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RESUMEN 
 

Las actividades antropogénicas que destacan porque han generado mayor 
contaminación en sistemas de agua son la producción agrícola, la industria y la 
urbanización.  Entre los nutrientes de mayor interés debido a sus efectos nocivos 
en dichos sistemas se encuentran el fósforo y el nitrógeno; que producen el 
fenómeno conocido como eutrofización, el cual puede poner en riesgo la salud 
humana, la biodiversidad y la sostenibilidad de los ecosistemas. Por lo tanto, estos 
sistemas requieren de algún tratamiento para eliminar o disminuir los nutrientes a 
concentraciones aceptables antes de la descarga.  

En la actualidad la utilización de fotobiorreactores con microalgas presenta una 
alternativa económicamente viable a los métodos aeróbicos convencionales para el 
tratamiento de aguas residuales. 

En esta investigación se aislaron seis cepas de microalgas de muestras de 

aguas residuales de Marín, Nuevo León, identificadas como Chlorella vulgaris, 

Asterococcus limneticus, Chlorella colonialis, Mesotaenium sp., Synechoccus sp. y 

Coccomyxa sp. De ellas se seleccionaron y cultivaron en un fotobiorreactor con 

medio Bristol modificado para dos ensayos enfocados en él estudió del crecimiento 

y remoción de nutrientes; mientras que en un tercer ensayo se empleó agua residual 

de la laguna de oxidación previamente clorada, como medio de crecimiento y para 

remoción de nutrienteslas cepas de C. vulgaris y A. limneticus, dichas cepas fueron 

seleccionadas debido a su capacidad de floculación, dominancia y rápido 

crecimiento. 

En el ensayo uno se registraron el crecimiento celular de las cepas y la remoción 

de PO4
3- y NH4

+ durante 20 días, de esta manera A. limneticus presento un 

crecimiento promedio de 1.05x1016 células mL-1 con promedios finales de remoción 

de 89.1% y 88.3% para PO4
3- y NH4

+ respectivamente y Chlorella vulgaris presentó 

un promedio de 4.73x106 células mL-1 con una remoción promedio final de 16 % 

para PO4
3- y 90% para NH4

+. 

En el ensayo dos, se registraron el crecimiento celular de las cepas, producción 

de biomasa y la remoción de PO4
3- y NH4

+ durante 20 días donde, Chlorella vulgaris 

presentó un crecimiento promedio final de 7.50x106 células ml-1 y 0.51 g l-1 de 

biomasa con una remoción promedio final de 61% para PO4
3- y 100% para NH4

+, 

mientras que Asterococcus limneticus presentó un crecimiento promedio final de 

8.64x106 células ml-1 y 0.69 g l-1 de biomasa y una remoción final de 82% para PO4
3-  

y 94% para NH4
+. 

En el ensayo tres Asterococcus limneticus alcanzó una densidad promedio final 

de 8.64x106 células ml-1 y 0.69 g l-1 de Biomasa con una remoción promedio final de 

82% para PO4
3- y 94% para NH4

+, mientras que Chlorella vulgaris obtuvo 7.50x106 

células ml-1 y 0.51 g l-1 de biomasa con una remoción promedio final de 61% para 

PO4
3- y 100% para NH4

+.  
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ABSTRACT 
 

Agricultural, industrial, and urban activities are major sources of contamination in 

aquatic systems, with phosphorus and nitrogen being critical nutrients that promote 

eutrophication. This research explores the use of photobioreactors with microalgae 

as an economical alternative for treating wastewater loaded with these nutrients. 

Six strains of microalgae were isolated from wastewater in Marín, Nuevo León, 

identifying Chlorella vulgaris and Asterococcus limneticus for their flocculation ability 

and rapid growth. In 20-day trials, cell growth and removal of PO₄³⁻ and NH₄⁺ were 

evaluated. Asterococcus limneticus showed an average growth of 1.05x10⁶ cells 

mL⁻¹ with final removal rates of 89.1% for PO₄³⁻ and 88.3% for NH₄⁺, while Chlorella 

vulgaris reached 4.73x10⁶ cells mL⁻¹ with removal rates of 16% and 90%, 

respectively. 

Further studies evaluated growth, biomass production, and nutrient removal. 

Chlorella vulgaris showed an average growth of 7.50x10⁶ cells mL⁻¹ and 0.51 g L⁻¹ 

of biomass, with final removal rates of 61% for PO₄³⁻ and 100% for NH₄⁺. 

Asterococcus limneticus reached 8.64x10⁶ cells mL⁻¹ and 0.69 g L⁻¹ of biomass, with 

removal rates of 82% and 94%, respectively. 

This study highlights the importance of microalgae, particularly Asterococcus 

limneticus and Chlorella vulgaris, as effective agents for treating nutrient-laden 

wastewater, emphasizing their growth capacity and key contaminant removal. These 

results underscore the viability of photobioreactors to improve water quality and 

mitigate the impacts of eutrophication in aquatic ecosystems. 
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INTRODUCCIÓN 
 

La constante necesidad de recursos por el aumento de la población humana ha 

causado un impacto considerable y constante en los diversos ecosistemas que 

conforman el planeta Tierra. En años recientes, se ha descubierto que el mal manejo 

de los recursos naturales tiene un fuerte impacto negativo no solo en la economía 

si no en un indicador más importante para el desarrollo humano, el de la salud. 

(Bergougui y Mansoob Murshed, 2023). Por lo que el manejo sostenible de los 

recursos naturales es fundamental para evitar problemas como la escasez de agua, 

la degradación de los suelos o la baja productividad agrícola y ganadera, así como 

el planteamiento de estrategias de tratamiento o remediación son necesarias para 

resolverlos (Anantha et al., 2021). En este sentido, los recursos presentes en la 

atmósfera, el suelo y el agua, resultan sensibles a la explotación y la contaminación. 

La atmófera de nuestro planeta, se ve afectada por contaminantes primarios como 

los óxidos de azufre, carbono y nitrógeno, los cuales, después de reacciones 

químicas y fotoquímicas se transforman en contaminantes secundarios (como 

H2SO4, O3, CH4 o peroxiacetilnitrato), además estudios recientes exponen la 

presencia de contaminantes emergentes derivados de sustancias 

perfluoroalquiladas, tensoactivos, productos de cuidado personal, compuestos 

farmacéuticos y drogas licitas e ilícitas, que tienen efectos negativos en personas, 

animales y plantas (Barroso et al., 2019). Considerando que las emisiones de 

dióxido de carbono (CO₂) se han incrementado en los últimos años y han sido 

asociadas a graves impactos negativos en el ambiente, como incremento del efecto 

invernadero y la acidificación del océano (Romero-Freire et al., 2024), es importante 

buscar alternativas para reducir la concentración de este y una de ellas es su 

aprovechamiento. 

