la nitrogenasa está confinada a los heterocistos(Wolk,
1980).
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3' Importancia agrícola de las algas azules

La importancia agrícola de las algas azules reside en que
éstas pueden usarse comobiofertilizantes, debido principalmente
a la capacidad de algunas especies de fijar N2 además de sinteti­
zar sustancias orgánicas.

Cuandose utilizan fertilizantes inorgánicos, uno de los
requisitos importantes es la adecuada suplementación con materia
orgánica a fin de evitar el desbalance nutricional del suelo. En
cambio,la incorporación de algas seleccionadas, proceso denomina­
do algalización por Venkataraman en 1961 (según Venkataraman, 1966),
no solo aumenta el nivel de N de los suelos por el proceso de fi­
jación de N2 sino que también preovee materia orgánica. La algali­
zación presenta ademásotras ventajas con respecto a los fertili­
zantes comerciales. Así, el abono quimico nutre solamente una co­
secha en tanto que la población algal seleccionada una vez implan­
tada en el suelo continúa su actividad año tras año. Ademásotros
efectos benéficos del agregado algal, son: liberación de oxigeno,
necesario para 1a aireación de las raices y 1a oxidación de sulfu­
ros (Jacq y Roger, 1977); prevención del lavado y pérdida de amonio
y nitratos mediante su conversión en nitrógeno orgánico; producción
de sustancias extracelulares biológicamente activas (aminoácidos,
vitaminas, péptidos, hormonasvegetales, etc.) para el crecimiento
de las plantas y solubilización de fosfatos por algunas especies.

El nitrógeno algal provenga de la atmósfera o del suelo,
llega a éste por excreción o por muerte y desintegración celular,
bajo 1a forma de péptidos y otros compuestos nitrogenados. Para
ser aprovechados por las plantas u otros organismos que comparten
el hábitat, deben ser mineralizados por una flora bacteriana ade­
cuada hasta llegar a formas de nitrogeno inorgánico, fácilmente
asimilables (Venkataraman, 1966).
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Antes de algalizar un suelo, es conveniente considerar
los siguientes aspectos: 1-Flora algal autóctonazconocer su com
posición y la incidencia relativa de las formas útiles (buenas
fijadovas); comola capacidad de fijación varía a nivel de cepa,
la selección de buenas fijadoras debe hacerse también a este ni­
vel; 2- Competencia: la introducción exitosa de una cepa eficien­
te en un área o el refuerzo de ciertas formas útiles depende prig
cipalmente de su capacidad para sobrevivir yvcompetir con los otros
microorganismos del hábitat. Si bien se conoce muy poco sobre los
cambios producidos en los otros microorganismos por 1a intro­
ducción de algas al suelo, ciertas observaciones indican que el
número de bacterias y hongos disminuye por 1a algalización
(Venkataraman, 1966). Dado que el nitrógeno algal es utilizado
por 1a planta después de su conversión a una forma inorgánica
(No; , No; o NH4)por la actividad de las bacterias del suelo,
la preservación de la flora bacteriana local asumegran importan­
cia (Watanabe y Kiyohara, 1960). En este sentido no debe olvidar­
se que ciertas algas producen sustancias tóxicas para hongos y
bacterias de modoque no deben ser inoculadas en cantidades ex­
cesivas; 3- pflzlos suelos que serán algalizados deben tener pH
levemente alcalino; si éste fuera bajo deberán alcalinizarse por
aplicación de cal (Watanabe, 1973), ya que muchas algas azules
crecen mejor en esas condiciones,(Brock, 1973); 4- Temperatura:
Los suelos a inocular deberán estar preferiblemente en regiones
cálidas, dado que la temperatura óptima para el crecimiento de
las cianofíceas varia entre 25 y 35 9C; S- Obtención de cultivos
masivos de especies previamente seleccionadas por su crecimiento
y fijación de N2 (Venkataraman, 1966; Watanabe, 1959 b y c,1973).
6- Preservación delgmgterial algal en forma adecuada hasta su
utilización en el campo(Venkataraman, l.c.; Watanabe, 1.c.).

Donde realmente las algas azules desempeñan un papel im­
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portante, es en el cultivo del arroz que se realiza en regiones
tropicales y subtropicales entre los 45° LNy 40° LS. El 90 3
del área dedicada al arroz está ubicada en la franja tropical
del Sud y Sud-Este de Asia. Este cultivo representa el alimento
principal de más del 60 3 de la población mundial, cubriendo
una superficie superiov a 135 millones de hectáreas. En la Indda
es el cultivo más importante como alimento; cubre unos 38 millones
de hectáreas (casi el 37%de 1a superficie total dedicada al cul­
tivo de cereales), con un rendimiento aproximado de 1.134 kg de
arroz/ha. Se cultiva en pequeñas parcelas: el 87%deF4ha (aproxi­
madamente un 50 i bajo riego) y el 13%restante de menos de 1ha.
Estos datos reflejan el nivel económicode los agricultores así
comosus recursos y posibilidades de inversión en fertilizantes
químicos (Venkataraman, 1977 a y b).

El cultivo de arroz es el que ha respondido más significa­
tivamente a la algalización, debido a que las condiciones impe­
rantes en un campo de arroz proveen un ambiente ideal para el
crecimiento lujurioso de estas algas. Muchosarrozales permane­
cen inundados gran parte de su ciclo, es decir bajo condiciones
inadecuadas para el crecimiento de leguminosas yAmtobaotu y
en las cuales las algas azules, en cambio, crecen abundantemente
(Stewart,1967). Los principales agentes naturales de fijación
biológica de NZ en un campo de arroz son: 1-a1gas azules de vida
libre; 2- algas azules en simbiosis con Auúla; 3- bacterias he­
terotróficas en 1a rizósfera de arroz (tipo Spüulium)y 4- bacte­
rias heterotróficas en el suelo anaeróbico más alejado de las
raíces de arroz (I. Watanabeet a1., 1978).

Fritsch y De (1938) y De (1939) fueron los primeros en des­
tacar la importancia de las algas comoprincipales agentes de la
fijación de N2en los arrozales.

Posteriormente, se estudiaron en el laboratorio algas azules
fijadoras de N2provenientes de suelos de arrozales, pero se con­
taba aún con poca información sobre la magnitud de la fijación
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algal "in situ". Las experiencias en maceta, demostraron que
las algas aumentaban el N del suelo (De y Sulaiman, 1950), con
una fijación correspondiente a 20 Kg N/ha en una de las expe­
riencias (Watanabe et. al., 1951) y que 1a cantidad de N2 fija­
do es suficiente para sustentar una buena cosecha de arroz y de­
jar'en el suelo aproximadamente 70 kg de N/ha después de levan­
tar la misma (Willis y Green, 1948 según De y Mandal, 1956). De
y Sulaiman (1950) concluyeron de sus estudios que el crecimiento
y la fijación de N2 algal, en suelos de arrozales, aumentanen
presenciado hsplantas de arroz debido principalmente a un mayor
aporte de C02 liberado por las plantas comoresultado de la res­
piración y descomposición de sus raices, aporte que favorecería
la actividad fotosíntética del alga y por ende la fijación de
N2.

Sundara Rao et a1. (1963), en ensayos con plantas de arroz
en maceta, observaron que la inoculación algal aumental el rendi­
miento del cultivo posiblemente por la liberación de sustancias
promotoras del crecimiento.

De y Mandal (1956) estudiaron 1a fijación de N2 por análi­
sis gasométrico de 1a atmósfera del suelo. En los suelos cose­
chados,no fertilizados químicamente,la fijación algal variaba
de 13,8 a 44,4 kg de N/ha.

Las investigaciones de De (1939) fueron el punto de parti­
da de nuevas líneas de investigación. Los grupos de trabajo más
importantes son: Watanabe y colaboradores en Japón (1951-1975);
R.N. Singh (1961) y Venkataraman y colaboradores (1959-1977) en
1a India. Estos investigadores se abocaron en primer término a
realizar muestreos en extensas áreas arroceras, a fin de estu­
diar la flora y en especial las algas azules, cuya capacidad de



-35­

fijación se midió en condición de cultivo axénico siempre que
les fue posible, con el objeto de seleccionar "buenas fijado­
ras" a utilizar posteriormente comoabono.

Actualmente en Japón, Watanabe utiliza Totgpothnáx tenuió
aislada de arrozales de Borneo), su mejor fijadora (Watanabe 195h
1959a). Con dicha especie prepara cultivos masivos que luego in­
corpora a un sustrato inerte o grava, donde los deja crecer du­
rante un mes bajo iluminación. Después de secado al aire, este
material inoculado se guarda en bolsas de nylon, conservándolo
a temperatura ambiente hasta su envio a los arrozales. Alli
se agrega en la proporción de 130-650 kg de peso fresco/ha/ es­
tación que corresponde a 2-10 kg de peso seco de algas/ha/esta­
ción (Watanabe, 1959b). Las algas mantenidas en estas condicio­
nes conservan su viabilidad durante más de 2 años (Watanabe, 1959c
y 1966). Antes de la siembra se asegura que el pH del suelo sea
ligeramente alcalino (pH7,5).

Los resultados obtenidos al cabo de 4 años de inoculaciones
anuales con la misma proporción de algas (ensayos en 11 arroce­
ras), indicaron un aumento promedio del rendimiento del arroz,
aumento que fue de 2,7 2 el primer año; 8,4% el segundo y 19%-21,8%
el tercer y cuarto año respectivamente. Al Se año el incremento
del rendimiento bajó a un 10,6%, descenso no explicado por el
aubor. Los aumentos progresivos durante 4 años indicarian la
implantación de la flora que ya se manifiesta a partir del 2e
año, de alli la ventaja de reforzarla con agregados periódicos
de material algal. Según Watanabe (1962), de los resultados
obtenidos en estas 11 arroceras, en un solo caso se hizo eviden­
te que el tratamiento con algas proporcionó resultados casi
similares a los obtenidos con un agregado de 64 kg. de sulfato
de amonio/ha.
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Venkataraman en la India, con un criterio quizá más prác­
tico dado el bajo nivel económicode los agricultores de ese
pais, preconizó recientemente (1977a) una técnica muysencilla,
factible de ser llevada a cabo por el mismoagricultor teniendo
en cuenta las parcelas más bien pequeñas que se cultivan. El
Instituto de Investigaciones Agricolas de la India (IARI) utili­
za una mezcla de algas fijadoras (Aulouha, Tolypothlu'x,chtonema,
Nauoc, Anabaena,PLeotonema,etc.), que entrega a pedido a los agri­
cultores, a quienes imparte normaspara obtener biofertilizantes
en su propio campo.

