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EMPLEO DEL AGUA DE MAR CON SANGUAZA EN LA PRODUCCIÓN DE BIOMASA 

MICROALGAS DE NANNOCHLOROPOSIS OCEANICA EN CONDICIONES DE LABORATORIO

 1 1 1 2Luis Alberto Huayna Dueñas , José Luis Romero Bozzetta , William Guzmán Sanchez , Adelfio Basilio A.

RESUMEN

El objetivo de la investigación fue determinar el efecto que produce la aplicación del agua de mar con sanguaza 
en la producción de biomasa micro alga de Nannochloropsisoceanica en condiciones de laboratorio. en la 
metodología se realizo una investigación explicativa experimental. La población estuvo conformada por la 
microalga clorofila Nannochloropsisoceanica. La muestra fueron alícuotas del cult ivo de 
Nannochloropsisoceanica tomadas diariamente por un tiempo de 10 días, a las cuales se les evaluó pH, 
temperatura y conteo celular. Nos dio como resultado las concentraciones del medio heterotrófico 
sanguaza/agua de mar 5,0% y 10% v/v los cuales presentaron el mayor número de células/ml producidas en 144 
horas de crecimiento. En conclusión se demuestra la potencialidad de uso del medio heterotrófico 
sanguaza/agua de mar en estudios escalables a nivel piloto de producción de biomasa micro alga de 
Nannochloropsisoceanica.

Palabras clave: Cinética de Crecimiento, Nannochloroposisoceanica,  Sanguaza, Fotobiorreactor.
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Using Seawater with Sanguaza in the Production Biomass Microalgas 
of Nannochloropsis Oceanic Under Laboratory Conditions.

ABSTRACT

The objective of the research was to determine the effect produced by the application of seawater with sanguaza 
in the production of microalgae biomass of Nannochloropsisoceanica under laboratory conditions. In the 
methodology, an experimental explanatory research was carried out. The population consisted of the microalga 
chlorofila Nannochloropsisoceanica. The samples were aliquots of the Nannochloropsisoceanica culture taken 
daily for a period of 10 days, at which pH, temperature and cell count were evaluated. We obtained as a result the 
concentrations of the heterotrophic sanguaza / seawater 5.0% and 10% v / v which presented the highest number 
of cells / ml produced in 144 hours of growth. In conclusion, the potential use of the heterotrophic sanguaza / 
seawater in pilot scale studies of microalgae biomass production of Nannochloropsisoceanica is demonstrated.

Keywords: Growth kinetics, nannochloroposisoceanica, sanguaza, photobioreactor
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INTRODUCCIÓN

En un mundo donde los requerimientos económicos 
para la expansión cambian rápidamente, el petróleo se 
encuentra en el centro de estos cambios; para países 
como China y otros, las fuentes del petróleo son el factor 
dominante en sus economías (Song et al. 2008).

Debido al agotamiento de las reservas de petróleo y a las 
consecuencias ambientales del uso excesivo de los 
combustibles fósiles, la producción de combustibles 
alternativos posee gran atención (Ma y Hanna 1999; 
Chisti 2007; Song et al. 2008; Meng et al. 2008; 
Kalia&Purohit 2008). Actualmente las fuentes existentes 
de energía son: energía termonuclear, solar, eólica, 
geotérmica (Veziroglu y Barbir 1992).

De entre los reemplazos a los combustibles fósiles, el 
Biodiesel es uno de los más importantes (Ma y Hanna 
1999), ya que puede ser producido a partir de aceites 
vegetales, grasa de cocina reciclada, aceites de 
desecho, grasa animal y de lípidos provenientes de 
microalgas (Van Gerpen 2005; Song et al. 2008).

Las algas (macro y microalgas) han sido utilizadas por 
centurias por diferentes civilizaciones en la alimentación 
humana  y  an ima l .  Las  m ic roa lgas  o  a lgas 
microscópicas, vienen siendo cultivadas de manera 
industrial para la producción de proteínas, vitaminas y 
otros suplementos nutritivos; son empleadas en 
simbiosis con las bacterias para la remoción de fosfatos 
y nitratos de aguas residuales, como biofertilizantes 
(Mora et al., 2005). Su cultivo se ha visto incrementado 
por ser fuente de ácidos grasos insaturados, minerales, 
pigmentos, enzimas, aceites esenciales, antibióticos y 
otros metabolitos biológicamente activos (Bermejo et al., 
2002).