Por otro lado, el suelo, que aporta materiales que son básicos para el 

sostenimiento y desarrollo del ser humano, se ve afectado por la urbanización e 

industrialización, la alta demanda de alimentos y la agricultura, lo que resulta por un 

lado en la acumulación de metales pesados y por otro, en la degradación ecológica 

masiva, generando zonas muertas alrededor del mundo, eutrofización, infertilidad y, 

en consecuencia, pérdida de biodiversidad (Correll, 1998; Liu et al., 2022) 

Al igual que la contaminación de la atmósfera y el suelo, la contaminación del 

agua es considerada un problema mundial desde la perspectiva social. La calidad 

del agua se ve afectada por el desarrollo urbano, la agricultura y la industria que 

aportan grandes cantidades de fosfato y amonio (Florescu et al. 2010), además de 

otros tipos de contaminantes que tienen efectos nocivos sobre el agua, por ejemplo, 

los contaminantes del tipo stock que incluyen a los químicos sintéticos, plásticos no 

biodegradables, y metales pesados que tienen la característica de acumularse con 

el paso del tiempo, incrementándose a la par sus efectos nocivos sobre la calidad 

del agua; similar es el caso de contaminantes como el dióxido de carbono, que tiene 

efectos nocivos cuando aumenta su cantidad en el agua(Anon 2012.) 
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Problemas como la eutrofización, que es consecuencia de altas cantidades de 

fósforo y nitrógeno en ríos y lagos, generan efectos adversos en los ecosistemas 

como son los florecimientos algales (“algal blooms” en inglés) que son crecimientos 

abruptos del fitoplancton en aguas continentales o marinas comúnmente asociados 

con el deterioro de la calidad del agua y en el caso de, mareas rojas, con la muerte 

de organismos acuáticos (Fink et al., 2018). 

Derivado de lo antes mencionado y siguiendo los objetivos del desarrollo 

sustentable impuesto por la Organización de las Naciones Unidas, en su objetivo 

número seis, donde menciona que se debe garantizar la disponibilidad de agua y 

su gestión sostenible, así como el saneamiento para todos; las investigaciones 

científicas han buscado maneras de remediar los ecosistemas contaminados, 

algunas de ellas están enfocadas en la remediación de aguas con altas cantidades 

de nitrógeno y amonio, ya que hasta el 2012, el tratamiento convencional de aguas 

residuales que realiza la remoción de contaminantes orgánicos, amonio y 

ortofosfato, deriva en aguas que permanecen con altos niveles de estos compuestos 

(Boonchai et al., 2012). 

En las últimas décadas se han propuesto y desarrollado métodos innovadores 

para la remoción de estos compuestos, entre ellos las microalgas verdes. Las 

microalgas, son organismos unicelulares fotosintéticos, responsables de la mitad de 

la producción mundial anual de O2, tienen una estructura simple y altos niveles de 

producción en términos de biomasa (Ashokkumar et al., 2014) ya que son capaces 

de asimilar CO₂ atmosférico y con la luz lo transforman en biomasa. Además de 

estos dos, otros factores importantes para su desarrollo son el pH, la alcalinidad, la 

densidad celular y la presencia de otros microrganismos (Richmond & Hu, 2013) 

(Markou y Georgakakis, 2011). Al igual que las cantidades adecuadas de 

macronutrientes como carbono, fósforo, nitrógeno, magnesio, calcio, sulfuro y 

micronutrientes como zinc, hierro, magnesio y cobre, entre otros (Morais et al., 

2022; Procházková et al., 2014; Richmond & Hu, 2013)  

Dichas características las vuelven una opción atractiva, viable y sustentable para 

la producción de comida y combustible (Schoepp et al., 2014), así como para su uso 

en el tratamiento de aguas residuales con altas cantidades de fósforo y amonio.  

Algunos de los compuestos químicos que se extraen de las microalgas 

dependen del proceso fotosintético. Por lo tanto, la producción de estos compuestos 

naturales requiere de tecnología nueva e innovadora, como los sistemas cerrados 

de producción intensiva, en donde se pueden controlar parámetros físicos y 

químicos y garantizar la alta calidad de los productos (Carlozzi, 2008). Se sabe 

además que adicionar aire atmosférico enriquecido con CO₂ puede ayudar a 

promover la división celular. Por lo que en los últimos años se ha investigado la 

manera de utilizar microalgas para la eliminación de este gas atmosférico 

utilizándolo como nutrientes, en cultivos en reactores tubulares, planos, de bolsas, 

en sistemas batch, tanto a nivel laboratorio como al aire libre. los fotobiorreactores 

los mayormente utilizados en los laboratorios. 



  5 
 

Un fotobiorreactor es un recipiente que contiene medio de cultivo formulado a 

base de sales minerales e incorpora algún tipo de fuente de luz para proporcionar 

energía fotónica para que la fotosíntesis se realice, por lo que un recipiente 

transparente podría considerarse como un fotobiorreactor, pero el término es 

comúnmente utilizado para describir un sistema cerrado, en el que el cultivo de 

microalgas no interactúa con el ambiente, evitando contaminación con otros 

microorganismos y perdida de CO2, además permite controlar la temperatura y su 

aireación. A estos sistemas cerrados se les debe agregar un medio de cultivo que 

garantice el óptimo crecimiento de las microalgas o que se cumplan los objetivos 

del ensayo (Chisti, 2008; Pulz, 2001). 

Los fotobiorreactores cerrados pueden ser construidos o desarrollados con 

diferentes formas dependiendo de las necesidades de la investigación o proceso de 

producción, encontrando así, formas tubulares, planos, bolsas, sigmoidal, etc., uno 

de los más utilizados son los planos verticales ya que necesitan menos espacio y 

sufren menor pórdida de agua por evaporación. Por otro lado, su construcción 

puede resultar costosa, debido a los materiales que se utilizan como el vidrio, PVC, 

plexiglás, madera, cableado, iluminación, sensores, etc. (Pulz, 2001). 

Es importante señalar que la eficiencia de los tratamientos de aguas residuales ricas 

en fosfatos y amonio con microalgas normalmente decrece a bajas temperaturas. 

Se ha observado que usando un microcosmos simbiótico formado por Ch. 

sorokiniana y R. basilensis, la eficiencia de remoción se puede duplicar cuando la 

temperatura aumenta desde los 25 a los 30º C (Muñoz y Guieysse, 2006). 

Por lo anterior la presente investigación propone la construcción y 

caracterización de un fotobiorreactor a nivel laboratorio para la producción de 

microalgas nativas aisladas de Marín, N.L., utilizando medio Bristol modificado y 

agua residual tratada, como fuente de nutrientes; con el objetivo de reducir el 

amonio (NH₄+) y ortofosfato (PO₄3-) de dicha composición. 
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HIPÓTESIS 
 

Las microalgas aisladas de aguas residuales de lagunas de oxidación son 

capaces de asimilar nutrientes como el fósforo y el amonio, generando así biomasa 

a diferentes tasas de producción. 