La unidad operativa es una pileta construida en un extremo
de 1a parcela y bien iluminada, de aproximadamente 2x1x0,22m de
profundidad, hecha de mampostería o de chapa o en última instan­
cia revestida de polietileno para retener el agua. Luegose
agregan 8-10 kg de tierra, se llena con agua y se deja decantar.
Se adiciona 200 g de fosfato de sodio o de potasio y 2 g de molibdato
de sodio. Se esparce el inóculo que es suministrado por el IARl
en bolsitas de 400 g con una mezcla de las especies antes menc1o­
nadas, cuyo costo es de 40 céntimos de dólar aproximadamente. E1
pH adecuado es de 7 - 7,5; si llegara a ser ácido, antes de co­
menzar se hace un encalado a fin de elevarlo. Se riega diariamen­
te en 1a cantidad necesaria comopara mantener el nivel adecuado.

Cuandoel crecimiento algal es abundante en la superficie
de la pileta (al cabo de unos 7 dias), se suspende el riego y
se deja secar al aire y sol. Luego se recoge el material seco
y se guarda en bolsas. Con un puñado se hace una nueva siembra
en la pileta y se repite la operación. En estas piletas, cada
cosecha rinde 1,5 - 2 kg de algas. La siembra de la parcela
se hace en la relación de 8-10 kg de aügas secas/ha, una sema­
na después de haber inundado la parcela con las plantitas ya
transplantadas. '

Las resiembras en las piletas de cultivo pueden repetirse
3 a 4 veces. Cuando el suelo se agota se cambia la tierra y
se procede comoanteriormente, inoculando con las propias algas
(el inóculo sólo se cómpra una vez).

El material algal en estado seco puede ser almacenado por
largo tiempo (unos 2 años)sin perder su viabilidad (Venkataraman,
1961 b; 1966).

De acuerdo a Venkataraman, cuando no se utilizan fertili­
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zantes químicos nitrogenados, el agregado de algas equivale a
usar 20-30 kg de N/ha/cosecha. En el caso de agregar dichos fer
tilizantes comerciales, se puede reemplazar un 30 %de los mismos
por inoculación algal, lo que representa una economia. La apli­
cación de algas por 3-4 estaciones sucesivas por lo menos, asegu­
ra un alto rendimiento de 1a cosecha y reduce la cantidad de fer­
tilizantes a incorporar en la estación siguiente, no requiriéndose
inoculaciones algales ulteriores (Agarwal, 1979).

Las medidas de control fitosanitarias adecuadas, asi como
otras prácticas de manipuleo de rutina, no interfieren con la
actividad de las algas (Venkataraman, 1977 a).

Trabajos similares se están realizando actualmente en Egip­
to, Marruecos, Senegal, etc., con resultados en general concordan­
tes con los obtenidos por el Indian Agricultural Research Institute
(IARI) de Nueva Delhi (Agarwal, 1979). En Filipinas, el Instituto
de Investigaciones del Arroz informó que 1a fijación de nitrógeno
determinada "in situ" con N15en arrozales algalizados,vurió de
40-- 80 kg de N/ha/año. Con 1a misma técnica se demostró que el
nitrógeno fijado y liberado por las algas azules es efectivamente
tomado por las plantas de arroz (Venkataraman, 1977 a). En expe­
riencias a campo se ha comprobadoque la fijación por algas azu­
les es 2 - 6 veces mayor (estación húmeda y seca respectivamente)
que la correspondiente a las simbiosis asociativas con las plantas
de arroz (I. Watanabe, 1978).

Con respecto al agregado de algas a otros cultivos, 1a
información es escasa y se refiere tan solo a ensayos en maceta.
Hay trabajos sobre lechuga (aumento de peso); ají (mayor produc­
ción de frutos); tomate (aumento en el contenido de vitamina O;
plántulas de cebada (mayor cantidad de N en la plántula) y agre­
gado de floraciones a cultivos de caña de azúcar (mayor creci­
miento y rendimiento) (Singh, 1961; Dadhich et aL, 1969 y ver
Venkataraman, 1966).
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El estudio, selección y manejo agrícola de diversas espe­
cies de cianofíceas ha permitido ya en varios países utilizarlas
para aumentar la productividad de cultivos comoel del arroz. Es
de esperar que en un futuro próximo, a medida que avance 1a expe­
rimentación, se extienda su uso a otros cultivos de importancia
agrícola (Halperin et al., 1981).
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MATERIAL Y METODOS

1- Material

1.1 Muestras: Provienen de arrozales de Argentina (Entre
Ríos, Concepción del Uruguay) y fueron recolectadas en diciem­
bre de 1966 por Delia R. de Halperin y Rosa Dieguez (137 mues­
tras recogidas en 12 arroceras). A partir de 9 de estas muestras
se obtuvieron las cepas utilizadas en el presente trabajo, cuyos
datos de recolección son los siguientes:

Muestra Né 13: San Justo, 19-XII-66. Variedad de arroz
sembrada: H 14. Forma de riego: aguachaarroyo. Muestra tomada en
el fondo de un surco con agua; pH del barro: 6,4. Productor: Bell
y Pérez.

Muestras N920 y 23: Villa Madero, 19-XII-66. Variedades
de arroz sembradas: H 7 y H 14. Forma de riego: agua de pozo. pH:
6,7-7,0. Productor: Cohan (Arrocera"La Esperanza").

Muestras N9 S841 60: Pasando Villa Elisa, camino a Vi­
llaguay, 20-XII-66. Forma de riego: agua de pozo. Ambas se toma­
ron de barro entre plantas. N2 58, pH 6,4-6,7 y N9 60, pH 6,7.
Productor: Putallaz.

Muestra N9 79: Pasando Villa Elisa, camino a Villaguay,
20-XII-66. Variedad de arroz sembrada: Gualeyán. Forma de riego:
agua de pozo. Barro entre plantas, pH 6,7.

Muestra N9 90: Sobre arroWJSan Miguel, ZO-XII-óó. Varie­
dad de arroz sembrada: Gualeyán. Riego con agua de arroyo. Barro
del fondo de una canaleta, pH 6,7. Productor: Luis Fabre.
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Muestra N9 114: Camino a San Antonio, 20-XII-66. Varie­
dades de arroz sembradas: Itapé y Gualeyán (29 año de arroz).
Riego con agua de pozo. Barro entre plantas, pH 6,7. Productor:
Araldo Bran de Villa Elisa.

Muestra N9 115: Estación Experimental Agropecuaria,
Concepción del Uruguay (INTA), 21-XII-66. Riego con agua de pozo.
Barro entre plantas, pH 6,4 - 6,7.

1.2 93235: Se utilizaron las siguientes cepas en condición
de cultivo unialgal aisladas en un medio carente de N combinado
(Watanabe, 19593 algo modificado; Halperin et a1., 1973) e iden­
tificadas por Delia R. de Halperin, correspnflientes a las fami­
lias Noatocaceae y chtonamataceae;

Absincaceae

Nouoc muconum Ag. (N9 23(7))

Noatac muóconum Ag. ÜVQ60 a)

Nostoc musconum Ag. (N9 115)

Nostoc punctiáonme (Kütz.)Hariot (N9 90)

Scyanmnuxaceae

Scytonema hqhannL Ag. (N9 13 a)

Scytonema hoámann¿ Ag. (N9 58)

Toiypothluix tenuxló (Kütz.) J. Schimdt em. (N9 20)
TaigpothJu'x¿anuló (Kütz.) J. Schimdt em. (N9 79 b)
Tatgpozhu'xzum" (Kütz.) J. Schimdt em. (N9 114 b)

Se mantienen en el medio de Watanabe (1959 a) algo modifi­
cado (Halperin et a1., 1973), en frascos de 250 m1, a 1a tempera­
tura del laboratorio y expuestos a 1a luz de tubos fluorescentes de 40W

(7) Las cepas se identificaron con el N9 de muestra de la cual
provienen. Cuando a partir de una misma muestra se obtUV1eron
más de una cepa cada una de ellas se designó con una letra _
(a, b, c, etc.) a continuación del N9de muestra correspondiente.
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1.3 Medios de cultivo:

1- Medio de Allen y Stanier (1968) algo modificado, con

la siguiente composición: P04HK2:0,039 g; SO4 Mg.7H20: 0,075 g;
COSNa2.10H20: 0,020 g; CIZCa.ZH20: 0,027 g; SiOsNaZ: 0,058 g;
EDTANa 10 mM:0,03 ml; ácido cítrico: 0,06 g; tartrato férrico

(C13Fe: 5g + ácido tartárico: 5 g en 1000 ml de HZOdestilada):
2 6 3 gotas; solución A6 (BOSHS: 2,86 g; C12 Mn.4H20: 1,81 g;
SO4Zn,7H20: 0,222 g; Na2M004.2H20: 0,391 g; 804Cu.5H20: 0,079 g;
C12C0.6H20: 0,0415 g; en 1000 m1. de HZOdestilada): 1 ml; se
lleva a 1000 ml con HZOdestilada. pH final: 6,60. Esterilizar
en autoclave 15 minutos a 120’C.

2- Egiptona-sojaragarizado: Se utilizó el producto comer­
cial ÜOxoid”,cuya composición por litro es: Triptona (Oxoid L42)
15 g; peptona de soja (Oxoid L 44) Sg; ClNa 5 g; Agar N9 3 (Oxoid
L 13) 15 g; pH 7,3 (aproximadamente). Suspender 40 g en 1 litro
de HZOdestilada, llevar a ebullición hasta disolución completa
y esterilizar en autoclave 15 minutos a 120° C.

