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INTRODUCCIÓN

Las microbialitas son depósitos sedimentarios re-
sultado de la mineralización producida, inducida o 
influenciada por una comunidad bentónica micro-
biana embebida en sus sustancias exopoliméricas 
(EPS por sus siglas en inglés) (Dupraz et al. 2011). 
Existe un consenso en que las microalgas tienen 
un papel decisivo en la construcción y el desarrollo 
de estas estructuras por su actividad metabólica 
(Choo et al.  2002; Dupraz et al.  2011; Golubic 1976; 
Kupriyanova et al.  2007; Kupriyanova et al.  2013; 
Ludwig et al.  2005; Riding, 2000; Shiraishi et al.  
2008; Winsborough & Golubić 1987; Winsborough 
2000; Zavarzin 2002). El estudio de las microbialitas 
con su comunidad asociada promueve el plantea-
miento de hipótesis sobre la evolución del planeta 
desde el punto de vista geomicrobiológico (Buick 
2001; Hofmann 2000; Shen & Buick 2004) y también 
profundiza el conocimiento sobre la biomineraliza-
ción de ciertos organismos (Benzerara et al. 2014; 
Knoll 2003), por lo que existe un interés creciente 
en estudiar la relación entre las comunidades de 
microorganismos y la fase lítica de las microbialitas 
(Couradeau et al. 2013; Freytet & Verrecchia 1998; 
Gérard et al. 2013; Winsborough & Golubić 1987).
Como muestran estos estudios, la observación en 
vivo de microalgas en microbialitas, representa un 
reto metodológico cuando se requiere observar su 
relación espacial con la fase mineral, debido a que 
las microbialitas son estructuras opacas. La mi-
croscopía de epifluorescencia y principalmente la 
confocal han resultado ser herramientas muy úti-
les (Bosak et al. 2012; Brown et al. 1998; Couradeau 

et al. 2013; Douglas & Douglas 2001; Kus 2015; Solé 
et al. 2008; Seder-Colomina et al. 2012) ya que las 
algas son evidentes por la autofluorescencia de 
sus pigmentos fotosintéticos (Rost 1995) y que la 
microscopía confocal permite la investigación de 
la relación espacial de los elementos fluorescentes 
en al menos tres dimensiones de las muestras (Je-
rome et al.  2011).
El procesamiento de las muestras para ambas 
microscopías y fundamentalmente para la micros-
copía confocal requiere de una atención particular 
para preservar la estructura en tres dimensiones 
(3D) de la muestra durante la observación (Jerome 
et al.  2011). Couradeau et al. (2015) sugieren que las 
observaciones sean a partir de muestras de micro-
bialitas fijadas, incluidas y seccionadas, lo que per-
mite el mantenimiento de la estructura en 3D y la 
observación del material en distintas microscopías. 
No obstante, las muestras altamente porosas o con 
comunidades poco cohesivas tienden a perder los 
talos de algas que no se encuentran fuertemente 
adheridos a la fase lítica de las microbialitas durante 
los procesos de fijación y de inclusión, por lo que en 
estos casos particularmente (pero no exclusivamen-
te) es recomendable minimizar el procesamiento 
del material y analizar las muestras vivas.
Existen en el mercado dispositivos que facilitan el 
montaje y la observación de las células vivas como 
son las celdas de montaje y separadores de silicón; 
sin embargo, estos sistemas son poco adecuados 
para el montaje de fragmentos de microbialitas y 
sus algas asociadas debido a su poca capacidad vo-
lumétrica. Aquí presentamos una alternativa meto-
dológica que permite resolver esta problemática sin 
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contravenir a la obtención de imágenes de buena 
calidad de algas vivas de microbialitas en microsco-
pía fotónica, de epifluorescencia y confocal.