Algunos autores han mencionado que las diatomeas 
(Bacillariophyta), los dinoflagelados (Dinoflagellata), las 
Haptophyta y las algas verdes (Chlorophyta) podrían 
contar aproximadamente por el 40, 10 y 6% de las 
especies de eucariotas presentes en el fitoplancton 
marino actual, mientras que la suma de otros grupos 
contribuiría un 2% (Simon et al., 2009).

Las microalgas son organismos unicelulares que 
pueden ser cultivadas muy rápidamente (Chisti 2008), a 
diferencia de las plantas poseen una estructura 
unicelular sin tallos, hojas o raíces permite que la 
extracción de los productos sea más fácil (Avagyan 
2008); del cultivo de estas, la obtención de biomasa es el 
principal objetivo, ya que esta es la forma más común de 
energía renovable, ya que posee un gran potencial para 
resolver problemas como el agotamiento de los recursos 
no renovables (Miao y Wu 2004; Li et al. 2008).

Las algas microscópicas han merecido considerable 
atención por su potencialidad como fuente de biodiesel, 
por la posibilidad de suplir de manera parcial la escasez 
de suministro de petróleo y asimismo, se presentan 
como una alternativa a los precios elevados de las 
materias primas tradicionales, para la obtención de los 
biocombustibles como son la soja, caña de azúcar, maíz, 
palma aceitera, colza, grasas animales, residuos de 
grasas, entre los más representativos (Knothet al., 1997; 
Lee, 1997; Garibay et al., 2009; Rodolfi et al., 2009).

El uso de microalgas para la producción de biomasa y 
producción de biodiesel es una alternativa ventajosa 

debido al elevado contenido de lípidos que acumulan, 
elevada eficiencia fotosintética, su capacidad de crecer 
tanto en aguas marinas, dulces, residuales y salobres, 
así como a su alta velocidad de crecimiento (Garibay et 
al., 2009; Xiaoling et al., 2006). 

Para el incremento en la obtención de lípidos el sistema 
de cultivo debe poseer ciertas condiciones, entre estas 
que el medio sea rico en nutrientes (Paerl et al. 2001; 
Sellner et al. 2003; Liu et al.2008; Schenk et al. 2008), 
además que exista una buena transferencia de la luz 
(Sastre et al. 2007), dinámica del medio (Barbosa 2003), 
tamaño de burbuja y su distribución dentro del sistema 
(Barbosa 2004), intercambio gaseoso (Eriksen et al. 
2008) y la transferencia de masa (Molina Grima et al. 
1999).

Se reporta que reunir solo la mitad de biodiesel que 
necesita el transporte existente en EE.UU, requiere de 
grandes áreas de cultivo para producir mayor cantidad 
de oleaginosas. En el caso de palma aceitera 
(Elaeisguineensis) y jatropha (Jatrophapodagrica), 
plantas de buen rendimiento, necesitarían que el 24% y 
45% del total de tierra respectivamente, esté dedicado a 
su cultivo para cubrir solamente 50% de la necesidad de 
combustible de transporte. 

Es evidente que en un futuro inmediato la contribución 
de los cultivos de oleaginosas no alcanzará para 
reemplazar los combustibles líquidos, por lo que algunas 
compañías están intentando comercializar biodiesel a 
partir de la biomasa algal obtenida en cultivos (Knotheet 
al., 1997; Lee, 1997).

Si se lograría implementar el uso de microalgas para 
producir biodiesel, entre 1 y 3% del total de área de 
cultivo de los EE.UU., serían suficientes para producir la 
biomasa que satisfaga el 50% del combustible que 
necesita el transporte (Sheehan et al., 1998) y su cultivo 
no comprometería la producción de alimento, forraje y 
otros productos. 

Dependiendo de las especies, las microalgas producen 
diferente tipos de lípidos, hidrocarburos y otros aceites 
complejos (Álvarez y Zarco, 1989; Guschina y Harwood, 
2006), de los cuales no todos son adecuados para 
producir biodiesel. 

La cantidad total de lípidos, así como la tipología de los 
ácidos grasos presentes, además de ser específica para 
cada especie, está ligada a factores ambientales como 
la intensidad luminosa, pH, salinidad, temperatura, 
concentración de nitrógeno y otros nutrientes en el 
medio de cultivo (Álvarez, 1989).