3- Triptona-soja agarizado con tapón de vaselina-parafina:
Medio para el crecimiento de organismos anaerobios. En cada tubo
de ensayo con el medio indicado estéril y después de la inocula­
ción se colocó un tapón de 1 cm de espesor aproximadamente de va­
selina-parafina en partes iguales, también estéril. La mezcla de
vaselina-parafina se esterilizó en auooclave durante 1 hora a
120 2C.

4- Extracto degmalta agarizado: Se utilizó el producto
comercial "Bacto-Difco” con la siguiente composición por litro:
maltosa técnica: 12,75 g; dextrina Difco; 2,75 g; glicerol:
2,35 g; Bacto-peptona: 0,78 g y Bacto-agar: 15 g. Suspender 33,6gen
1000ml de aguadestilada fría,11evar a ebullición hasta disolución to­
tal y esterilizar en autoclave 15 minutos a 120 °C. pH final: 4,6
a 25 °C.

1.4- Luz ultravioleta: Se utilizó una lámpara germicida______________1_
modelo F6 8132-A, de 2537 A General Electric (USA),colocada
dentro de una cámara de madera de 1x0,25x0,40 m, con una estan­
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te graduable y una puerta anterior. En este caso el estante
se fijó a 20 cm de la fuente luminosa.
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2- Métodos

2.1- Obtención de cultivos axénicos

a) Irradiación con luz ultravioleta(U.V.):Se irradiaron
las cepas unialgales con U.V. durante distintos intervalos (20,
40, 60, 75 y 90 minutos) siguiendo la técnica utilizada por
Halperin et al. (1973), técnica muchomás sencilla que la utili­
zada por otros autores, ya que no requiere el empleo de vidrie­
ría de cuarzo ni rotación de los cultivos durante 1a irradiación.

Antes de iniciar cada ensayo,se esterilizó la cámara de
irradiación ¿entendiendo la lámpara germicida durante unos 30
minutos aproximadamente.

Para la obtención del material a irradiar, una pequeña
cantidad de cada uno de los cultivos a purificar se transfirió
a una caja de Petri estéril, y mediante ansas se lo fraccionó
en porciones de 1mm2de superficie aproximadamente. Por cada
cepa y cada uno de los tiempos de irradiación a ensayar, varias
de dichas fracciones se pasaron a un porta objeto excavado, pre­
viamente esterilizado por inmersión en alcohol y flameado, colo­
cado dentro de una caja de Petri estéril, y en el cual se habían
vertido Z a 3 gotas del medio nutritivo N9 1.

Las cajas se expusieron destapadas a la luz ultravioleta,
a una distancia de 20 cm aproximadamente de la fuente luminosa.
De acuerdo con el plan trazado respecto a los tiempos de expo­
sición, se fueron retirando de la cámara tapándolas previamente
y sin apagar 1a luz.

Dado el tamaño de la gota en la que quedan suspendidos
los filamentos o los agregados celulares, puede considerarse
que 1a acción de la luz ultravioleta alcanza a la mayor parte
del material, con el cual se hicieron 8 subcultivos(8)en tu­

(8)-Escogimos este número (8),- que es completamente arbitrario­
por ser practicable en nuestras condiciones de trabajo. Debete­
nerse«n1cuenta que cuanto mayor sea el número de subcultivos,
tanto mayor será la posiüJidad de separar un cepo de material li
bre de contaminantes. Gerloff et a1. (1950) aconsejan preparar
numerosos subcultivos, sin indicación de número.
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bos de ensayo con el medio de Allen y Stanier (N9 1) exponién­
dolos a la luz indirecta de tubos fluorescentes de 40 Wa la
temperatura del laboratorio. Las irradiaciones Se realizaronpor duplicado.

La técnica seguida resultó también muycaveniente para la
obtenc1ón de los subcultivos, ya que al tener todo el material
1rrad1ado concentrado en un pequeño volumen, se simplifica sumanejo.

b) Controles de pureza: A fin de verificar la pureza de
los cultivos viables después de la irradiación se utilizaron
los siguientes medios: triptona soja agarizado, el mismocon
tapón de vaselina-parafina y extracto de malta agarizado.

Los controles de pureza se realizaron en tubos de ensayo,
con los testigos correspondientes. Las lecturas se realizaron
a las 24-48 horas, prolongándolas hasta los 30-45 dias, a fin
de detectar aquellos contaminanteS‘ de crecimiento más lento.

2.2- Determinación del 3 de N, contenido proteico y N fi­
1142­

Cada una de las cepas, tanto las originales no irradiadas
comolas irradiadas axénicas, se sembraron en 3 frascos Pyrex
de 250 ml cada uno, con 70 m1 de medio N9 1. Se expusieron duran­
te 60 Ï 1 diasalaluz de tubos fluorescentes de 40 W, a 1a tem­

Una alícuota de los inóculos sembra­peratura del laboratorio.
constan­dos en cada frasco se llevó a estufa (110°C) hasta peso

te (24-26 hs) a fin de determinar su peso seco. Al cabo del lap­
so indicado (2 meses aproximadamente) y para cada cepa, se se­

paró por centrifugación la masa algal del medio de cultivo: se
determinó el peso seco de dicha masa y el volumen y pH del medio
de cultivo.

E1 amino nitrógeno se determinó por el método del micro­
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Kjeldahl y colorímetría. Se obtuvo así el porcentaje de nitrógeno
de la masa algal, su contenido proteico (S N x 6,25) y se calculó
además el nitrógeno fijado en 60 dias por cada cepa, expresándolo
en mg N/100 m1 de medio de cultivo. Estas determinaciones se hicie­
ron por cuadruplicado.

Se indica a continuación los detalles del método seguido: 1a
técnica de determinación de nitrógeno por micro-Kjeldahl y colori­
metría corresponde a la descripta por Lang (1958) y Jones (1960), con
algunas modificaciones comunicadas verbalmente por el Lic. Jorge
Duville (CIBIMA;INTI), y otras elaboradas en nuestro laboratorio.

El método consiste en: digestión ácida de 1a muestra (des­
composición de la materia orgánica nitrogenada en agua, anhídrido
carbónico y amoniaco), nesslerización y medición del color resul­
tante. Con este método se puede detectar de 1 a más de 1,000 X
de nitrógeno.

Reactivos: las drogas usadas son analíticas, y el agua des­
íonizada y destilada por destilador de vidrio con agregado de
permanganato de potasio.

1- Mezcla para digestión: las siguientes drogas se combinan
en el orden dado:

sulfato de potasio - - - - - - - - - - - - - - - --40 g
selenio metálico - - - - - - - - - - - - - - - - - --0,3 g

HZO destilada - —- - - - - - - - - - - - - - - - - - --hasta 250 m1
ácido sulfúríCO concentrado - - - - - - --250 ml
sulfato de cobre 1 M- - - - - - - - - - - - - -- 20 m1

El selenio metálico se disuelve previamente en un balón
Kjeldahl a temperatura media (100-150°C) durante 30 minutos en
20 a 30 m1 de ácido sulfúrico concentrado.

2- Reactivo de Nessler: 7 g de ioduro mercúrico y 5 g de
ioduro de potasio se disuelven en agua; luego se completa con
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agua hasta 500 m1, dejando esta Solución en heladera y oscuridad
durante 12 horas. Se separa con papel de filtro comúnel exceso
de ioduro mercúrico. A1 filtrado se le agrega 160m1de una solu­
ción acuoso al 1% (peso en volumen) de goma arábiga (9). Se com
pleta con agua hasta 1.500 m1. La solución debe protegerse de
la luz. Inmediatamente antes de usar, una alícuota de esta solu­
ción se diluye con igual volumen de hidróxido de sodio ZN.

3- Soluciones standard de:

a) Sulfato de amonio: 19,65 g de sulfato de amonio anhi­
dro, previamente secado en desecadow, se disuelven y llevan a
250 m1 en una solución de ácido sulfúrico.0,2 N. Para preparar
los standard se hacen diluciones que contendrán cantidades cono­
cidas de sulfato de amonio.

b) Lisina: 652 mg se disuelven en 100 m1 de agua.

Eguipo

A, Aparato para digestión: comoelemento calefactor se
usa un sistema de resistencias en serie que mantienen un baño
de arena a 320°C. Las muestras colocadas en tubos de ensayo co­
munes (15 x 150 mm) se introducen hasta una profundidad de 2,5
cm en la arena. Esto permite que cada tubo actúe simultáneamen­
te como condensador,dando una adecuada área de reflujo. El apa­
rato úsado permite el procesamiento simultáneo de numerosas mueg
tras.

B. Fotocolorímetro: se usó el modelo "Spectronic 20"
de Bausch y Lomb.

Procedimiento: en cada tubo de ensayo se colocan 15 mg de

(9)- Cumple1a función de estabilizar el complejo coloreado que
se forma en la reacción de Nessler (Jones, 1960).
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muestra y 1 ml de mezcla para digestión. Estos tubos, junto con
otros que contienen soluciones standard, se colocan en el baño
de arena hasta que la temperatura alcanza 320 °C, y se los man­
tiene a esta temperatura por 1 h 30 mín a 2 h. Para los standard
son suficientes 30 min. Luego se retiran los tubos y’selos de­
ja enfriar a temperatura ambiente. Cada tubo se diluye en la for­
ma necesaria para hacer las lecturas en el fotocolorímetro. Se
toma una alícuota de 3 ml de esta solución y se mezcla con 4 ml de
solución de Nessler, se deja en reposo por 10 minutos en oscuridad
y luego se lee la densidad óptica a 420 mp en el fotocolorímetro.

A partir de la curva de calibración hecha con los standard
de sulfato de amonio se calcula el contenido de nitrógeno de las
muestras.

Todas las determinaciones se hacen por cuadruplicado.
2.3 Tratamiento estadístico de los datos obtenidos
A- Selección de cepas

Para seleccionar cepas con mayor contenido proteico y me­
jores fijadoras de N2, tanto irradiadas con.U.V. (axénicas) co­
mo no irradiadasfieaplicó el método de comparaciones simultáneas
de Tuckey que permite comparar las cepas de a pares}

B- Influencia del tratamiento de luz U.V.