OBJETIVOS 

1.1 Objetivo General 

 

Aislar microalgas de agua residual de una laguna de oxidación que recibe los 

efluentes municipales del área urbana de Marín, N.L. para evaluar la remoción de 

ortofosfato y amonio, así como la producción de biomasa en un fotobiorreactor plano 

vertical. 

 

1.1.1 Objetivos Específicos 

 

-Aislar microalgas de efluentes municipales de Marín, N.L. 

-Construir y caracterizar fotobiorreactores del tipo plano vertical. 

-Determinar la cantidad de Biomasa producida en el fotobiorreactor. 

-Calcular los porcentajes de remoción de amonio y fosfato. 

-Determinación las tasas de producción.  

REVISIÓN DE LITERATURA 
 

2.1 Tratamiento de Agua Residual 

 

El tratamiento de agua residual se lleva a cabo en 3 etapas conocidas como 

primaria, secundaria y terciaria, implementando procedimientos físicos, químicos y 

biológicos. Durante el tratamiento primario se elimina lo que precipita o asienta 

fácilmente, mientras que el tratamiento secundario implica procesos físicos y 

biológicos que degradan la materia orgánica presente en las aguas residuales, la 

cual se oxida y origina efluentes ricos en nitrato y ortofosfato que dan lugar a la 

eutrofización y a largo plazo problemas ambientales (Rambabu et al., 2021).  Por 

su parte el tratamiento terciario es un proceso progresivo que busca reducir los 
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nitratos, fosfatos y materia orgánica, para generar efluentes limpios que puedan ser 

descargados en cuerpos de agua (Mohamed, 2008). 

Las algas verdes, son utilizadas para reducir efluentes con nitratos y fosfatos, ya 

que son un vasto grupo de organismos fotosintéticos, distribuidos en la biosfera, 

que crecen bajo una amplia variedad de condiciones desde acuática (agua dulce a 

salinidad extrema) hasta terrestre. Las de organización más simple, tienen la 

capacidad de realizar fotosíntesis en una sola célula, por lo que son fáciles de utilizar 

para la producción de biomasa y la efectiva generación de metabolitos, en un corto 

periodo de tiempo comparado con las plantas. Sus principales componentes son un 

núcleo bien definido, pared celular, pirenoide, estigma, flagelos, cloroplasto con 

clorofila y otros pigmentos y una región densa que contiene gránulos de almidón en 

su superficie. La reproducción es generalmente por división binaria, con tiempos de 

duplicación de 8 a 24 horas (o más). La reproducción sexual ocurre por isogamia, 

heterogamia u oogamia dependiendo del grupo taxonómico y puede aumentar el 

número de células si es seguida por esporulación o producir cigosporas, 

clamidosporas u otro tipo de esporas resistentes. Se estima que existen cerca de 1, 

000,000 de especies de algas (Richmond & Hu, 2013), pero los registros más 

actuales suman 50,589 especies, de las cuales 6851 son verdes (Guiry, 2024). 

Durante el proceso de la fotosíntesis, las microalgas fijan el CO₂ para transformarlo 

en azúcar, usando luz y agua como energía y fuente de electrones, 

respectivamente: 

CO₂ + H₂O + luz         (CH₂O)n + O₂ 

     Se sabe que la fijación del CO2 está influenciada por la temperatura, que si es 

muy alta la atmósfera puede contener NOx y SOx que pueden afectar la fijación del 

mismo, el cual se encuentra a 390 ppm en un nivel atmosférico normal. Otro 

parámetro importante para la fotosíntesis es el pH, que no debe decrecer de 7 ni 

sobrepasar de 9. Por otro lado, una óptima intensidad de luz es necesaria para la 

fijación de CO2 y producción de biomasa, la cual puede variar entre 30 a 45 W/m2 

(140-210 μE m-2s-1)(Kumar et al., 2011) por ejemplo Khalili et al., (2015). reporta que 

para Chlorella sp y Scendesmus sp, la cantidad de luz adecuada es de 200 μE m-

2s-1. 

     Y finalmente dos de los nutrientes más importantes para el óptimo crecimiento 

de las microalgas son el nitrógeno y el fósforo, presentes en el agua. 

Por lo que al momento de cultivar microalgas tanto a nivel laboratorio como al aire 

libre, hay cinco parámetros muy importantes: luz, pH, temperatura, suplementación 

de dióxido de carbono y concentración de nutrientes (Chen et al., 2015).  
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2.2 Aguas Residuales 

 

Las aguas residuales se definen, según la Ley de Aguas Nacionales de México, 

como “aguas de composición variada provenientes de las descargas de usos 

público urbano, doméstico, industrial, comercial, de servicios, agrícola, pecuario, de 

las plantas de tratamiento y en general, de cualquier uso, así como la mezcla de 

ellas” (DOF 24-03-2016). Estas aguas reciben contaminantes de diferentes fuentes 

de emisión, así como en diferentes cantidades lo cual dependerá del estilo de vida, 

tipo de tecnologías y tipo de producción que posea la zona emisora (Gray, 2004). 

Lo que la vuelve una compleja combinación de materiales orgánicos e inorgánicos 

y compuestos artificiales. Donde podremos encontrar, microorganismos, materiales 

orgánicos biodegradables, materiales orgánicos como detergentes, pesticidas, 

aceites, grasas, fenoles, solventes, colorantes, nutrientes como nitrógeno, fósforo y 

amonio, metales como Ni, Pb, Hg, Cd, Cr y Cu, materiales inorgánicos como ácidos 

y bases (Henze et al., 1997). 

Las aguas residuales generadas por la actividad humana son recolectadas 

diariamente por el sistema de alcantarillado que lo conduce a la planta de 

tratamiento de aguas residuales o al punto de disposición final (Rojas, 2002). Dichos 

sistemas de recolección pueden o no contar con plantas de tratamiento, por lo que 

en países en desarrollo donde comúnmente no se cuenta con ellas, las aguas 

residuales se descargan directamente al medio natural, donde gracias a las propias 

condiciones del cuerpo receptor puede generarse una autodepuración, a través de 

procesos químicos y biológicos, siendo este un proceso limitado, donde no se puede 

degradar la materia orgánica en exceso. Es por esto por lo que los medios naturales 

se ven afectados por la contaminación que ocasiona desequilibrio ecológico, 

impacto ambiental y a la salud (Noyola et al., 2013).  