Arias et al. (2013) e Hirata et al. (2001) señalaron que 
entre las microalgas de potencial importancia para la 
producción de biocombustibles (biodiesel) que existen 
en los cuerpos de agua marina, se encuentran (en 
base seca, tienen lípidos): Chlorellaminutissima (57%), 
Chlorellavulgaris (57%), Nannochlorissp. (40%), 
Nannochloropsisoculata (8% – 54%), 
Nannochloropsissp. (24% - 60%) y 
Tetraselmissuecica(20% - 54%).

Para la producción de biomasa algal marina se pueden 
emplear: cultivo autotrófico pudiendo utilizar diferentes 
fuentes nitrogenadas como urea, fosfato di amónico, 
nitratos, nitritos, etc; y en cultivo heterotrófico como 
ensilado de pescado puede metabolizar diversos 
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aminoácidos y vitaminas, sintetizar ácidos grasos poli 
insaturados (Bold y Wynne, 1985).

Actualmente se realizan esfuerzos para la generación de 
nuevas metodologías ydesarrollo tecnológico para la 
producción masiva de microalgas y sus derivados, 
mediante el uso de medios de cultivos alternativos. Una 
alternativa a los medios de cultivo tradicionales ya 
estandarizados (puros y químicamente definidos, como 
e l  m e d i o  G u i l l a r d )  s o n  l o s  s u s t r a t o s 
orgánicos,mayormente subproductos de otras industrias 
y en cuya composición se encuentran fuentes de C, N, P, 
microelementos y oligoelementos. Utilizándose en la 
actualidad diversas harinas (de pescado, soya, lombriz 
de tierra, girasol), gallinaza, gas, aceites, melaza de 
caña, exudados gomosos y residuos pesqueros como la 
sanguaza (Herrero et al., 1994).

En Perú, los residuos pesqueros se producen en grandes 
cantidades como consecuencia de la intensa actividad 
de la industria pesquera, que es una de las actividades 
extractivas importantes del país. Los residuos como 
vísceras, cabezas, piel, huesos y colas, se cuantifican 
alrededor del 50% de la materia prima, resultando 
finalmente en contaminantes a l  ser  ver t idos 
indiscriminadamente al medio ambiente, provocando 
problemas de contaminación y enfermedades. 

Un residuo de importancia es la “sanguaza”, efluente 
constituido por agua, sangre y sólidos de pescado, 
generado durante su almacenamiento en pozas y 
transporte hacia los cocinadores en las fábricas de 
pescado. Sin embargo, estos residuos pueden ser 
aprovechados eficientemente si reciben un buen 
tratamiento para transformarlos (Gonzales y Marín, 
2005).

En nuestro medio existen industrias que generan fuentes 
nitrogenadas residuales producto de su actividad, 
especialmente la industria de la harina de pescado, la 
cual produce líquidos residuales tales como: “agua de 
cola”, “agua de bombeo” y “sanguaza”. La utilización de 
la sanguaza constituye una alternativa de tecnología 
limpia de los ambientes pesqueros, pues una tonelada 
métrica de pescado procesado produce 50 litros de 
sanguaza y a nivel nacional se han generado más de 500 
millones de litros, representando un verdadero problema 
en las costas del Perú. Por lo tanto, su uso como medio 
de producc ión de b iomasa a lga l  ev i ta r ía  la 
contaminación de puertos.La “sanguaza” contiene 
cantidades apreciables de proteínas (6,3%), grasas 
(3,2%), sólidos solubles e insolubles (3,5%), sales 
minerales (1,8%) y otros, las cuales podrían ser 
aprovechadas para la producción de la biomasa algal 
(Blas et al., 2011).

El Perú como país que se encuentra en la orilla del 
Océano Pacífico y además poseedor de una fuerte 
industria pesquera que elimina un buen volumen de 
“sanguaza”, esta se podría utilizar en un futuro para la 
propagación de biomasa algal oleaginosa para la 
producción de biodiesel (biocarburante), además se 
podrían obtener otros subproductos como la glicerina y 
producir otros productos a partir de la biomasa algal 
como alcohol y proteína unicelular. En el Perú se vienen 
realizando trabajos de investigación en la producción de 
biodiesel a partir de microalgas en institutos de 
investigación como IMARPE y en universidades como 
Universidad Nacional de Trujillo, Universidad Nacional 

del Santa y otras. A nivel mundial países como Chile, 
Ecuador, Colombia, Brasil, México, Costa Rica, Estados 
Unidos de Norteamérica, España y otros, ya tienen 
implementados plantas pilotos e industrias de 
producción de biodiesel.