Para estudiar si el tratamiento con'U.V. así comoel tiem­
po de irradiación afectan el contenido proteico y la capacidad
de fijar N2 de las cepas consideradas se analizó primero si ha­
bía interacción entre cepa y tiempo de irradiación. Comoésta
no resultó significativa tanto para contenido proteico comopara
N fijado (F 6,22= 0,55 y F 6,22= 0,56 respectivamente) se propu­
so un modelo aditivo de dos factores ( cepa y tiempo) consideran­
do que las curvas de contenido proteico y N fijado en función
del tiempo de irradiación, para las distintas cepas, son paralelas.
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_ Solo se analizaron las cepas con mayor número de datos:
Nabtoc punct¿6onme (N9 90); Neótoc muAconum(Ne 115) y To¿ypothn¿x tenuió

(N9114tfl,aisu condición original y las irradiadas axénícas co­
rrespondientes.

C- Correlación entre: a) aumento de peso seco de 1a masa
algal y N fijado a los 60 días de cultivo y B) viabili­
dad y axenídad después del tratamiento conlluz U. V.

a) Se determinaron los coeficientes de correlación para
las cepas axénicas de: i) Nostacaceae, ii) chtonemataceacy iii)
Nouocaceae y chtonemaceae. Se obtuvo 1a recta y = ax+b por el
método de cuadrados mínimos y se calcularon los intervalos con
un 95 S de confianza.

b) Se calcularon los coeficientes de correlación entre
el número de subcultivos viables y el número de subchltívos
axénícos en los distintos tiempos de irradiación. Se obtuvo
1a recta y = ax+b por el método de cuadrados mínimos v se deter
minaron los intervalos con un 95 t de confianza. _

Los puntos A y'B fueron realizados por personal dd.Labora­
torio de Estadistica de la Facultad de Ciencias Exactas y Natu­
rales (U.B.A.).
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RESULTADOS X CONCLUSIONÉÉ

En los cuadros N9 1-4 se consignan los resultados obtenidos
para No¿toc muAconum(N9 23, 60a )r 115) ; Noótoc punctááonme(N9 90);

Scytonema hoámami(N‘-’ 13a y 58) y Totgpoxtlvulxtema} (N9 20, 79b y 114b),
con respecto a los siguientes parámetros: tiempos de irradiación
y subcultivos axénicos; peso seco de la masa algal inicial, fi­
nal e incremento (A ) del mismo a los 60 días; volumen y pH final
del medio de cultivo; porcentaje de nitrógeno promedio de 1a masa
alga1;contenido proteico promedio y nitrógeno fijado a los 60 días
de cultivo.

En los puntos 1-8 que se dan a continuación, se analizan los
resultados obtenidos.



CUADRON91:Nuxoc¡nuca/Lam

cepaN9.-—2-3fi,——60afi.11s Tianposdeirra­ diación(min)r-0-1r—-90ñ¡-011-7Sñ[-0-1¡——40á Subc.axénicoN937 PesoInicial4,26,63,6ZT,314,7156,33,92,70,95,43,93,7-8,73,3

5,7

secoFinal149,634,535,3193,3141,3200.2125.7120,4

97,593,633,397,3156,4121,933,4110

-50­

(mg)AenóOd145,477,981,7177,5126,6185,2119,4116,594,892,777,993,4152,7113,280,1104,3 Vol.finaldel mediodecultivo160156168128164148150

14216616617o16416o147163164

(m1) pHfinaldelme­diodecultivo8,108,607,508,008,557,706,908,957,107,007,307,608,208,357,057,30 ‘lNdelamasaalgal5,674,764,315,44,784,664,132,464,71-3,684,803,523,752,823,163,92 Contenidopm­ teico(5)35,4429,7526,9433,7529,8729,1225,8115,3729,4423302223,441819,7524,5 Nfijado(mgN/100mldemedioenóOd)3,921,761,674,562,374,102,341,362,121,621,771,562,721,511,201,94



CUADRON92:NaatocpunctifiaILmng90)

Tiemposdeirra­ diación(min)0 -20 Subc.axénicoN93S67813458S234S PesoInicial19,52114,715,34,26,915,624,314,41,514,13,316,53,73,95,4 secoFinal131,1132,3120,4113,4120,3129,397,11135,7113,293,191,191,3120,333,286,994 (mg)Acn60d161,6111,3105,1103,1116,1122,931,5111,493,396,67733,5104,379,53333,6 Vol.finaldel mediodecultivo(m1)166166162164152132166156150158144144164158154160

.5]­

pHfinaldelmediodecultivo7,508,503,508,306,659,057,658,208,307,058,406,557,908,107,107,10 1Ndelamasaalga15,594,334,554,635,393,143,143,752,773,023,402,914,022,311,524,32 Contenidoproteico_ _
(5)34,9430,1928,4428,9433,6919,6219,6223,4417,3118,9121,2518,1925,1217,5611,3¡27 Nfijado(mg14/100mldemedioenóod4,302,552,232,272,971,331,211,991,291,331,251,221,991,060,711,31
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CUADRONg 3: Scytongma hoámanni

Cepa N9 r-1Sa---ñ r——-—53-———fi

Tiempos de
irradiación (min) 0

Subc. axénico N9

Peso Inicial 33

Seco Final 139,5

(mg) 'A en 60_d 156,5

Vol. final del
medio de cultivo (m1) 182

pH final del medio
de cultivo 7,70

% N de 1a ma­

sa algal 5,18

Contenido proteico
(%) 32,37

N fijado (mgN/100
m1 de medio en 60 d) 3,85

75 0 90

3,7 31,5 21

140,1 246,3 153,7

131,4 214,3 137,7

166 165 159



CUADRON94:Tolypathzulx«tenuu

CepaNe ¡——20——179h,114b Tiemposdeirra­ diación(min)075900060¡75fi.90 Subc.axénícoNg2161672567 PesoInicial31,232,73,614,727,65,411,711,4156,910,35,15,1 secoFinal-196,1220,9144,5200,5134,3133,3161,3121,3141127,3120,4142,1161,6

-53­

(mg)Aen60d164,9188,2140,9185,8157,2128,4149,6109,9126120,9109,6137156,5 Vol.finaldel mediodecultivo173163176178176168156156170145166162156(N) pHfinaldelmedio9,058,609,409,058,859,309,307,509,008,949,058,608,50decultivo 1Ndelamasaa1ga14,685,125,236,395,514,354,792,394,654,654,643,334,34 Contenidoproteico
(1)29,253232,6943,0634,4427,1929,9418,0629,0629,062923,9427,12 Nf'jado(mg'N/wo­ mldemedíoenóOcD3,664,533,506,094,122,653,41_1,512,732,672,412,493,22
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1- OBTENCION 2g CEPAS AXENICAS Egg IRRADIACION CON LUZ ULTRAVIOLETAT
fU.V.! DE 2537 A

Una etapa fundamental en la selección de cianoficeas fijado­
ras de nitrógeno molecular es la obtención de cultivos axénicos,
ya que sólo con cultivos bacteriológicamente puros se puede asegu­
rar fehacientemente la capacidad de fijación de las cepas en estu­
dio.

Las algas azules son particularmente difíciles de purificar
debido al mucílago segregado por las células, el cual no sólo re­
presenta un sustrato adecuado para el crecimiento de muchas bac­
terias y otros contaminantes (Taha y El Refai, 1963), sino que
ademáslos protege de la acción de los diversos agentes físicos
o quimicos utilizados en los distintos métodos de purificación
(Tchan y Gould), 1961). Estos han sido revisados por Halperin
et al. en 1973 y por Roger y Renauld en 1977. Los primeros auto­
res indican los resultados obtenidos con agua de cloro, antibió­
ticos y luz ultraVioleta en cepas pertenecientes a las familias
Noatocaceae y Scytonemataceae, obteniendo cepas axénicas sólo
por irradiación con U.V.

En trabajos posteriores realizados en nuestro laboratorio,
corroboramos que la irradiación con U.V. es el método más rápido
y con mayores probabilidades de éxito para lograr cultivos axéni­
cos de algas azules.

En base a estos antecedentes se usó la misma metodología
en el presente trabajo. El estudio estadístico de los datos ob­
tenidos permitió evaluar este tratamiento con respecto a la ca­
pacidad de fijación y al contenido proteico (puntos 8 y 6 respec­
tivamente de Resultados y Conclusiones).

El efecto perjucicial de la radiación ultravioleta parece­
ría deberse principalmente a su acción sobre el ácido desoxi­
ríbonucleico (DNA). El daño más dramático, por supuesto, es la
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muerte de la célula. Otros efectos incluyen mutagénesis, carci­
nogénesis, interferencia en 1a síntesis de DNA,ácido ribonuclei­
co (RNA)y proteínas, retraso de 1a división celular y cambios en
la permeabilidad y movilidad (Smith, 1977).

En las bacterias, las diferentes-cepas muestran grandes va­
riaciones en su sensibilidad a la radiación U.V., la cual depen­
de de su capacidad de reparar el daño fotoquímico a su DNA(Smith,
l.c.).

Con respecto a las algas azules, Singh en 1978 estudió en
Anabaena uaniabilió la inactivación por luz U.V. (254 nm) y la
reparación del daño causado. Observó que 1a irradiación produjo
una disminución en el porcentaje de supervivencia, indicando
que las razones de letalidad son las mismas que se han informa­
do para bacterias: formación de dímeros de pirímidtmmprincipal­
mente de 1a timina. Dado que el porcentaje de muerte aumenta
con 1a dosis de_U.V. aplicada, dicho autor concluyó que la di­
merización en esta especie es dosis dependiente. Sus observa­
ciones revelan que el daño producido por U.V. puede ser reverti­
do considerablemente si el alga irradiada se expone a un tratamien­
to posterior con luz visible, lo que indica que el mecanismode
reparación es similar a1 de otros microorganismos. Ademásde la
fotorzeattivación, consideró que otro mecanismopara eliminar
dímeros de pirímidina en esta mismaespecíe,sería la reparación
en oscuridad (escisión), ya observada en bacterias.

Singh (l.c.), considera que 1a variación en 1a sensibilidad
(en diferentes fases del crecimiento de una misma cepa o en cepas
de una misma especie o en distintas especies del mismogénero,etc)
depende de la capacidad para reparar dímeros de pirímidina y/o to­
lerar dímeros no reparados.