Por lo tanto, en la planeación de un sistema de tratamiento de aguas residuales se 

deben considerar los recursos económicos, disponibilidad de herramientas técnicas 

y profesionistas, así como las características del agua, las cuales dependerán del 

caudal, el tipo de contaminantes y su concentración, así como los criterios de 

descarga del efluente tratado y si ira a un cuerpo receptor o si esta agua tendrá otro 

uso (Noyola et al., 2013). Además, considerando que el objetivo del tratamiento 

incluye la remoción de nutrientes, la demanda bioquímica de oxígeno, solidos 

suspendidos, nutrientes y coliformes, es importante también considerar el impacto 

social y económico que produce la instalación de una planta de tratamiento (Abdel-

raouf, 2012) y de esta manera proteger la Salud Pública y el Medio Ambiente. En 

conclusión, al liberar las aguas en un cuerpo natural como mares, ríos o lagos, es 

necesario realizar un tratamiento para evitar enfermedades causadas por 

microorganismos patógenos en personas que entren en contacto con esas aguas, 

así como para proteger el equilibrio ecológico y la conservación de la fauna y flora 

presentes en el cuerpo receptor (Noyola et al.,2013). Por lo que el tratamiento se 

divide en diferentes fases que permiten lograr estos objetivos, la primera es 

conocida como tratamiento preliminar donde se eliminan materiales sólidos grandes 
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que puedan obstruir las siguientes fases del tratamiento, seguido por el tratamiento 

primario donde pasan a tanques de sedimentación, ahí se eliminan los sólidos 

sedimentables por gravedad, posteriormente en el tratamiento secundario el 

objetivo es reducir la demanda bioquímica de oxígeno, realizado por una población 

mixta de bacterias heterótrofas que usan la materia orgánica para su crecimiento, 

estos organismos se mantienen en suspensión mediante la agitación mecánica o 

mezcla de aire por difusores, posteriormente en el tratamiento terciario el objetivo 

es la eliminación de iones orgánicos, lo que puede lograrse biológica o 

químicamente (Abdel-raouf, 2012; Christenson and Sims, 2011; Gray, 2004; Kott et 

al., 1974). 

 

2.3 Tratamiento de Agua Residual México 

 

         En México desde el año 2000 el tratamiento de aguas residuales ha sido tema 

prioritario, logrando aumentar el porcentaje de agua residual tratada de un 26 a un 

36% en los últimos años (De La Peña et al., 2013), ya que si no son tratados los 

contaminantes en dichas aguas pueden implicar un riesgo para la salud, el ambiente 

e integridad de los ecosistemas. En nuestro país la Comisión Nacional del Agua es 

la autoridad responsable de este recurso, quien ha reportado que en el 2012 la 

cobertura de alcantarillado alcanzaba un 90.5% lo cual significa que el agua captada 

por estas alcantarillas es la que recibe tratamiento y representa aproximadamente 

un 47.5% de las aguas captadas (Peña et al., 2013; CONAGUA, 2014). Por esto, 

en México, la secretaria de Medio Ambiente y Recursos Naturales formuló el 

programa sectorial de medio ambiente y recursos naturales, donde plantea la 

planeación hídrica con el objetivo de revertir los problemas ambientales del país, 

aunado al marco normativo que se encarga de regular las descargas de aguas 

residuales a los cuerpos receptores a través de las siguientes normas: 

        Norma Oficial Mexicana NOM-001-Semarnat-1996, que establece los límites 

máximos permisibles de contaminantes en las descargas de aguas residuales en 

aguas o bienes nacionales (DOF, 1997). Norma Oficial Mexicana NOM-002-

Semarnat-1996, que establece los límites máximos permisibles de contaminantes 

en la descarga de aguas residuales a los sistemas de alcantarillado urbano o 

municipal (DOF, 1998). Norma Oficial Mexicana NOM-003-Semarnat-1997, que 

establece los límites máximos permisibles de contaminantes para las aguas 

residuales tratadas que se reúsen en servicios públicos (DOF, 1998). Norma Oficial 

Mexicana NOM-004-Semarnat-2001, que establece las especificaciones y límites 

máximos permisibles de contaminantes en lodos y biosólidos para su 

aprovechamiento y disposición final (DOF, 2003). Publicada el 15 de agosto de 2003 

(DOF, 1998; DOF 2020).  

El artículo 115 constitucional menciona que los municipios se encargan de prestar 

servicio de agua potable y saneamiento a la población, pero se carece de 
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capacidades técnicas y de gestión; en México la descarga de aguas residuales de 

origen urbano proviene de viviendas, edificios públicos y de la escorrentía urbana 

que se colecta en el drenaje, la cual ha aumentado en los últimos años debido al 

aumento de población y la economía (Jiménez et al., 2010) al punto que este evento 

actualiza la NOM-001-SEMARNAT-1996, renovando aspectos técnicos que ya no 

cumplía y la NOM-001-SEMARNAT-2021, menciona que deben ser modificados los 

limites permisibles de las descargas de las aguas residuales en los cuerpos 

receptores donde los principales contaminantes son el nitrógeno y fósforo, 

compuestos orgánicos, bacterias coliformes fecales, materia orgánica, entre 

muchos otros. En el 2019 en México, los centros urbanos descargaron 

aproximadamente 250.48 m3 s-1 de aguas residuales. Los estados con mayor 

descarga de aguas municipales fueron el estado de México, Ciudad de México, 

Veracruz, Nuevo León y Michoacán (CONAGUA, 2014; CONAGUA,2021). 

         En el país los procesos de tratamiento de aguas residuales municipales 

incluyen lodos activados, discos biológicos, filtros biológicos lagunas de 

estabilización, lagunas aireadas, filtros biológicos, primario, primario avanzado, 

reactor anaerobio de flujo ascendente (R.A.F.A.), reactor enzimático, tanque Imhoff 

y tanque séptico. A través de dichos sistemas, cada año se tratan 145,341.0 l/s 

(CONAGUA, 2011; CONAGUA,2021). 

          En el año 2012 se tenían registradas en el inventario nacional de plantas 

municipales de potabilización y de tratamiento de aguas residuales 2342 plantas en 

operación, con una capacidad de tratamiento de 140.14 m3 s-1; el caudal tratado en 

ese año fue de 99.75 m3 s-1, es decir, el 71% de la capacidad instalada y para 

diciembre del 2021 se registraron 2872 plantas en operación con una capacidad de 

145,341.0 l/s lo que se traduce en un importante incremento en la cobertura nacional 

de tratamiento de aguas de aguas residuales (CONAGUA, 2013;CONAGUA,2021). 