Determinar el efecto que produce la aplicación del agua 
de mar con sanguaza en la producción de biomasa 
microalgal de Nannochloropsisoceanica en condiciones 
de laboratorio.

MATERIALES Y MÉTODOS

La población estuvo conformada por la micro alga 
clorofita Nannochlropsisoceanica que fue obtenida del 
Laboratorio larval de camarones de la Facultad de 
Ingeniería Pesquera de la UNJFSC.

Se tomaron muestras de cultivo de nannochloropsisoceanica 
diariamente por un tiempo de 10 días, a las cuales se le 
evaluó: pH, temperatura y conteo celular.

La sanguaza fue calentada a 70°C por 20 minutos en un 
recipiente plástico tapado y luego se sedimentó a 4°C por 
1 semana, se separó el sobrenadante para formular el 
medio de cultivo con agua de mar. En las Figuras 1 y 2 se 
muestran el proceso de tratamiento de la sanguaza a 
70°C por 20 minutos.

Figura 1.Tratamiento de la sanguaza a 70°c x 20 minutos

El agua de mar se sedimentó por 10 horas y se filtró al 
vacío con membrana filtrante de 0,45 um y luego se 
esterilizó a 105°C por 10 minutos. En la Tabla 1 se 
muestra el análisis fisicoquímico del agua de mar.

Tabla 1. Análisis fisicoquímico del agua de mar

Equipo utilizado: Salt Water, Aquaculture test kit model 
AQ-4, Code 3635-03 de la Compañía La Motte-USA.

Trabajos Pre-experimentales con cepa microalgal de 

COMPONENTE CANTIDAD

Temperatura 22°C

pH 7,5 – 7,8

Salinidad 35,0 ppm

CO2 15,0 ppm

Amonio 0,05 ppm

Nitrito 0,05 ppm

Nitrato 0,25 ppm

Alcalinidad 120,0 ppm
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nitrogenadas residuales producto de su actividad, 
especialmente la industria de la harina de pescado, la 
cual produce líquidos residuales tales como: “agua de 
cola”, “agua de bombeo” y “sanguaza”. La utilización de 
la sanguaza constituye una alternativa de tecnología 
limpia de los ambientes pesqueros, pues una tonelada 
métrica de pescado procesado produce 50 litros de 
sanguaza y a nivel nacional se han generado más de 500 
millones de litros, representando un verdadero problema 
en las costas del Perú. Por lo tanto, su uso como medio 
de producc ión de b iomasa a lga l  ev i ta r ía  la 
contaminación de puertos.La “sanguaza” contiene 
cantidades apreciables de proteínas (6,3%), grasas 
(3,2%), sólidos solubles e insolubles (3,5%), sales 
minerales (1,8%) y otros, las cuales podrían ser 
aprovechadas para la producción de la biomasa algal 
(Blas et al., 2011).

El Perú como país que se encuentra en la orilla del 
Océano Pacífico y además poseedor de una fuerte 
industria pesquera que elimina un buen volumen de 
“sanguaza”, esta se podría utilizar en un futuro para la 
propagación de biomasa algal oleaginosa para la 
producción de biodiesel (biocarburante), además se 
podrían obtener otros subproductos como la glicerina y 
producir otros productos a partir de la biomasa algal 
como alcohol y proteína unicelular. En el Perú se vienen 
realizando trabajos de investigación en la producción de 
biodiesel a partir de microalgas en institutos de 
investigación como IMARPE y en universidades como 
Universidad Nacional de Trujillo, Universidad Nacional 

del Santa y otras. A nivel mundial países como Chile, 
Ecuador, Colombia, Brasil, México, Costa Rica, Estados 
Unidos de Norteamérica, España y otros, ya tienen 
implementados plantas pilotos e industrias de 
producción de biodiesel.