Haynes (1964 , según Singh, l.c.) considera que 1a sensibi­
lidad de los organismos depende fundamentalmente de la composición
química de su DNA,en particular de la relación de sus bases. Así,
un organismo con un DNArico en adenina y timina (A-T) es más sen­
sible al U.V.
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En el cuadro N9 5 se consigna el número de subcultivos via­
bles, sobre 16 realizados para cada cepa y tiempo de irradiación.
Este cuadro muestra que la viabilidad fue muypoco afectada por la
irradiación con U.V., ya que de 720 subcultivos irradiados 540 cre­
cieron (75%), siendo mayor en las Scytonemataceaeque en'las Nos/tocath
(367 y 173 subcultivos viables respectivamente).

De acuerdo a estos resultados podemosconcluir que las cepas
de algas azules estudiadas son muyresistentes a la luz U.V.,carac­
terística ya observada por diferentes autores (Newtonet a1., 1979).
Esta resistencia podría deberse en parte a la fotorreactivación dado
que los cultivos fueron expuestos a la luz visible continua inmedia­
tamente después del tratamiento. Singh (1978) observó una buena re­
activación en Anabaenauauabiw luego de 24 h de exposición a la luz
visible. Tambiénse sabe que las cianofíceas son resistentes a con­
diciones extremas (temperatura, alta salinidad y largos períodos de
sequía) debido a sus caracteristicas morfológicas comoser vainas
gruesas, gran producción de mucilago, estructuras de resistencia
-(acinetas, que ocasionalmente pueden ser viables hasta más de 100
años) alta viscosidad del gel protoplasmático, propagación asexual,
etc.

En cuanto al crecimiento algal (número_desubcultivos viables)
puede verse que varia en las diferentes cepas. Esto podría resultar
no sólo de una mayor cinenor resistencia al U.V. de las cepas estu­
diadas, sino también al hecho de que al irradiar una población, es
factible que algunas células circunstancialmente más protegidas
por el mucílago o por otras capas celulares, no resulten afectadas
y crezcan posteriormente. Dentro de una misma cepa, el número de
subcultivos viables varía no sólo por los distintos tiempos de irra­
dicación empleados sino también por la razón antedicha.

En el cuadro N9 6 se observa que de los 720 cultivos irradia­
dos sólo 40 resultaron axénicos (5,55 3) con respecto a los contro­
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CUADRON9 5: Número de subcultivos viables en los

distintos tiempos de irradiación

Cepas

NOSTOCACEAE

N0¿toc muóconum
(N9 23)

No¿toc muóconum
(N2 60a)

No¿tac muóconum
(N9 115)

Neótoc punctiáonme
(N290)

SCVTONEMATACEAE

Scytonema hoámanni
{N9 13a)

Scytonema hoámanni
(Ng 58)

Toiypothn¿x tenu¿¿
(N2 20)

Toiypothnix tcnuió
(N9 79b)

Toiypothnix tenuió
(N9 114b)

N9tota1/tiempo

Tiempo de irradiación (min)

20

16

16

14

10

16

134

40

16

15

115

60

16

99

75

96

90

96

N9 de N9 de
subc./ subc./
cepa familia

47

67

'173

36

23

76

77

73 367

72

69
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CUADRON9 6: Número de subcultívos axénicos en los

distintos tigypos de irradiación.

Iiempo de irradiación (min) N9 de N9 de
subc./ subc./Cepas

20 40 60 75 90 cepa famiia

NOSTOCACEAE

NoAtoc mu¿conum - - - - 2 2
(Ne 23)

NoAtoc muáconum — - - 1 - 1
m9 603)

Z8

No¿toc muóconum - 2 2 2 4 1o
(N911S)

No¿toc punctiáonñe 5 S - 1' 4 15
(Ng 90)

SCVTONEMATACEAE

Scytonema hoámanni - - - 1 - 1
(N9 13a)

Scytonema hoómanni - - - - 1 1
(N9 58)

Toigpothnix tenu¿¿ - - - 1 1 2 12
(N9 20)

Toiypothn¿x tenu¿¿ - - - - - ­
(N9 79b)

Tolgpothnix tenu¿ó - - 1 3 4
(N9 114b) 8

N9 total/tiempo 5 7 3 9 16
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les de pureza usados. De estos 40 subcultívos axénicos, 28 per­
tenecen a las Nostocaceae y 12 a las chtonemataceac. Es decir,
que corresponde el menor número de subcultívos axénícos a la fa­
milia Scytonemataceae, la cual presentaba el mayor número de sub­
cultívos viables. Esto podria deberse a que esta familia posee
representantes más resistentes a la luz. U.V. no sólo por poseer
mayor capacidad para reparar el daño fotoquimico a su DNAsino
también debido a caracteristicas estructurales, comoser vainas
más gruesas que disminuirian la dosis recibida. A1 mismo tiem­
po dichas vainas protegerían a las bacterias del efecto letal de
la irradiación, explicándose así el menor número de subcultívos
axénicos obtenidos. Otra posible explicación sería la presencia
en las Scytonemataccae de bacterias más resistentes a1 U.V. que
en las Noótbcaceae,pero es poco probable que se dé esta circuns­
tancia dado que todas las cepas provienen de hábitats similares.
Contodo no se puede descartar las posibles asociaciones parti­
culares entre una bacteria y un alga. En este caso la menor pro­
babilidad de obtener una cepa axénica podría deberse a una mayor
resistencia de la bacteria a la irradiación.

_ El número de subcultívos axénicos (x) con respecto a1 de
viables (y) obtenidos en cada tiempo de irradiación (Cuadros Ng
6 y,S respectivamente), dan comoresultado una correlación lineal
significativa con 2 p.<0,05 y un coeficiente de correlación
r= 0,47. Por el método de cuadradosmínimos se calculó la recta
y= ax+b con a= -1,43 f 0,82 y b- 13,27 t 9,35. Estos intervalos
se calcularon con un 95 t de confianza. De donde podemos concluir
que en las condiciones de nuestra experiencia, a mayor número de
subcultívos viables obtenidos menor es la probabilidad de lograr
subcultívos axénicos. Con tiempos de irradiación breves (20 y
40 min) se obtienen numerosos subcultívos viables (93,05 y 79,86%
respectivamente) pero el número de subcultívos axénicos es bajo
(3,5 y 4,86 %respectivamente, Cuadro N9 7).
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CUADRON9 7: Porcentajes de subcultivos axénicos y viables

TIEMPOS DE IRRA- 20 40 60 75 90
DIACION CON U.V.(Mhfl

%de subcultivos viables 93,05 79,86 68,75 66,66 66,66

N9 de subc. i­
rradiados en 3,5 4,86 2,08 6,25 11,11
cada tiempo

N9 de viables
en cada tiempo 3,7 6,08 3,03 9,37 16,66

idesubcultivosaxénicos

conrespectoal

total de
aménicos 12,5 17,5 7,5 22,5 40
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En cambio la irradiación de las cepas durante 90 minutos
fue 1a que dió mejores resultados: 11,11 t de cepas axénicas
sobre el total de irradiadas en este tiempo, con un porcentaje
de viabilidad de 66,66 %y un 40 t con respecto a1 total de sub­
cultivos axénicos obtenidos (Cuadro N9 7). Por lo tanto en las
condiciones de nuestra experiencia el tiempo más aconsejable para
asegurarnos 1a obtención de cepas axénicas es 90 minutos.

En general, la mayoría de los autores que emplearon este
agente físico no prolongaron su acción más de 20-30 minutos.
Taha y E1 Refai (1963) indicaron 60 minutos de irradiación como
tiempo máximo. Halperin et al. (1973),uti1izando también cepas
de No¿tocaceac)rScytonamataceae, obtuvieron un buen crecimiento
hasta 60 minutos y una cepa resistió 75,90, 105 y 120 minutos.
Mehta y Hawxby (1977) utilizaron hasta 120 minutos con buenos
resultados, no observando cambios morfológicos a1 microscopio
electrónico.

Estas diferencias indicarian que no pueden darse pautas
generales debido a que cada cepa es un caso particular y a que
los resultados de 1a irradiación dependen de la composición del
medio (Reddy, 1976), del estado delcultivo (edad, espesor de
1a vaina, cantidad de mucílago, etc), naturaleza y número de
contaminantes, así comode 1a duración de la irradiación.

Consideramos entonces que la luz ultravioleta es un método
de purificación rápido y con probabilidades de éxito,dado que de
9 cepas irradiadas de 8 se obtuvieron subcultivos en condición
axénica.
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2- MODIFICACIONES g! E_L pfl DEL MEDIO ¿a CULTIVO

E1 cuadro N2 8 consigna los valores de pH final del medio
de cultivo a los 60 días. Salvo en el caso de tres cepas pertene­
cientes a las No¿tocaceae: Nostoc muaeonum(115 40 min 6);No¿toc
punctiáonme (90 20 min 7) y Neótoc punctióame (90 75 min S)en
las cuales el pH del medio de cultivo a los 60 días se mantuvo
cerca del valor inicial (6,60, todas las cepas restantes (irra­
diadas y no irradiadas) experimentaron un aumento en este paráme­
tro. En algunos casos el pH llegó a valores superiores a 9, prin­
cipalmente en Scytonemataceae: Scytonema hoámannL (58 90 min 1):
9,26; Toiypothnix tenuió (20); 9,05; Totypothnix tenuió (20 90 min1z)
9,40; Taiypothnix tenuió (79b): 9,05; Tolypothüx tenuió (114bn75min1):
9,30 y Toiypothn¿x tenu¿ó (114b 90min S): 9,05.

En general en nuestras experiencias de laboratorio hemosob­
servado alcalinización del medio de cultivo en períodos y condicio­
nes semejantes. Dado que la información sobre los productos extra­
celulares de cianofíceas es fragmentaria y escasa (Hellebust, 1974),
más reducida aún es la referente a las variaciones del pH del medio
de cultivo, de donde no hemos encontrado en la literatura una expli­
cación del aumento de pH producido por estas algas.