Elaboración del dispositivo de soporte de 
muestra
El dispositivo para la observación de microalgas 
vivas de microbialitas que aquí proponemos se 
elaboró en una placa de acrílico (polímero de metil 
metacrilato, PMMA) cuadrada, de 80 mm de lado y 
6 mm de espesor, con dos perforaciones circulares 
de 20 mm de diámetro, cada una sellada en una de 
sus caras con un cubreobjetos de 22 x 22 mm del 
No. 1 (Fig. 1). Como alternativa, es posible sellar las 
dos perforaciones con un solo cubreobjetos rectan-
gular de 24 x 50 mm también del No. 1 (Fig. 1d). Las 
dimensiones de la placa se establecieron conside-
rando la mayoría de los soportes para muestras de 
los equipos de microscopía; las dimensiones de las 
perforaciones se establecieron considerando las di-
mensiones de los cubreobjetos de fácil adquisición 
y en vista de la importancia del sellado final de la 
muestra. El material de la placa se seleccionó por su 
resistencia y capacidad de mecanización y moldeo.
El corte inicial de la placa de acrílico se realizó con 
una pulidora (amoladora) angular Bosch 4. ½” GWS 
7-115, hasta obtener la forma cuadrada de las
dimensiones señaladas anteriormente. Las perfo-
raciones se obtuvieron con un tubo metálico de 20
mm de diámetro calentado previamente al rojo vivo.
Los bordes exteriores e interiores de la estructura
resultante se pulieron utilizando una lija de agua
de grano 400, de tal manera que los acabados de la
placa y de las perforaciones quedaron lisos. La placa
perforada se preparó para montar el dispositivo en
condiciones de esterilidad. Los cubreobjetos fueron
adheridos por una cara de la placa con soldadura
plástica Ceys™ para plásticos duros.

Montaje de la muestra
Una vez elaborado el dispositivo, se utilizaron 
pinzas de disección para colocar los fragmentos 
frescos de la microbialita en interior de los pozos 
formados por las perforaciones y el cubreobjetos, 
cuidando que la parte que se deseaba observar 
quedara en contacto con el cubreobjetos. El frag-
mento se seleccionó al microscopio estereoscópico 
de modo que contuviera la sección de interés y 
buscando un tamaño menor a la capacidad de la 
perforación del dispositivo (Figura 1b).
Posteriormente, se cubrió el fragmento con una 
solución estéril y aún líquida, de agua-agar al 1%, 
a una temperatura entre 40 y 50 °C de tal manera 
que se evitó la formación de burbujas o huecos de 

aire en torno al fragmento, con el volumen suficien-
te para que el pozo quedara lleno hasta el borde.
Antes de la solidificación del agua-agar, se selló 
cada pozo con un cubreobjetos cuadrado de 22 x 
22 mm, de grosor No. 1, evitando también la forma-
ción de burbujas. Para impedir la contaminación y 
la contracción del agua-agar por desecación, se re-
cubrió el contorno del cubreobjetos con barniz de 
uñas transparente. Terminando todo el sellado, el 
dispositivo se manipuló en condiciones normales 
y se mantuvo a 4 °C hasta unos minutos antes de 
su observación, con el fin de disminuir la actividad 
metabólica de las células y evitar una posible gene-
ración de burbujas en la superficie del fragmento.

Observación al microscopio
La documentación de las poblaciones y células 
vivas de las microbialitas puede ser realizada a 
través de diferentes microscopías: estereoscópica, 
fotónica, de epifluorescencia y confocal (Figs. 2 y 3), 
teniendo en cuenta, para estas últimas, los interva-
los de excitación y emisión de la fluorescencia de 
los pigmentos fotosintéticos de las microalgas de 
interés. Couradeau et al. (2015) presentan los picos 
de absorción y fluorescencia para los principales 
pigmentos fotosintéticos de cianoprocariontes 
en estado puro, a pH 7 (Cuadro 1) y pueden ser 
utilizados como referencia si se tiene en cuenta 
que la fluorescencia puede variar en vivo y que 
usualmente los picos de absorción y fluorescencia 
tienen un intervalo de más de 100 nm. En el cuadro 
1 indicamos estos picos y los intervalos utilizados 
en otros trabajos con organismos vivos.