Desde el 2012 y hasta el 2021 el agua residual municipal de nuestro país ha recibido 

tratamiento secundario, principalmente a través de lodos activados en un 14 % y 

lagunas de estabilización en un 55.4%, estos tratamientos tienen una eficiencia de 

entre 80 y 90% de remoción de DBO5 (CONAGUA, 2014, CONAGUA, 2021). En 

Nuevo León se construyó en 1878 el primer sistema de agua entubada en 

Monterrey, el cual iba desde una acequia llamada de Las Quintas, al pie del Cerro 

del Obispado, hasta una fuente instalada en la plaza principal, donde la gente podía 

abastecerse de agua. Es hasta principios del siglo pasado, cuando se inicia la 

construcción de un moderno sistema de agua potable y drenaje sanitario, planeado 

para dar servicio a una población de 200 mil habitantes. En 1906, se constituye la 

Compañía de Agua y Drenaje de Monterrey (The Monterrey Water Works and Sewer 

Company, Limited) con sede en Toronto, Canadá. Desde entonces el estado de 

Nuevo León se ha ido adaptando a las necesidades de la población, resolviendo así 

problemas de abastecimiento y tratamiento. Actualmente, se cuentan 56 plantas 

municipales de tratamiento de aguas residuales en operación, con una capacidad 

instalada de 161,62 l/s, tratando un caudal de 12,387.5 I/s. los procesos utilizados 

en Nuevo León son los filtros biológicos, lagunas de estabilización y lodos activados 
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(CONAGUA,2021). En el área metropolitana de monterrey bajo la supervisión de 

Servicios de Agua y Drenaje de Monterrey, se tienen en operación tres plantas de 

tratamiento de aguas residuales, Dulces Nombres (5,000 l/s), Norte (2,500 l/s) y 

Noreste (500 l/s). Con el Proyecto Monterrey V, las plantas fueron ampliadas a 

7,500, 3,000 y 1,875 L/s respectivamente (Santa Rosa no se amplió), quedando 

actualmente la capacidad instalada en 12,575 l/s, además el programa de 

saneamiento se encuentra implementado también en los municipios del área 

foránea, a través de 50 Sistemas de Tratamiento de Aguas Residuales, que 

actualmente están en Operación, de los cuales 33 son Plantas de Tratamiento y 17 

Lagunas de Estabilización y están ubicadas en las cabeceras municipales y 

poblados importantes según la siguiente relación: 

 

Cuadro 1. Sistemas de tratamiento de aguas residuales en Nuevo León. 

PROCESO SISTEMA GASTO, L s-1 

 Diseño jun-18 
Lodos activados PTAR Allende 150.00 81.61 
Lodos activados PTAR Cadereyta 250.00 141.15 
Lodos activados PTAR Cadereyta2 140.00 74.95 
Lodos activados PTAR García 175.00 108.01 
Lodos activados PTAR Pesquería 25.00 16.65 
Lodos activados PTAR Pesquería 2 140.00 60.99 
Lodos activados PTAR Santiago 200.00 156.24 
Lodos activados PTAR Salinas Victoria 40.00 16.82 
Lodos activados PTAR San Antonio Allende 2.00 0.04 
Lodos activados PTAR San Miguel Interpuerto 50.00 29.59 
Lodos activados PTAR San Juan 5.00 1.91 
Lodos activados PTAR Terán 25.00 9.68 
Lodos activados PTAR Calles 5.00 0.98 
Lodos activados PTAR Montemorelos 75.00 72.52 
Lodos activados PTAR Linares 200.00 173.37 
Lodos activados PTAR China 28.00 9.59 
Lodos activados PTAR Montemorelos 2 140.00 48.89 
Lodos activados PTAR EL Fraile 5.00 0.21 
Lodos activados PTAR Anáhuac 50.00 36.63 
Lodos activados PTAR Abasolo 5.00 2.19 
Lodos activados PTAR Bustamante 10.00 6.55 
Lodos activados PTAR Colombia 10.00 1.63 
Lodos activados PTAR Higueras 5.00 3.88 
Lodos activados PTAR Mina 5.00 7.41 
Lodos activados PTAR Paras 5.00 1.48 
Lodos activados PTAR Sabinas 150.00 75.34 
Lodos activados PTAR Vallecillo 5.00 0.78 
Lodos activados PTAR Zuazua 350.00 169.63 
Lodos activados PTAR Arramberri 5.00 2.08 
Lodos activados PTAR Galeana 15.00 10.41 
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Lodos activados PTAR Iturbide 5.00 2.18 
Lodos activados PTAR La Ascencion 5.00 1.59 
Lodos activados PTAR Mier y Noriega 5.00 1.99 
Lodos activados PTAR Zaragoza 2.00 2.08 
Laguna oxidación Laguna Agualeguas 15.00 2.87 
Laguna oxidación Laguna Lampazos 15.00 2.00 
Laguna oxidación Laguna Cerralvo 25.00 21.70 
Laguna oxidación Laguna M. Ocampo 10.00 2.77 
Laguna oxidación Laguna Dr. Gonzalez 25.00 6.13 
Laguna oxidación Laguna Hualahuises 15.00 10.00 
Laguna oxidación Laguna Hidalgo 15.00 17.13 
Laguna oxidación Laguna El Carmen 20.00 16.67 
Laguna oxidación Laguna Cienega de Flores 25.00 6.47 
Laguna oxidación Laguna Marin 25.00 7.80 
Laguna oxidación Laguna Los Ramones 10.00 3.23 
Laguna oxidación Laguna Los Herrera 15.00 3.83 
Laguna oxidación Laguna Atongo 15.00 1.00 
Laguna oxidación Laguna Gral. Bravo 15.00 2.77 
Laguna oxidación Laguna Treviño 10.00 1.93 
Laguna oxidación Laguna Villaldama 15.00 2.83 
Laguna oxidación Laguna Dr. Arroyo 25.00 11.09 

  TOTAL 2,582.00 1,449.26 

 

Aunque en México el agua recibe tratamiento, las plantas no son eficaces ni 
eficientes a través del país, sobre todo en la aplicación de sistemas terciarios que 
garanticen la eliminación de nutrientes como el nitrógeno y el fósforo que, al estar 
presentes en altas concentraciones en los caudales arrojados a los ríos, pueden 
provocar eutrofización que provoca daños a la salud humana y a los ecosistemas. 

 

2.4 Nitrógeno y fósforo en el agua residual 

 

La contaminación del agua es un problema mundial que aumenta día a día a la 

par con la demanda de este recurso, uno de los contaminantes que se encuentran 

comúnmente en las aguas residuales municipales, industriales, agrícolas, etc. es el 

nitrógeno, que es perjudicial para la salud y el ambiente. 

Se puede encontrar al nitrógeno en tres formas predominantes en las aguas 

residuales, como 1- nitrógeno orgánico, que incluye aminas, aminoácidos y 

proteínas entre otros, también como 2- amoniacal (NH₃ <->NH₄+) proveniente de la 

descomposición del nitrógeno orgánico, como amoniaco que depende del pH, el 

cual puede generar malos olores o como amonio que es soluble en agua y 

finalmente 3- Nitrato (NO₃-), que es la forma del nitrógeno oxidada por completo, 
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pasando de amonio a nitrato (Bradley et al., 2010). Esta forma puede convertirse a 

nitrito en el cuerpo humano, causando metahemoglobinemia en adultos y en 

menores el síndrome del bebé azul. En México los límites permisibles son: nitratos, 

10.00 mgL-1, nitritos 0.05 mgL-1 y nitrógeno amoniacal 0.50 mgL-1 (DOF, 1994). 

La remoción de nitrógeno de las aguas residuales se realiza por lo general 

mediante procesos biológicos en los que bacterias autotróficas nitrificantes y 

heterótrofas desnitrificantes en condiciones aerobias y anaerobias respectivamente 

completan el proceso donde el amonio y el nitrato son oxidados y gradualmente 

convertidos en nitrógeno elemental (N2), que al ser un gas se libera al ambiente, 

desapareciendo así del agua (Crites y Tchobanoglous, 1998; Huang et al., 2017). 