Determinar el efecto que produce la aplicación del agua 
de mar con sanguaza en la producción de biomasa 
microalgal de Nannochloropsisoceanica en condiciones 
de laboratorio.

MATERIALES Y MÉTODOS

La población estuvo conformada por la micro alga 
clorofita Nannochlropsisoceanica que fue obtenida del 
Laboratorio larval de camarones de la Facultad de 
Ingeniería Pesquera de la UNJFSC.

Se tomaron muestras de cultivo de nannochloropsisoceanica 
diariamente por un tiempo de 10 días, a las cuales se le 
evaluó: pH, temperatura y conteo celular.

La sanguaza fue calentada a 70°C por 20 minutos en un 
recipiente plástico tapado y luego se sedimentó a 4°C por 
1 semana, se separó el sobrenadante para formular el 
medio de cultivo con agua de mar. En las Figuras 1 y 2 se 
muestran el proceso de tratamiento de la sanguaza a 
70°C por 20 minutos.

Figura 1.Tratamiento de la sanguaza a 70°c x 20 minutos

El agua de mar se sedimentó por 10 horas y se filtró al 
vacío con membrana filtrante de 0,45 um y luego se 
esterilizó a 105°C por 10 minutos. En la Tabla 1 se 
muestra el análisis fisicoquímico del agua de mar.

Tabla 1. Análisis fisicoquímico del agua de mar

Equipo utilizado: Salt Water, Aquaculture test kit model 
AQ-4, Code 3635-03 de la Compañía La Motte-USA.

Trabajos Pre-experimentales con cepa microalgal de 

COMPONENTE CANTIDAD

Temperatura 22°C

pH 7,5 – 7,8

Salinidad 35,0 ppm

CO2 15,0 ppm

Amonio 0,05 ppm

Nitrito 0,05 ppm

Nitrato 0,25 ppm

Alcalinidad 120,0 ppm
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Nannochloropsisoceanica.

Para las pruebas pre-experimentales se formuló el 
medio de cultivo con sanguaza y agua de mar el cual se 
reguló a pH 7,6 y luego fue esterilizado a 105°C por 10 
minutos.

En la tabla 2 se muestra el protocolo pre-experimental 
que se uti l izó para delimitar el efecto de la 
concentración sanguaza/agua de mar en la producción 
de biomasa de Nannochloropsisoceanica. La 
concentración de sanguaza/agua de mar probadas 
fueron: 2,5; 5,0; 10,0; y 15,0 % (v/v), respectivamente.

Tabla 2. Protocolo pre-experimental de la composición 
de los medios de cultivo para la producción de biomasa 
de Nannochloropsisoceanica.

Los cultivos fueron trabajados a temperatura ambiente 
y con iluminación constante. La aireación y la 
dosificación de CO2 fueron constantes.

La densidad celular se determinó mediante el uso del 
Hemocitómetro o cámara de Neubauer que es un 
dispositivo mediante el cual se puede determinar el 
número de partículas suspendidas en un volumen 
conocido y de esta manera saber el número en el 
recipiente original. El recuento se realizó con un 
microscopio óptico binocular con aumento de 400x.

Se utilizó un pH-metro portátil de mesa debidamente 
calibrado, para medir el pH de los cultivos microalgales.

Se utilizó un termómetro de -10°C a 100°C, para medir 
la temperatura de los cultivos microalgales y la 
temperatura ambiente.

RESULTADOS

Prueba Pre-experimental de la producción de biomasa 
de Nannochloropsisoceanica utilizando diferentes 
concentraciones de sanguaza/agua de mar.

La prueba pre-experimental nos ayudó a conocer el 
comportamiento de la cepa microalgal Nannochloropsisoceanica 
en el medio heterotrófico sanguaza con agua de mar. Se evaluó 
la cantidad de células/ml producidas por unidad de tiempo.

En la Figura 3 y Tabla 3 se muestran las condiciones y 
resultados de la prueba pre-experimental de la producción 
de biomasa microalgal de Nannochloropsisoceanica.

Figura 3. Foto de la prueba Pre-experimental.

Tabla 3. Valores de la biomasa microalgal producida de 
Nannochloropsisoceanica en base a la concentración 
de sanguaza/agua de mar probada.

De esta prueba pre-experimental se puede concluir que 
entre las concentraciones de sanguaza/agua de mar: 
P2 (5,0%v/v) y P3 (10,0%v/v) se obtuvieron el mayor 
número de células/ml producidas a las 144 horas o sea 
6 días.