Por otra parte, Singh (1974) estudiando el efecto del pH
sobre el crecimiento y la fijación de nitrógeno atmosférico de
una especie de Aphanothece, no observó cambios en el pH del medio
de cultivo durante los 30 dias que duró 1a experiencia.
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CUADRON9 8: pH figgl del medio de cultivo

Cepas Tiempos de Subcultivo pH
irradiación axánico N9 final

(min)
NOSTOCACEAE

0 - 8,10
Nobtoc 90 3 8,60
muóconumN‘YH 90 7 7,50
N. muACOILwn 0 - 8,00
(N’60a) 75 3 8,55

í 0 - 7,7040 6 6,90
40 8 8,95
60 2 7,10

N. mucoluun 60 4 7,00
(N9 115) 75 4 7,30

75 7 7,60
90 2 8,20
go 3 8,35
go 4 7,05

_ 90 7 7.30
f 0 - 7,50

20 3 8,50
zo -5 8,50
zo 6 8,30
zo 7 6,65
zo 8 9,05

N. punoüáonme 40 1 7’65
(N2 90) 4o 3 8,204o 4 8,30

40 5 7,05
4o 8 8,40
75 5 6,55
90 2 7,90
90 3 8,10
90 4 7,10

- 90 s 7,10
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CUADRONg 8: pfiifinal del medio de cultivo (continuación)

Cepas Tiempos de Subcultivo pH
irradiación axénico N9 final

(min)

SCYTONEMATACEAE

Scytonma - 7,70
h'oámdnru' (N913a) 75 2 7,30
S. hoómanm' 0 - 8,70
(N9 58) 90 1 9,26
Tblypothaix 0 - 9,05
tenuib (N320) 75 Z 8,60

90 1 9,40
T. anuló (N379H C 0 - 9,05

0 - 8,85
60 6 9,30
75 1 9,30

T.temuu 75 6 7,50
(N! 114b) 75 7 9,00

90 Z 8,94
90 S 9,05
90 6 8,60
90 7 8,50
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3- COMPROBACION DE LA CAPACIDAD DE FIJAR N2 DE LAS CEPAS ESTUDIA­
DAS.

Se comprobó la capacidad de fijar N2 de 8 cepas originales
pertenecientes a las familias Noatocaceae y Scytoncmataceae:
Noatoc muóconum (N9 23, 60a y 115), Noatoc punctifioAme(N°90),
Scytonema hofimannL (Ne 13a y 58) y Toiypothnix tenuiaCNQZO y
114b) debido a que cepas axénicas de las citadas especies fijan
nitrógeno molecular. La cepa Toiypothnix tenuia (N9 79b), pre­

suntivamente fíjadora de N2, no pudo obtenerse en condición bac­
teriológicamente pura.

El cuadro N9 9 muestra el rango de fijación de las cepas
axénicas estudiadas.

Las Scytonemataceae resultaron mejores fijadoras que las
Noatocaceae dado que el máximovalor de nitrógeno fijado en las
cepas axénicas corresponde al subcultivo Tolgpothnix tenuia
(20 75 min 2): 4,58 mg de N/100 m1 de medio de cultivo en 60
días y en segundo lugar cualquiera de las cepas siguientes:
TolypothALXtenuió (20 90 min 1) con un valor de 3,5; Toiypathnáx
tenuió (114b 75min 1) con 3,41 y Toiypothn¿x tenuió (114b 90 min 7)
con 3,22 mg de N/100 ml de medio de cultivo en 60 dias (Cuadro N94),
Tambiénen las cepas originales no irradiadas, los mayores valores
de fijación se dieron en las Scytonemaxaceae. El máximoobtenido
corresponde a la cepa Scytonema hofimanni (Ng 58) con 7,93 mg. N/100m1
de medio de cultivo en 60 días, (cuadro N93) y el segundo valor a
Toiypothnix tenuáa (N2 79b) con 6,09(Cuadro N9 4). Los resultados
del tratamiento estadístico se detallan en el punto 7 de Resultados
y Conclusiones.

Si bien las especies estudiadas ya han sido citadas comofija­
doras por diversos autores, no todas las experiencias fueron reali­
zadas en las mismas condiciones (duración, volumen de medio, inten­
sidad de luz, temperatura, etc.), de donde resulta muydifícil com­
parar nuestros valores con los de otros autores aún para las mismas
especies.
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CUADRON9 9: Cgpacidad de fijación de las cepas axénicas
estudiadas

N fijado en mg de N/100 m1 de
Cepas axénicas de: míaio de cultivo en 60 días.

NOSTOCACEAE:

Noótoc muóconum(N9 23) . . . . . . . . . . . . . . . . . ..1,67-1,76

No¿toc muócanum(N9603)..... . . . . . . . . . . . ..2,87

NOótocmuóconum(N9115)..................1,2-2,72

Neótoc punciLáonmeCN°90).... . . . . . . . . . . . ..0,71-2,97

SCVTONEMATACEAE

Scytonema hogmann¿(N?13a).. . . . . . . .......2,29

Scytonema haámanniCNe 58) . . . . . . . . . . . . . . ..2,73

Toiypothnix tenu¿ó(N9 20) . . . . ... . . . . . . . ..3,S-í¿á_n

Tolgpothnix tenu¿4(N9 114b) . . . . . . . . . . . . ..1,51-3,41
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Watanabe (1959a)¡ con una cepa de Toigpothnix tenuió ais­
lada de arrozales de Japón, obtuvo un valor de fijación de 5,2 mg
de N/100 m1 de medio de cultivo, semejante al obtenido en el pre­
sente trabajo con Toiypothn¿x tenuÁA (20 75 min 2): 4,58 mg de
N/100 m1 de medio. Ambas cepas pertenecen a 1a misma eSpecie,
han sido aisladas del mismotipo de hábitat (arrozales)5e utilizó
el mismo método de purificación (U.V.), el mismo método para 1a
determinación del N fijado (micro-Kjeldahl) e igual período de
fijación (2 meses) en un medio mineral sin N combinado.

Con Noatoc muóconum (N9 23, 60a y 115) obtuvimos valores
de 1,2 a 2,87 mg de N fijado/100m1 de medio en 60 días, mientras
que Allison et a1. (1937) y Taha y El Refai (1963) obtuvieron va­
lores de 10 mg de N/100 m1 de medio en 45 días y 1,30 mg de N/SOml
de medio en SOdías respectivamente. Estos autores usaron el mis­
mométodo de purificación (irradiación con U.V.) y la misma técnica
de determinación del N fijado (macro y micro Kjeldahl repectivamen_
te). La cepa utilizada por Allison et al. (l.c.) fue aislada del
suelo.

Burrís y colaboradores (1943) y Williams y Burris (1952)
detectaron fijación de nitrogéno por el método de marcación con
15N en otras cepas de No¿toc muóconum.

Nobtoc punctiáonme fue citada comoespecie fijadora de ni­
trógeno atmosférico por Drewes en 1928, quien consignó valores
de 2 y 2,98 mg de N/ZSOml de medio en 60 días, según el medio
de cultivo utilizado. Estos datos son semejantes a los obteni­
dos con los subcultivos axénicos de nuestra cepa: 0,71-2,97 mg
de N/100 ml de medio en 60 días. Drewes purificó su cepa aisla­
da de suelo con el método de pasajes sucesivos por agar-medio
mineral (Harder, 1917 según Drewes, 1928).

Watanabe y Kiyohara (1963) encontraron que cepas de NOóIOC

punctiáonme aisladas de distintos líquenes pueden fijar N2 tanto
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15My purificandoen estado libre comoen simbiosis, utilizando
los cultivos mediante el uso combinadode bactericidas y antibió­
ticos.

Laloraya y Mitra (según Watanabe, 1975a) obtuvieron para
otra cepa de NOAZOCpunctiáonme valores de fijación de 0,9 mg
N/100 m1 de medio en 35 días.

Camerony Fuller (1960) aislaron de biodermas provenientes
de suelos áridos y semiáridos de Arizona una cepa de Scytonema
hoámanni, que fue posteriormente purificada por repetidos pasa­
jes sobre placas de agar sin nitrógeno. Dichos autores fueron
los primeros en cítarla comoespecie fijadora de nitrógeno mo­
lecular. La capacidad de fijación de nuestras cepas axénicas
de chtonema hoámanni (Ng 13a y 58) fue de 2,29 y 2,73 mg de
N/100 m1 de medio de cultivo en 60 días respectivamente. En un
tiempo de cultivo menor (35 días) Laloraya y Mitra (según Wa­
tanabe, 1975a) obtuvieron valores de fijación de 0,7 mg deN/100m1
de medio de cultivo para 1a citada especie.
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4- CORRELACION ENTRE AUMENTO DE PESO SECO Y CAPACIDAD DE FIJACION

En los gráficos Ne 1-3 se consignan el incremento en el

peso seco de la masa algal y el monto de N2 fijado a los 60 días
de cultivo por las cepas axénicas de Noatac muáconum(N923, 60a
y 115); Neótoc punctifioAme (N9 90) y para las Scytonemataceae
obtenidas respectivamente.

Se encontró correlación lineal significativa entra las va­
riables x= incremento de peSo seco de 1a masa algal e y= monto

de N2 fijado, para las cepas axénicas de: i) No¿tocaceae, ii)
Scytonemataceae y iii) Neótocaceae y Scytonemataceae, 2p < 0,05
y coeficientes de correlación r= 0,69; r= 0,89 y r= 0,86 respec­
tivamente.

Por el método de cuadrados minimos se calculó la recta y=
ax+ b con a= 0,02 Í 0,003 y b= -0,20 Í 4,30 para las Neótocaceae;
a= 0,03 Ï 0,01 y b=-1,24 Ï 5,25 para las Scytonemataceae y a=
0,03 Í 0,005 y b= -1,22 Í 3,59 para Noótocaceae + Scytonemataceae.
Estos intervalos se determinaron con un 95 t de confianza.

Dadoque hemos establecido una correlación lineal signifi­
cativa entre las variables mencionadas, podemosconcluir que
cuanto mayor sea 1a capacidad de fijación, mayor será la produc­
tividad. Por lo tanto el monto de N fijado podria tomarse como
una medida de 1a productividad en las cepas axénicas de las dos
familias estudiadas.

No hemos encontrado en la literatura antecedentes de este
tipo de estudio.
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GRAFICON21:Aumentodepesosecode1amasaalgalyN2fijado,en60días

porlascepasaxénicasdeNeótocmuóconum(23,.60ay115), Noótocaceae.
*minutosdeirradiaciónconU.V.