Esto sucede gracias a la actividad microbiológica de los géneros 

Nitrosomonas y Nitrosococcus (encargadas de convertir amonio a nitrito) y de 

Nitrobacter y Nitrospira, especies como Pseudomonas pneumoniae, Acinetobacter 

junii, entre otras (se encargan de convertir nitrito a nitrato) (Crites y Tchobanoglous, 

1998; Zhang et al., 2011). La desventaja de este proceso biológico es que las aguas 

residuales tienen diferentes características físicas y químicas, lo que lo vuelve 

complejo de desarrollar, el crecimiento de los microorganismos nitrificantes 

depende del oxígeno, que resulta tóxico para los microorganismos desnitrificantes, 

mientras que la materia orgánica afecta el crecimiento de los nitrificantes, pero es 

importante para los desnitrificantes, por lo que las condiciones ideales para el 

proceso son poco probables (Kim et al., 2006; Rittmann y McCarty, 2001). Esto 

implica el desarrollo de otras tecnologías capaces de eliminar este contaminante. 

Junto con el nitrógeno, el fósforo, forma parte de los elementos que producen 

eutrofización; ya que se encuentra en las aguas residuales municipales por el uso 

de detergentes o como parte de excreciones humanas. El fósforo se encuentra 

principalmente en la litosfera y es elemental en los procesos biológicos, ya que no 

puede ser sustituido por otro elemento y es importante en procesos bioquímicos y 

fisiológicos, así que es un elemento esencial para la vida (Beuckels et al., 2015). El 

fósforo se absorbe por las plantas en su forma inorgánica (PO4
-3) mientras que las 

algas lo pueden hidrolizar a su forma orgánica y consumirlo, por lo que su presencia 

en exceso en cuerpos de agua estimula el crecimiento de estos organismos, lo que 

genera eutrofización, por lo que es importante retirarlo de manera eficiente de los 

cuerpos de agua. 

Es común que el proceso para remover el fósforo sea por precipitación 

química con sales de aluminio o hierro para formar aluminio o fosfato férrico 

(Larsdotter, 2006a); también se utilizan superficies cargadas positivamente, como 

la caliza, zeolita, etc. (Henze et al., 2008). Además de estos procesos químicos, se 

utilizan medios biológicos, como los lodos activados, donde las bacterias acumulan 

el fósforo por los cambios en las condiciones aerobias y anaerobias, de manera  que 

cuando el ambiente es anaeróbico, el fosforo almacenado que utilizan las bacterias 

como fuente de energía para tomar sustrato y así es liberado, por otro lado en 

condiciones anaeróbicas el fosforo previamente liberado es captado por las células, 

de esta manera logrando así una absorción neta de este nutriente (Bitton, 2011).  
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La medición del fósforo total incluye distintos compuestos como diversos 

ortofosfatos, polifosfatos y fósforo orgánico. La determinación se hace convirtiendo 

todos ellos en ortofosfato (PO43-) cuya concentración es la que se determina por 

análisis químico (Correll, 1998). 

 

2.5 Microalgas para tratamiento de agua 

 

2.5.1 Remoción de Nutrientes 

 

 Como se mencionó anteriormente los lodos activados son los mayormente 
usados en nuestro país para la remoción de nutrientes como el fósforo y el 
nitrógeno, de las aguas residuales. Siendo estos procesos poco eficientes debido a 
las condiciones fisicoquímicas necesarias para que se lleven a cabo con remociones 
significativas, por lo que los efluentes secundarios siguen siendo ricos en dichos 
nutrientes. La literatura menciona que un efluente secundario doméstico contiene 
5–30 mg L– 1 de nitrógeno total y 0.2–10 mg L– 1 de fósforo total (Wang et al., 2017), 
lo que puede causar el enriquecimiento de nutrientes y la eutrofización en los 
cuerpos receptores (Petala et al., 2009). Por lo tanto, la eliminación avanzada de 
nitrógeno y fósforo del efluente secundario se está convirtiendo en una prioridad 
importante en el tratamiento de aguas; a continuación, se describe el tratamiento de 
estos nutrientes. La eliminación de nutrientes en las plantas de tratamiento de aguas 
residuales domésticas modernas generalmente incluye la etapa biológica 
secundaria, y se logra mediante procesos bien conocidos como la nitrificación, 
desnitrificación y eliminación biológica de fósforo (Ekama, 2015), llamados en 
conjunto remoción biológica de nutrientes (RBN). La nitrificación se implementa de 
manera práctica y exitosa en la etapa aeróbica de la mayoría de los tratamientos 
biológicos clásicos, pero la desnitrificación y la eliminación de fósforo no pueden 
considerarse en el diseño de la planta (plantas con tecnologías limitadas) o pueden 
no funcionar correctamente en las plantas modernas debido a los costos de 
operación o la falta de materia orgánica prehidrolizada fácilmente biodegradable en 
las aguas residuales, lo cual es un requisito importante (Zeng et al., 2015). Por lo 
tanto, es habitual que la eliminación de nitrógeno y fósforo no sea satisfactoria, 
ocasionando así impactos ambientales adversos. 
 Debido a este problema, actualmente existen diferentes sistemas terciarios 
para la eliminación de nitrato y fosfato en los efluentes secundarios. Algunos de 
ellos se basan en fundamentos fisicoquímicos, pero se asocian con costos 
significativos debido al consumo de reactivos químicos. Una alternativa a tales 
métodos fisicoquímicos puede ser la eliminación de nutrientes biológicos utilizando 
microalgas y fotobiorreactores. Actualmente, existe mucha información en la 
literatura científica sobre el uso de microalgas para la eliminación de nitrógeno y 
fósforo en aguas residuales (Cai et al., 2013). Se puede lograr a través de un 
proceso fotosintético autótrofo capaz de tratar un efluente secundario sin materia 
orgánica biodegradable. 
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 Un ejemplo de este tratamiento es la implementación del metabolismo que 
utilizan las microalgas para asimilar y transformar compuestos para la generación 
de biomasa integrando nutrientes como el nitrógeno y fosforo en sus biomoléculas 
para la síntesis de fosfolípidos, proteínas y ácidos nucleicos, siendo así organismos 
capaces de remediar aguas residuales al retirar una alta cantidad de nutrientes en 
los efluentes secundarios.  
 Las microalgas también se pueden usar en procesos mixotrópicos, una 
combinación de tratamiento biológico heterotrófico y autótrofo en el que las 
bacterias y las microalgas eliminan simultáneamente el carbono orgánico, el dióxido 
de carbono de la respiración heterotrópica, el nitrógeno y el fósforo (Zeng et al., 
2015). Además de la captura de nutrientes, fotosintética autótrofa, los procesos que 
utilizan microalgas para la remoción de nutrientes han sido ampliamente utilizados 
para la eliminación de dióxido de carbono en los gases de combustión de escape y 
para la producción de biomasa de microalgas debido a sus múltiples usos. A 
diferencia de los lodos activados de las plantas de tratamiento de aguas residuales, 
la biomasa de microalgas se considera una materia prima valiosa en lugar de un 
residuo biológico, ya que dicha biomasa puede utilizarse para la producción de 
aceites o como fertilizante después de someterlas a distintos procesos (Villaseñor 
Camacho et al., 2018). 
 Las microalgas más comúnmente utilizadas son del género Chlorella, con 
especies como Chlorella vulgaris, Chlorella variabilis, Chlorella sorokiniana, también 
destacan otras especies como Scenedesmus abundans, Scenedesmus obliquus y 
Spirulina subsalsa. 