Discusión del método propuesto
El uso de diferentes técnicas microscópicas repre-
senta valiosas herramientas para el estudio de las 
comunidades microalgales que frecuentemente se 
encuentran en forma de agregados celulares o for-
mando tapetes sobre las microbialitas (Couradeau 
et al. 2015). En este sentido, el uso del soporte de 
muestras que presentamos, nos proporcionó una 
opción eficiente para la obtención de imágenes en 
estos equipos, porque permite una examinación 
no destructiva; además los elementos utilizados, 
tanto los materiales del dispositivo como el medio 
de montaje, no obstruyen la identificación de la 
autofluorescencia de los organismos (Neu et al. 
2004) y de minerales (MacRae & Wilson 2008), lo 
que posibilita distinguirlos para estudiar la relación 
entre las poblaciones de microalgas y la fase lítica 
de las microbialitas (Fig. 2).
La elaboración del dispositivo implicó tomar en 
cuenta la sencillez en su elaboración, la estabi-
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lidad de la muestra, la facilidad de trasportarla, 
su versatilidad en el uso de distintos equipos de 
microscopía y el cuidado necesario para realizar 
observaciones adecuadas. 
El dispositivo que proponemos aquí está fabrica-
do con acrílico, un material fácil de conseguir y 
con alta resistencia, ligereza y maniobrabilidad. 
Al montar los fragmentos de microbialitas en el 
dispositivo vacío, es posible acomodar la muestra 
de tal forma que el área de interés se encuentre 
más cercana al cubreobjetos inferior (a través del 
cual se realiza la observación), lo que corresponde 
con las recomendaciones de Waters (2007) para la 
observación de material vivo en microscopía con-
focal. El que nuestra propuesta incluya dos pozos 
de montaje, permite tener de manera simultánea 
dos muestras listas para ser observadas sobre 
las platinas de los microscopios; lo que facilita la 
exploración de muestras al aumentar el tiempo 
efectivo de observación en los microscopios. No 
obstante, el dispositivo puede ser ajustado a uno 
o más pozos. La manufactura del dispositivo por 
lo tanto obedece a la necesidad de cada investiga-
dor. Las medidas que proponemos aquí resultaron 
efectivas para el montaje de fragmentos idóneos 
de microbialitas y la utilización del dispositivo en 
los diferentes microscopios fotónicos, con o sin 
epifluorescencia y sin que las distancias entre las 
platinas y los objetivos fueran un impedimento 
para lograr un buen enfoque (Nikon 80i tiene un 
intervalo de movimiento de la platina de 27 mm; 
Nikon OptiPhot-2, tiene un intervalo de 29 mm).
Debido a que la preparación y montaje de las 
muestras en microscopía confocal tiene un grado 
de dificultad mayor que en microscopía fotónica y 
de epifluorescencia (Pawley 2000), buscamos cum-
plir con los cuidados requeridos para el uso de esta 
microscopía en el método propuesto. Las precau-
ciones que deben ser consideradas en la prepara-
ción y observación del material vivo en microscopía 
confocal han sido detalladamente expuestas por 
Waters (2007), quien precisa que lo elemental para 
una localización y cuantificación adecuada de la 
fluorescencia es la obtención de imágenes de la 
mayor calidad posible. Así, un aspecto importante 
es el establecimiento de las condiciones adecuadas 
para el mantenimiento de las células y su fluores-
cencia durante su observación, a la par de un mon-
taje adecuado en relación con el tipo de micros-
copio utilizado. Usualmente, la estabilidad en la 
temperatura, la hidratación y el flujo de nutrientes 
es requerido para el mantenimiento de las células 
durante su observación en vivo (Waters 2007). En 
este caso, el método que proponemos permite el 