**N9desubcultívo
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GRAFICON22:Aumentodepesosecode1amasaalgalyN2fijado,en60díaspor

cepasaxénicasdeNabtocpunctifionme(90),Nobtocaceae.'minutosdeirradiaciónconU.V.

"NQdesubcultivo
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GRAFICON93:Aumentodepesosecode1amasaalgalyN2fijado,en60díasporlas

cepasaxénicasdeScytonemahoámanni(13ay58)yTozgpothnixtenuió
(20y114b),chtonemataceae.'minutdsdeirradiaciónconU.V.

"N9desubcultívo.
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5- SELECCION DE CEPAS CON MAYOR CONTENIDO PROTEICO

El incremento constante de 1a población mundial y la insu­
ficiente disponibilidad de una adecuada provisión de alimentos,
principalmente proteicos, ha planteado la urgente necesidad de
buscar otras fuentes de proteínas, que junto a un elevado valor
biológico y fácil manejo de obtención, puedan ser producidas a
bajo costo comopara ser accesibles a la gran masa de 1a población

En la búsqueda de nuevas fuentes de proteínas, les correspon­
de a las algas un lugar destacado. Desde la antiguedad y principab
mente en los países orientales, diversas especies marinas se han
utilizado en la alimentación humana. Japón marcha a 1a cabeza de
los paises consumidores de algas, las cuales llegan a representar
hasta un 25 i de 1a dieta diaria.

Dentro de las cianoficeas utilizadas en la alimentación se
conoce una única especie marina: BhachytnLchLa quagi que abunda
en Taiwan (Formosa). Con respecto a las de aguas continentales
podemos citar varias especies del género Nobtoc (N04toc cammune,
Nabtoc uennuco¿um, Noatoc eduie, Noatoc cil¿p¿0Aponum, Nobtoc

'Aphaenicum y Nobtoc pnuniáanme), SanuZLna maxima, Aphanothece
Atagnina, PhondeLum tenue y Chnoococcuó tungiduó (Halperin, 1971).
Sólo de algunas de ellas,se dispone del valor del contenido pro­
teico.

El "cushuro" nombre indígena que agrupa varias especies de
algas azules (Nostoc commune, Noatoc ¿phaenicum y Nostac planiáonme)
y utilizado comoalimento en la región alto-andina, fue estudiado
por Aldave Pajares en 1969. El analisis químico de No¿toc ¿phaenicum
y Naótoc pnuniáonme indica un 48,8% de proteínas.

Para No¿ta:commune var. ¿zag¿¿¿¿6onme, con el que se prepa­
ra un plato budista famoso, Chapman (1950) determinó un 20,9 l
de proteínas.
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Spinuiina maxima,una especie utilizada deste tiempos re­
motos por algunas tribus de Chad (Africa) tiene un 63-68 1 de
proteínas (Clément et a1., 1968).

En Japón, desde hace muchos años, se consume una especie
continental: Aphanothece Atagnina. Respecto de 1a composición
proteica de esta eSpecie, Namikawa(1906-08), le asigna 24,75 %
de proteína del peso seco. Por nuestra parte, determinamos el
contenido proteico de una cepa de Aphanothece ¿tagn¿na (40e) en
condición unialgal, aislada de los mismosarrozales de Argenti­
na que las cepas utilizadas en el presente trabajo. Se halló
un valor de 36 3 a los 38 días (Halperín et 31., 1974).

En el presente trabajo se ha realizado la selección de ce­
pas con mayor contenido proteico, inquietud surgida durante el
análisis de los datos obtenidos, con los siguientes resulta­
dos:

a- No tratadas con luz U.V.: el máximo valor de contenido
proteico, 48,5%se obtuvo en Scytonema hoámanni (N9 58). La di­
ferencia entre esta cepa y las otras ocho estudiadas, resultó
muysignificativa (p< 0,01).

b- Tratadas con luz U.V. (axénicas): los estudios estadis­
ticos (test de Tuckey) indican que el máximocontenido proteico
se da en las siguientes cepas:

Noatoc punmifionme (90 20 min 7) . . . . . ... . . . . . . . . . . ..33,69%;
Neótoc punciiáonmeCQO20 min 3).......... . . . . . . . . ..30,19%;
Neótoc muáconum (23 90 min 3) . . . . . . . . . . ...... . . . . ..29,7S%;
Noótoc muóconum(60a 75 min 3) . . . . .................29,87%;
Neótoc muóconum(115 60 min 2) . . . . . . ... . . . . ........29,44%;
Neótoc muóconum (115 75 min 4) . . . . . . . . . . . . . . . . . . . ..30 t;
Tolgpothnix tenu¿¿(114b 75 min 1)....... . . . . . . . . . ..29,94%;
Tolypothnix tenu¿¿(20 75 min 2) . . . . . . . . . . . . . . . . . . ..32 3;
Toiypothnix tenu¿4(20 90 min 1) . . . . . . . . . . . . . . . . . . ..32,69%.
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Esto es debido a que no hay diferencia significativa en­
tre los valores de contenido proteico de Nostocpumíiáonme
(90 20 mín 7) y las ocho cepas antes citadas y sí entre Nostoc
punctiáonme (90 20 mín 7) y lasrestantes cepas axénicas.

De acuerdo a los resultados obtenidos, Scytoncma hoámanni
(N9 58) es una especie promisoria en 1a alimentación ya que su
contenido proteico: 48,5 t, es semejante al de especies ya uti­
lizadas comoalimento, si bien aún no ha sido probada con tal
fín, ni se ha determinado su valor biológico.

Con respecto a cianofíceas en condición axénica, no tene­
mos datos bibliográficos que indiquen valores de contenido pro­
teico determinados en dicha condición; por lo tanto los valores
hallados para nuestras cepas serían los primeros disponibles.
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Para estudiar estadísticamente si hay diferencia en el
las cepas tratadas y no tratadas con
de irradiación afecta dicho paráme­
cepas de Noatoc punctióonme (N2 90),
y Tolqpothnix tenuib (N9 114b) las

contenido proteico entre
luz U.V., y si el tiempo
tro, se consideraron las
N06toc muócanum (Ng 115)
cuales cuentan con mayor número de datos. El cuadro N9-10 indica
los resultados estadísticos obtenidos con respecto a1 porcentaje
de nitrógeno de la masa algal.

CUMRD Ng 10:

Fuente de Suma de
variación

Diferencia
entre cepas 2’69826
Diferencia en­
tre 6 tiempos
(0-20-40-60­
75 y 90 min)

11,29980

Diferencia en­
tre tratadas
y no tratadas
con U.V.

4,20006

Diferencia en­
tre S tiempos
(20-40-60-75
y 90 min)

5,97621

Error 15,55384

cuadrados

Análisis de varianza

Grados de
libertad

28

Cuadrado
medio

1,34913

2,25996

4,20006

1,49405

0,55549

2,42370

4,06837

7,56094

2,68959

no sign.

<0,01

(0,05

no sign.

La diferencia entre el porcentaje de N de las cepas de las
tres especies (las N9 90, las N9 115 y las N9 114b) no es signi­
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ficativa, mientras que la diferencia entre 1a media del porcen­
taje de nitrógeno de las algas tratadas y no tratadas con U.V.,
es significativa (F 1,28= 7,56; r><0,05).

Es decir que la irradiación con luz U.V. reduce significa­
tivamente el porcentaje de nitrógeno y por ende el contenido pro­
teíco.' Esto podria deberse a1 hecho de que 1a luz U.V. interfie­
re la síntesis de proteínas y produce inactivacíón de enzimas
(Smith, 1977). Sin dejar de considerar que al eliminar las bac­
terial faltan las interacciones de éstas con el alga que podrian
aumentar el contenido proteico, por ejemplo por represión y des­
represión.

En las condiciones de nuestra experiencia, no hay diferen­
cias entre las medias del porcentaje de nitrógeno en los distin­
tos tiempos de irradiación empleados (20, 40, 60, 75 y 90 minutos.
Por lo tanto los 90 min de irradiación serían los que permiten ob­
tener el mayor número de subcultivos axénicos con el mismo efecto
sobre esta característica que tiempos de irradiación menores.

E1 cuadro N9 11 consigna los valores promedio del conteni­
do proteico para cada tiempo de irradiación en las cepas antes
mencionadas.

Dado que no hay datos bibliográficos sobre el contenido
proteico de cianofíceas en condición axénica, consideramos que
éste sería el primer estudio estadístico comparativo de dicho
valor en cepas axénicas y no axénicas.
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CUADRON9 11: Contenido proteico (1). Valores promedio para­
cada ceBa X tiempo.

Cepas Tiempos de irradiaci6n(min)

0 20 40 60 75 90

No¿toc punctiáonme(90) 34,94 28,18 20,11 - 18,19 20,26

Neótoc muóconum (115) 29,12 - 20,59 26,22 26,00 21,42

Toiypothn¿x tenu¿¿(114b) 34,44 - - 27,19 25,69 27,28

í: no se obtuvieron cepas axénicas.
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7- SELECCION DE CEPAS BUENAS FIJADORAS DE N,

a- Cepas no irradiadaszla máximacapacidad de fijación se
da en la cepa Scytonema hoámanni (N9 58) con un valor de 7,93 mg
de N/100 ml de medio de cultivo en 60 días, dado que la diferen­
cia entre el valor de esta cepa y el de cada una de las otras 8
es significativa al 1 % (test de Tuckey ). El segundo valor co­
rresponde a Toiypothn¿x tenu¿¿ (Ng 79b): 6,09 mg de N/100 ml de
medio en 60 días; 1a diferencia entre esta última y cualquiera
de las 7 restantes es significativa (test de Tuckey,.p < 0,01);

b- Cepas irradiadas (axénícas): el máximocorreqmnde a
Tolypothnáx tenuió (20 75 min 2) dado que 1a diferencia entre
el valor de fijación de esta cepa (4,58 mg de N/100 m1 de medio
en 60 días) y el cada una de las otras 39 es significativa
(test de Tuck'ey , p< 0,01).