En 2021 Tran y colaboradores cultivaron Chlorella variabilis en agua residual 

doméstica usando diferentes tipos de biorreactores cerrados y reactores abiertos, 

donde la mayor concentración de biomasa se presentó en el reactor abierto con  

1.72 gL-1 y entre 1.52 y 1.67 gL-1 en los reactores cerrados con una tasa de 

crecimiento de 0.22 a 0.32/ día para los fotobiorreactores cerrados y 0.34/ día en el 

abierto; durante los 14-17 días de ensayo, se removieron entre el 74 y 97% de 

nitrógeno y 89 a 99% de fósforo, por lo que consideran que esta especie puede ser 

efectivamente utilizada para remplazar a los lodos activados en las tecnologías para 

el tratamiento de agua residual doméstica. 

Por otro lado Leite y colaboradores en 2019 cultivaron Chlorella sorokiniana 

en una mezcla de aguas residuales que incluían aguas domésticas y aguas 

porcícolas, en tres fotobiorreactores planos, durante cuatro semanas se monitoreo 

la remoción de ortofosfato y amonio, obteniendo resultados de remoción entre los 

46 a 56% para ortofosfato y un 100% para amonio.  

Otra alga frecuentemente utilizada en los procesos de remoción de 

nutrientes, también perteneciente al género Chlorella, es Chlorella vulgairs, que fue 

cultivada en un medio sintético con cantidades de nitrógeno y fosforo similares a las 

que se encuentran en efluentes secundarios,  y enriquecido con CO₂ en un rango 

desde la cantidad encontrada en el aire atmosférico hasta 10% (v/v), teniendo como 

resultado que la  concentración ptima de CO2 para el crecimiento de esta alga es 

5.35 ± 0.34% (v/v), con remoción de nutrientes cercana al 100% (Gonçalves et al., 

2016). Al igual que Leite, Arias y sus colaboradores en 2018, registraron una 
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remoción total de amonio, utilizando un cultivo de Scenedesmus sp. en un 

fotobiorreactor cerrado de 30 litros con agua residual proveniente de un efluente 

secundario. Por otro lado, Hernández et al. (2010), evaluaron la capacidad para 

remover amonio y ortofosfato utilizando cultivos de Chlorella vulgaris y Spirulina 

subsalsa, dichas algas fueron inoculadas en agua residual artificial con 

concentraciones iniciales de  10 mgL-1 de NH4+ y 5 mgL-1 de PO4
-3 , para un ensayo 

con concentraciones bajas y otro con concentraciones iniciales altas de 25 mgL-1 de 

NH4+ y 10 mgL-1 de PO4
-3,, dichos cultivos se colocaron en soportes de lufa y 

polietileno con el objetivo de mantenerlas inmovilizadas, además se realizaron 

cultivos libres y mixtos (con las dos cepas de algas), teniendo como resultado que 

los cultivos inmovilizados tuvieron un mayor porcentaje de remoción con 50% para 

NH4+ y un 74% para PO4
-3 , mientras que los cultivos mixtos lo presentaron en el 

ensayo con las altas concentraciones con 68% para NH4
+ y 76% de PO4-3 , el 

ensayo que presentó mayor remoción fue el cultivo mixto inmovilizado con una 

remoción de nutrientes para NH4+ de 70 a 99.9% y de PO4
-3 del 72.1 al 89.9%, 

respectivamente; demostrando así la capacidad de dichas algas para la remoción 

de nutrientes y que el uso de soportes resulta no solo beneficioso para el consumo 

de nutrientes sino que también para la realización de cosecha de biomasa algal, 

haciendo así más económico y eficiente dicho proceso. 

Resultados similares a los anteriormente señalados obtuvieron Su y 
colaboradores en 2012 cuando cultivaron tres especies de algas verdes, 
Chlamydomonas reinhardtii, Chlorella vulgaris y Scenedesmus rubescens con 
eficiencias de remoción de nitrógeno y fósforo del 99% a los 7, 4 y 6 días para 
nitrógeno y 4, 2 y 3 para fósforo respectivamente, con una producción de biomasa 
entre los 6 g/m2/día. 

 

2.5.2 Formas químicas en las que las microalgas aprovechan el 

nitrógeno y fósforo 

 

Las microalgas son microorganismos de diversos tamaños y formas, 

normalmente acuáticas y unicelulares, que habitan zonas acuáticas con un amplio 

rango de variables medioambientales, como agua dulce, agua salada y aguas 

residuales, que a través de la fotosíntesis al utilizar luz y dióxido de carbono se 

multiplican y generan biomasa (Maizatul et al., 2017; Yaakob et al., 2021).  Algunos 

de los factores clave para el crecimiento de las microalgas son la disponibilidad de 

luz, salinidad, temperatura y la cantidad, calidad de nutrientes y pH ya que los 

ambientes ácidos pueden afectar la absorción (Abinandan y Shanthakumar, 2015), 

entre ellos el nitrógeno y el fósforo. El fósforo es considerado un nutriente 

significativo para el crecimiento de las microalgas, tan es así que al no encontrarse 

en suficiente cantidad puede limitar el crecimiento microalgal, por lo que se requiere 

un aproximado de 0.03-0.06% en un medio para favorecer el crecimiento, siendo 

así el crecimiento directamente proporcional al consumo de fósforo en cualquiera 
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de sus formas (Procházková et al., 2014), además también juega un rol importante 

para la producción de componentes celulares como fosfolípidos, DNA, RNA, ATP, 

lípidos, ácidos grasos y para procesos metabólicos como la transferencia de energía 

y fotosíntesis (Wu et al., 2017). La manera en las que las algas pueden tomar el 

fósforo es en la forma de polifosfato u ortofosfato, molécula con un átomo de fósforo 

rodeado por cuatro átomos de oxígeno, esto ocurre cuando el fósforo orgánico 

disponible, es hidrolizado a PO4
-3 por la enzima extracelular alcalina fosfatasa 

(Correll, 1988). Es importante mencionar que se ha observado que las microalgas 

realizan una actividad conocida en inglés como “luxury consumption” o consumo en 

bonanza donde hay una alta eficiencia de absorción de fosfato inorgánico de entre 

un 70 a 90% en aguas residuales (Mulbry et al., 2008). 