mantenimiento de los organismos a temperatura 
ambiente sin alterar su relación entre ellos y la fase 
lítica de las microbialitas y en una condición sufi-
ciente de humedad al estar incluidas en agua-agar, 
lo que resuelve estos problemas. 
Algunos autores (Diaspro et al. 2006) hacen hin-
capié en que la observación y obtención de imá-
genes de calidad, tiene que tomar en cuenta el 
decaimiento de la florescencia de los fluorocromos 
que usualmente ocurre tras su exposición a las 
longitudes de onda que los excitan, pues después 
de cierto tiempo, su capacidad fluorescente puede 
perderse completamente y corresponde a su blan-
queamiento. El observar los pigmentos fotosintéti-
cos de microalgas vivas permite tiempos de obser-
vación suficientes para la exploración y la captura 
de imágenes simples y secuenciales, ya que se ha 
calculado que para cianoprocariontes planctónicas 
el blanqueamiento de los pigmentos fotosintéticos 
ocurre alrededor de 45 minutos para longitudes 
de onda azules, de 120 minutos para longitudes 
de onda verdes y superiores a 24 horas para las 
longitudes de onda rojas (Sinha et al. 2002). Por lo 
tanto, el montaje que proponemos aquí permite el 
mantenimiento de la autofluorescencia de los pig-
mentos para la obtención de imágenes de calidad, 
sin contaminación de la muestra. En este sentido, 
la manipulación en condiciones de esterilidad es 
para evitar que algún material alóctono pudiera 
alterar las observaciones.
Existen, además de la preparación y el montaje 
de las muestras, ciertas restricciones a conside-
rar para la obtención de imágenes de calidad en 
microscopía confocal, como la captación de abe-
rraciones esféricas (Inoué 2006; Waters 2007) que 
provocan una elongación axial y una asimetría de 
las imágenes. Para evitar o disminuir estas abe-
rraciones, es necesario mantener una constancia 
entre el índice de refracción del medio en el que se 
encuentra el espécimen y el medio de inmersión 
del objetivo utilizado, a la par de un cubreobjetos 
de grosor adecuado a las características de los 
objetivos utilizados (Waters 2007). Para resolver 
estas restricciones, sugerimos la inclusión de las 
microbialitas en agua-agar al 1%, el uso de un len-
te seco o preferiblemente de inmersión en agua, y 
un cubreobjetos de grosor No. 1 (0.13 a 0.16 mm 
de espesor) o No. 1.5 (0.16 a 0.19 mm de espesor), 
que coincida con las especificaciones del lente em-
pleado (en este caso utilizamos UPLFLN 10x con 
apertura numérica de 0.30).
Finalmente, si bien es cierto que este dispositivo 
se fabricó con la intención de contener muestras 
de microbialitas, no se descarta su uso para otras 



62Cymbella  2  Núm. 3 (2016)

estructuras o sustratos opacos como rocas prove-
nientes de cavernas o muestras de suelo en donde 
las células algales pueden ser evidentes por autoflo-
rescencia. Igualmente, el uso de material fijado y de 
fluorocromos para el marcaje y observación de es-
tructuras particulares puede ser explorado en fun-
ción del tipo de investigación a realizar. Además, el 
dispositivo puede ser empleado en otras disciplinas 
(médicas y odontológicas) e incluso podría ser utili-
zado en la sujeción de muestras para la obtención 
de imágenes tomográficas ya que permite la estabi-
lidad de la muestra en un medio de baja densidad.

CONCLUSIONES
El diseño de este dispositivo de montaje permite: 
1) el estudio de un volumen suficiente de muestras 
de microalgas vivas de microbialitas sin pérdida de 
células o alteración del arreglo 3D de la comuni-
dad; 2) la pronta exploración de las muestras; 3) 
la estabilidad necesaria de las muestras durante 
su traslado para el uso de distintos equipos de 
microscopía y 4) la obtención de imágenes de 
buena calidad en distintas microscopías, cuando 
es acompañado de un montaje adecuado para las 
especificaciones técnicas de los microscopios.
Debido a la versatilidad del dispositivo de montaje, 
es posible ampliar su uso al estudio de otras estruc-
turas opacas y no sólo células con pigmentos au-
tofluorescentes, al usar fluorocromos particulares.
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Cuadro 1. Pigmentos autofluorescentes y los intervalos de absorbancia y fluorescencia que han sido propuestos para 
su observación.