El segundo Valor corresponde a las siguientes cepas de
Toiypothnix tenuLA: 20 90 min 1 con 3,50 mg de N/100 m1 de medio
en 60 días; 114 b 75 min 1 con 3,41 y 114 b 90 min 7 con 3,22.
Las diferencias entre ellas no son significativas pero sí son
significativas las diferencias entre este grupo y las restantes
(test de Tuckey, p‘(0,01) cuyos valores de fijación van de 0,71
a 2,97 mg de N/100 ml de medio en 60 días.

Los valores de fijación obtenidos han sido comparados con
los citados en 1a literatura por otros autores en el punto 3 de
Resultados y Conclusiones.
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8- INFLUENCIA DEL TRATAMIÉFTO CON LUZ U.V. SOBRE LA CAPACIDAD DB

FIJACION

Se analizaron estadísticamente las cepas con mayor número
de datos: Noátoc punctiáonme (N2 90)flo¿toc muócanun (N9115) y
Toiypathnix tenuió (N9 114b). E1 cuadro N2 12 indica los resul­
tados estadisticos con respecto a1 N fijado y el N2 13 los datos
promedio de fijación de N para cada tiempo de irradiación con U.V.,
en las cepas mencionadas.

CUADRON9 12: Análisis de varianza

Fuente de Suma de Grados de Cuadrado
variación cuadrados libertad medio

Diferencia en- 5,01703 2 2,50851 9, 48948 (0,00!
tre cepas

Diferencia en­
tre 6 tiempos
(0_20_40_60; 15,33609 5 3,06722 11,60300 (0,001
75 y 90 min)

Diferencia en­
tre tratadas
yrm tnnmdas
conlLV.

11,19008 1 11,19008 42,33101 (0,001

Diferencia en­
tre 5 tiempos
(20_40_60_75 2,99752 4 0,74938 2,83483 (0,05
y 90 min)

Error 7,40172 28 0,26435
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CHMMON9 13: Nitrógeno fijado en mg de N/100 m1 de medio de cul­
tivo. Valores promedio para c/cepa y tiempo de i­
rradiación.

Tiempos de irradiación (min)
Cepas

o zo 4o 60 75 90

No¿toc puncx¿áonme 4,30 2,38 1,42 - 1,22 1,39

(N9 90)

Noatocmaócotum 4,10 - 1,85 1,87 1,66 1,34
(N9115)

Tozypothux tenaz/s 4,12 - - 2,65 2,57 2,70
(N9114b)

-: no se obtuvieron cepas axénicas.

Las diferencias entre los valores de fijación de las
cepas analizadas son muysignificativas (F 2,28=9,49; p<.0,001).
Lo mismoocurre entre las no irradiadas y las irradiadas axénicas
(F 1,28= 42,33; p < 0,001).

La menor capacidad de fijación de las cepas irradiadas axé­
nicas con respecto a las originales puede deberse: 1- a1 efecto
mutagénico del U.V.sobre el DNAalgá; 2- a 1a eliminación de
contaminantes bacterianos no fijadores, lo que podría implicar
1a pérdida de interacciones alga-bacteria que favorecieran la fi­
jación de N2 por parte del alga y 3- a la eliminación de conta­
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minantes fijadoras y en este caso el monto total sería lógica­
mente menor.

Tambiénson significativas las diferencias entre los va­
lores de fijación obtenidos a los diferentes tiempos de irradia
ción empleados (F 4,28= 2,83; p'(0,05). Pero dado que no se
observa una disminución marcada a medida que aumenta el tiempo
de irradiación, no podemosasegurar que a mayor irradiación
con U.V., mayor sea el daño producido con respecto a 1a carac­
terística estudiada. Dadoque se obtuvieron subcultivos axéni
cos con 20 min de irradiación sólo en 1a cepa No¿toc punctiámnme
(N9 90) y no tenemos representantes de las otras dos cepas es­
tudiadas estadísticamente (Cuadro N9 6), consideramos que este
valor no seria muy representativo, aunque muyprobablemente sea
el responsable de la diferencia obtenida en el análisis de varian
za de los distintos tiempos de irradiación. Consideramos además
que no hay diferencia entre los distintos tiempos de irradiación
desde 40 min hasta 90 min y por lo tanto el mejor tiempo sería,
comoen el caso del contenido proteico, 90 min, lapso de irradia­
ción que asegura un buen porcentaje de cepas axénicas. Estos re­
sultados podrian deberse a que estamos en la dosis máximaa partir
de 40 minutos.

Por otra parte podemos suponer que la dosis aplicada no es
proporcional a la dosis efectiva. Esto puede deberse a que es
factible que algunas células circunstancialmente más protegidas
por el mucilago o por otras capas celulares o por otros factores,
no resulten afectadas y crezcan posteriormente.

Cabe señalar que en todos los casos se irradió una población.
En estas condiciones es muy probable que se hayan dado mutaciones
en distintas direcciones para los diferentes integrantes de la po­
blación independientemente de la edad o del estado fisiológico. El
resultado final sería la sumade los efectos, no siguiendo necesa­
riamente una tendencia lineal.

Dado que la diferencia en el N2 fijado entre las cepas no
irradiadas y las irradiadas axénicas es muysignificativa (Cuadro
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N9 12), podemos concluir que si bien la luz U.V. no anula 1a ca­

pacidad de fijar N2, 1a reduce considerablemente (Cuadro N9 13).
Puesto que la condición axénica es indispensable para comprobar
dicha propiedad fisiológica, la purificación de los cultivos con
luz U.V. es adecuada para este propósito, no asi para determinar
exactamente el valor de fijación.

Para obtener un valor más aproximado podria recurrirse po­
siblemente a otros métodos de purificación que en general, en
el caso de las cianoficeas, son largos y tediosos y con pocas
probabilidades de éxito. Estos métodos al no dañar el DNA,darían
un valor más aproximado, siempre y cuando la disminución de la
capacidad de fijación no se debiera principalmente a la elimina­
ción de las bacterias contaminantes.

Estas consideraciones destacan que la eliminación de conta­
minantes aunque éstos no sean fijadores, sea por U.V. o por cual­
quier otro método, no nos asegura que el valor de fijación obte­
nido corresponde a1 de las condiciones naturales, dado que en to­
da asociación hay interacciones que pueden modificar la capacidad
de fijación.

Otra posihflidad para conocer el valor de fijación de una
cepa dada sería aislar sus contaminantes y establecer la posi­
ble capacidad de fijación de los mismos. En el caso de no haber
contaminantes fijadores el valor de fijación obtenido a nivel
uníalgal seria el más próximo al real en esas condiciones.

A1 determinar la capacidad de fijación de una cepa axénica
no se trata de medir el valor real de fijación lo cual es prácti­
camente imposible, sino de establecer si es o no fijadora.
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De acuerdo a lo expuesto hemos logrado 40 cultivos axéni­
cos con luz U.V. para 8 cepas de las 9 tratadas. Se corroboró
la eficacia de este métodode purificación, su rapidez, manipu­
leo sencillo y alta probabilidad de éxito. Delos diversos
tiempos de irradiación ensayados (20, 40, 60, 75 y 90 minutos),
con 90 min se obtuvo el 40 S de los subcultivos axénicos con un
buen porcentaje de viabilidad (66,66 s).

La viabilidad fue muypoco afectada por la irradiación ya
que de 720 subcultivos irradiados creció el 75 t, siendo mayor
en las Scytonemataceae que en las Nostocaceac, de donde se ín­
fiere que las cepas estudiadas son muyresistentes a1 U.V., ca­
racterística ya señalada en algas azules por otros autores, y
debida en gran parte a que poseen mecanismos para reparar el da­
ño fotoquimico a su DNA,similares a los observados en bacterias
(fotorreactivación a 1a luz visible y reparación en oscuridad),
ademásde poseer características morfológicas peculiares.

Con1a técnica de irradiación utilizada se observó una re­
ducción estadísticamente significativa en el contenido proteico
y en el monto de fijación de N2 de las cepas estudiadas, reduc­
ción que puede deberse a la acción deletérea de la irradiación
y/o a la eliminación de las interacciones alga-bacteria.

Se seleccionaron cepas con alto contenido proteico, compa­
rable a1 de otras especies de algas azules ya utilizadas en la
alimentación. Tal es el caso de Scytonema haámanni (58) con
48,5 %de contenido proteico. Seria de interés estudiar en el
futuro el balance de sus aminoácidos esenciales a fin de esta­
blecer el valor nutritivo de esta posible fuente no convencio­
nal de proteína.

Se determinó 1a capacidad de fijación de 8 cepas aisladas
de arrozales de 1a Argentina: Noatoc muóconum (N9 23, 60a y 115)
Noatoc punctiáonme (N2 90),Scytonema hoámann¿(N9 13 a y 58) y
Toigpothan tendió (N9 20 y 114b), pertenecientes a las familias



-85­

Nostocaceae y Scytonemataceae, siendo esta últimas mejores
fijadoras de N2.

Se han seleccionado, a nivel axénico y no axénico, cepas
buenas fijadoras con miras a su aplicación en la agricultura
comobiofertilizantes tales comoScytonema hoámanni (N9 58)
con 7,93 mg N/100m1 de medio de medio de cultivo mineral en
60 dias en condición unialgal sin irradiar y Toiypothnix tenuió
(20 75 min 2) con 4,58 mg N/100 m1 de medio en el mismo tiempo
y en condición axénica. E1 valor de fijación de esta última
es similar al de otra cepa de Tolypothn¿x tenuió (5,2 mg N/100
m1 de medio mineral en 60 dias) utilizada por Watanabe en arroza
les de Japón con excelentes resultados comoabono verde.

Si bien la obtención del cultivo axénico es indispensable
para asegurar fehacientemente la capacidad de fijación de una
cepa, dado que los resultados obtenidos indican un mayor valor
para las originales sin irradiar, son estos cultivos los que
conviene utilizar para obtención de biofertilizantes. Además
el empleo de cepas no axénicas implica por supuestos una ma­
yor simplicidad en el manejo de las mismas y un menor costo
de producción. Cabe señalar'por otra parte que una vez incor­
poradas al suelo no se puede asegurar que se mantenga el valor
de fijación determinado en el laboratorio, puesto que las a1­
gas estarán sujetas a las interacciones con los otros organis­
mos que comparten el hábitat.
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