DISCUSIÓN

Nuestro resultado del trabajo de investigación 
utilizando la concentración de sanguaza/agua de mar 
de 5,0 y 10,0 %, se acerca al reportado por Silva (2011) 
en cuanto al crecimiento máximo de Tetraselmissuecica 
utilizando una concentración de sanguaza/agua de mar 
de 4,56% bajo sus condiciones de trabajo.

De los resultados de este estudio de investigación se 
demuestra la potencialidad de uso del medio 
sanguaza/agua de mar en estudios escalables a nivel 
piloto de producción de biomasa microalgal de 
Nannochloropsisoceanica, con miras a la producción 
de biodiesel, debiendose utilizar otro procedimiento de 
esterilización de la sanguaza para evitar que se 
precipiten las proteínas y dificultar la recuperación de la 
biomasa microalgal.
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CONTROL P1 P2 P3 P4

    SANGUAZA (ml) - 8,375 16,75 33,5 50,25

     AGUA DE MAR 

(ml)
335,0 326,63 318,25 301,5 284,75

MEDIO GUILLARD 

(ml)
1,75 - - - -

INÓCULO

Nannochloropsisocea

nica
65,0 65,0 65,0 65,0 65,0

(ml)

COMPONENTES
MEDIO DE CULTIVO

TIEMPO (hr) CONTROL

P1: 

2,5% 

v/v

P2: 

5,0% 

v/v

P3: 

10,0%

v/v

P4: 

15,0% 

v/v

0 19 19 19 27 16

24 27 68 140 265 405

96 30 85 513 369 612

144 28 80 1050 1420 1050
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Nannochloropsisoceanica.

Para las pruebas pre-experimentales se formuló el 
medio de cultivo con sanguaza y agua de mar el cual se 
reguló a pH 7,6 y luego fue esterilizado a 105°C por 10 
minutos.

En la tabla 2 se muestra el protocolo pre-experimental 
que se uti l izó para delimitar el efecto de la 
concentración sanguaza/agua de mar en la producción 
de biomasa de Nannochloropsisoceanica. La 
concentración de sanguaza/agua de mar probadas 
fueron: 2,5; 5,0; 10,0; y 15,0 % (v/v), respectivamente.

Tabla 2. Protocolo pre-experimental de la composición 
de los medios de cultivo para la producción de biomasa 
de Nannochloropsisoceanica.

Los cultivos fueron trabajados a temperatura ambiente 
y con iluminación constante. La aireación y la 
dosificación de CO2 fueron constantes.

La densidad celular se determinó mediante el uso del 
Hemocitómetro o cámara de Neubauer que es un 
dispositivo mediante el cual se puede determinar el 
número de partículas suspendidas en un volumen 
conocido y de esta manera saber el número en el 
recipiente original. El recuento se realizó con un 
microscopio óptico binocular con aumento de 400x.

Se utilizó un pH-metro portátil de mesa debidamente 
calibrado, para medir el pH de los cultivos microalgales.

Se utilizó un termómetro de -10°C a 100°C, para medir 
la temperatura de los cultivos microalgales y la 
temperatura ambiente.

RESULTADOS

Prueba Pre-experimental de la producción de biomasa 
de Nannochloropsisoceanica utilizando diferentes 
concentraciones de sanguaza/agua de mar.

La prueba pre-experimental nos ayudó a conocer el 
comportamiento de la cepa microalgal Nannochloropsisoceanica 
en el medio heterotrófico sanguaza con agua de mar. Se evaluó 
la cantidad de células/ml producidas por unidad de tiempo.

En la Figura 3 y Tabla 3 se muestran las condiciones y 
resultados de la prueba pre-experimental de la producción 
de biomasa microalgal de Nannochloropsisoceanica.

Figura 3. Foto de la prueba Pre-experimental.

Tabla 3. Valores de la biomasa microalgal producida de 
Nannochloropsisoceanica en base a la concentración 
de sanguaza/agua de mar probada.

De esta prueba pre-experimental se puede concluir que 
entre las concentraciones de sanguaza/agua de mar: 
P2 (5,0%v/v) y P3 (10,0%v/v) se obtuvieron el mayor 
número de células/ml producidas a las 144 horas o sea 
6 días.