Pigmento Absorbancia máxima (nm) Fluorescencia máxima (nm) Referencia

Clorofila a
[430 – 450] 485 y 730 Rost (1995)

430 668 Couradeau et al. 2015

Ficobilinas
561 [570 – 615] Ramírez et al. 2010

561 [585 – 625] Zippel & Neu 2011

Aloficocianina 647 660 Couradeau et al. 2015

Ficocianina

630 660 Rost 1995

633 685 Papineau et al. 2005

610 643 Couradeau et al. 2015

Ficoeritrocianina 590 [607 – 610] Couradeau et al, 2015

Ficoeritrina

540 [650 – 660] Rost 1995

543 570 Papineau et al, 2005

572 581 Couradeau et al. (2015)

Ficoeritrina tipo I 564 573 Couradeau et al. 2015
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Figura 1. Dispositivo para soporte de muestras. a) Esquema en el que se indican las medidas. Las líneas punteadas 
muestran la localización de los cubreobjetos que sellan un lado de las perforaciones; b) Acercamiento de las perfora-
ciones de 20 mm de diámetro, mostrando la colocación de un fragmento de microbialita; c) Llenado de las perforacio-
nes con agua-agar; d) Fotografía de la placa terminada. La línea oscura muestra el margen de un cubreobjetos largo 
que también puede ser empleado. 
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Figura 2. Microfotografías de un fragmento de microbialita (Lago Atexcac, material original) montado en el soporte 
de muestras que aquí proponemos. a) Microscopía estereoscópica (Nikon SMZ1500). Se observan los talos de las 
microalgas (en verde) en estrecha relación con la fase lítica; b) Microscopía fotónica (Nikon Optiphot-2) con iluminación 
extra lateral. Son evidentes los talos de organismos cocoides (cianoprocariontes); c) Microscopía de epifluorescencia 
(Nikon Optiphot-2 con lámpara de mercurio y con un filtro de paso de banda de 365 nm, un espejo dicroico de 420 nm, 
y un filtro de barrera de corte de 418 nm para fluorescencia de clorofila a). Se muestran células de cianoprocariontes 
cocoides; d) Microscopía confocal (Olympus FV1000 multifotónico Upright BX61WI con un lente UPLFLN 10x con 
apertura numérica de 0.30). Las microalgas son evidentes al interior de la microbialita por la fluorescencia de sus 
pigmentos fotosíntéticos (en rojo). El material fue excitado con láseres a 405, 488 y 635 nm y la fluorescencia fue 
recabada en los intervalos 425-475 nm (azul), 500-600 nm (verde) y 655-755 nm (rojo).
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Figura 3. Micrografías confocal (Olympus FV1000 multifotónico Upright BX61WI con un lente UPLFLN 10x con apertura 
numérica de 0.30) de un fragmento de microbialita (Lago Atexcac, material original). Las microalgas son evidentes al 
interior de la microbialita por la fluorescencia de sus pigmentos fotosíntéticos (en rojo), en azul es evidente la autofluo-
rescencia de una molécula posiblemente mineral. El material fue excitado con láseres a 405 y 635 nm y la fluorescencia 
fue recabada en los intervalos 425-475 nm y 655-755 nm. a) Imagen compuesta por la fluorescencia en ambos interva-
los; b) Fluorescencia en 425-475 nm (azul); c) Fluorescencia en 655-755 nm (rojo); d) Imagen del fragmento en campo 
claro; e) Fusión de la imagen de fluorescencia compuesta con la del campo claro.
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