DISCUSIÓN

Nuestro resultado del trabajo de investigación 
utilizando la concentración de sanguaza/agua de mar 
de 5,0 y 10,0 %, se acerca al reportado por Silva (2011) 
en cuanto al crecimiento máximo de Tetraselmissuecica 
utilizando una concentración de sanguaza/agua de mar 
de 4,56% bajo sus condiciones de trabajo.

De los resultados de este estudio de investigación se 
demuestra la potencialidad de uso del medio 
sanguaza/agua de mar en estudios escalables a nivel 
piloto de producción de biomasa microalgal de 
Nannochloropsisoceanica, con miras a la producción 
de biodiesel, debiendose utilizar otro procedimiento de 
esterilización de la sanguaza para evitar que se 
precipiten las proteínas y dificultar la recuperación de la 
biomasa microalgal.
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ARTICULO ORIGINAL

DESHIDRATACIÓN DE LA PIÑA (ANANAS COMOSUS) POR MÉTODOS COMBINADOS 

(OSMOSIS  CONVENCIONAL)

1 1 1Jorge L. Mendoza Ascurra , Guillermo N. Vásquez Clavo , Danton J. Miranda Cabrera , 
1 1 Fredesvindo Fernández Herrera , Vanessa E. Palacios Hidalgo .

RESUMEN

El objetivo de la investigación es la deshidratación de la piña (Ananas Comosus), variedad “Hawaiana”, 
preservando en lo posible, el sabor, aroma, color de una fruta fresca, utilizando como metodologia la 
deshidratación Osmótica y Convencional. Para la primera, se establecieron inmersiones de rodajas de piñas en 
soluciones de sacarosa, para lograr el intercambio Agua, Solución de Sacarosa. La deshidratación 
Convencional completó la deshidratación de las rodajas de Piña. Resultados: Consideramos a las 
características iníciales de la materia prima (Piña). El Índice de madurez de 9, PH de 3.7, textura firme. Se 
prepararon soluciones de sacarosa de 40, 50 y 60 ° Briz de concentración, todas ellas produjeron 
Deshidratación Osmótica. Se determinó que de 3 a  4 horas es el  tiempo de inmersión de las rodajas de piña a 
45 °C. Las pruebas de secado convencional se realizaron a 60 °C, por espacio de  6 a 8 horas. se llego a las 
conclusiones de que la solución de Sacarosa a 60 ° Briz, y a  45 °C, son   las condiciones más eficientes en la 
Deshidratación Osmótica. El secado convencional, a 60 °C, por 8 horas, contribuye significativamente a 
deshidratar las rodajas de piña. La deshidratación osmótica y el secado convencional, constituyen un 
procedimiento eficaz para deshidratar medianamente a la Piña.            

Palabras clave: Deshidratación; Osmótica; Piña.
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DEHYDRATION OF PINEAPPLE (ANANAS COMOSUS) BY COMBINED METHODS
 (CONVENTIONAL OSMOSIS).                                                                                                                                                                                                              

ABSTRACT

The objective of the research is the dehydration of pineapple (Ananas Comosus), variety "Hawaiian", preserving 
as much as possible, the flavor, aroma, color of a fresh fruit, using Osmotic and Conventional dehydration as a 
methodology. For the first, slices of pineapple slices were established in sucrose solutions, to achieve the 
exchange of Water, Sucrose Solution. Conventional dehydration completed the dehydration of the pineapple 
slices. Results: We consider the initial characteristics of the raw material (Piña). The Maturity Index of 9, PH of 
3.7, firm texture. Sucrose solutions of 40, 50 and 60 ° Briz concentration were prepared, all of them producing 
Osmotic Dehydration. It was determined that 3 to 4 hours is the immersion time of the pineapple slices at 45 ° C. 
Conventional drying tests were carried out at 60 ° C, for 6 to 8 hours. the conclusions were reached that the 
solution of Sucrose at 60 ° Briz, and at 45 ° C, are the most efficient conditions in Osmotic Dehydration. 
Conventional drying, at 60 ° C, for 8 hours, contributes significantly to dehydrate the pineapple slices. Osmotic 
dehydration and conventional drying are an effective procedure to dehydrate Pineapple.

Keywords: Dehydration; Osmotic, Pineapple
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