Al igual que el fósforo, el nitrógeno juega un papel importante para el 

crecimiento de las microalgas, lo usan en la producción de proteínas, lípidos y 

síntesis de carbohidratos, siendo así el segundo nutriente con mayor importancia 

después del carbono, representando hasta el 10% de la biomasa, por lo que se 

considera a las microalgas organismos que logran una mayor eliminación de 

nitrógeno de las aguas residuales (Yodsuwan et al., 2017). Por lo que tiene un papel 

muy significativo en el crecimiento de la microalga, ya que una escasa cantidad de 

nitrógeno en el medio puede disminuir la producción de biomasa, pero aumentar la 

producción de lípidos debido al estrés provocado en el microorganismo (Yodsuwan 

et al., 2017). La forma en que las microalgas asimilan el nitrógeno es el nitrato, 

nitrito, urea y amonio, siendo el amonio el mayormente utilizado por su 

disponibilidad, sin embargo, en altas concentraciones, por encima de 20 mgL-1 

puede ser toxico para las células, por lo que el nitrato (NO3
-) es más comúnmente 

usado en los medios de cultivo (Yodsuwan et al., 2017; Procházková et al., 2014).  

Por otro lado, el aumento del pH en los cultivos de algas produce que el nitrógeno 

pueda ser también volatilizado además de consumido. Al igual que con el fósforo 

las microalgas realizan el proceso de consumo en bonanza donde asimilan grandes 

cantidades de nitrógeno, que será utilizado posteriormente cuando sea requerido 

(Larsdotter, 2006). 

Finalmente, tanto el fósforo como el nitrógeno son nutrientes clave para el 

crecimiento y desarrollo de las microalgas, favoreciéndolo o limitándolo según el 

efluente o medio de cultivo, gracias a esto dichos organismo han sido utilizados en 

las últimas décadas como opción para la remoción de nutrientes, tan es así que en 

Borowitzka & Moheimani (2013) estableció que en la interacción de microalga 

fósforo y nitrógeno con una concentración de 30:1 favorece la eliminación de 

fósforo, mientras que una proporción de 5:1 la eliminación de nitrógeno.  

  
 
 
 
 
 
 



  18 
 

2.5.3 Fotobiorreactores 

 

 Una de las ventajas de utilizar reactores para el cultivo de microalgas y 

remoción de nutrientes es que hay una amplia gama de diseños, los cuales se 

pueden adaptar a las necesidades de la especie, el tipo de remoción y biomasa que 

se busque obtener, entre ellos se encuentran los estanques de producción elevada 

(“High rate algal pond”). Estos sistemas son adaptables y proporcionan un enfoque 

particularmente rentable al tiempo que son competitivos en costos para el 

tratamiento de residuos. Los sistemas de HRAP incorporan muchas mejoras en 

estanques de tratamiento de aguas residuales convencionales. Requieren un área 

de tierra similar o menor, eliminación de lodos, producen poco olor y son capaces 

de proporcionar consistentemente un mayor grado de eliminación de nutrientes y 

desinfección (Park et al., 2011). Además, los sistemas HRAP son mucho más fáciles 

de operar y más económicos que los sistemas de tratamiento mecánico y tienen los 

beneficios colaterales de mejorar la producción de algas para uso benéfico (alimento 

o biocombustible), recuperar nutrientes de aguas residuales para uso como 

fertilizantes y compensar las emisiones de gases de efecto invernadero. Los 

sistemas HRAP son un desarrollo avanzado de sistemas integrados por estanques 

de aguas residuales (AIWPS) que fueron desarrollados por Oswald y colaboradores 

en la Universidad de California en Berkeley desde fines de la década de 1950 

(Craggs et al., 2014). El potencial de producción de biomasa en el tratamiento de 

aguas residuales en un HRAP es mayor en términos de rendimiento, composición 

elemental / química y mayor valor calórico y la fase acuosa tiene un gran potencial 

para ser utilizada como fuente de amoniaco para el cultivo adicional de algas y el 

residuo sólido podría usarse como fuente de combustible de proceso (Mehrabadi, 

et al 2016). 

Fotobiorreactor cerrado: Un PBR se puede caracterizar como un recipiente 

de cultivo cerrado con iluminación diseñado para la producción controlada de 

biomasa. PBR se refiere a sistemas cerrados que están cerrados al ambiente sin 

intercambio directo de gases y contaminantes con el medio ambiente. Evalúan la 

capacidad para remover amonio (NH₄⁺) y ortofosfato (PO₄³¯) por cultivos libres e 

inmovilizados de microalgas, a partir de agua residual (De-Bashan et al., 2004). 

Planos con burbujeo “flat airlift”: El reactor de panel plano tiene forma 

cuboidal con una trayectoria de luz mínima. Puede estar hecho de materiales 

transparentes como vidrio, plexiglás y policarbonato. Se caracteriza por una alta 

relación área superficial / volumen y sistemas de desconexión de gas abiertos. La 

agitación se proporciona burbujeando aire desde un lado a través del tubo perforado 

o girándolo mecánicamente a través del motor. Algunos trabajos aplicados 

especialmente al estudio de biorreactores de elevación de aire mostraron los 

beneficios de este tipo de reactor en comparación con los convencionales (baja 

disipación de energía, circulación de fluido controlada, buena distribución de luz, 

calor efectivo y disipación de luz, etc.) En un air lift se podría obtener una buena 
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mezcla en el biorreactor de elevación de aire sin causar demasiada fuerza de corte 

en la fase líquida, lo que podría inhibir el crecimiento de las algas. Además, el patrón 

de circulación bien definido resulta en una mejor utilización de la luz, particularmente 

para el sistema con alta densidad de células (Azlina et al., 2015). 

Estos reactores pueden ser relativamente grandes (0.19 m de diámetro de 

columna, 2 m de altura, 0.06 m3 de volumen de trabajo) con una columna exterior 

de inyección de aire, para el levantamiento del aire (un cilindro dividido y un 

dispositivo de puente aéreo con tubo de aspiración) para el cultivo en lote 

alimentado monoséptico de la microalga Phaeodactylum tricornutum. Los 

fotobiorreactores produjeron perfiles de biomasa similares en función del tiempo y 

la concentración final de biomasa (~4 kg m-3). La tasa máxima específica de 

crecimiento observada dentro de un período iluminado diario en la fase de 

crecimiento exponencial tuvo un valor de 0.08 h-1 en el tercer día de cultivo. Debido 

a las pérdidas nocturnas de biomasa, la tasa de crecimiento específica promediada 

durante los 4 días de la fase exponencial fue 0.021 h-1 para los tres reactores 

(Slegers et al., 2011). La biomasa en los reactores de columnas verticales no 

presentó fotoinhibición en condiciones (promedio fotosintéticamente activo 

promediado valor de irradiancia de 1150 ± 52 E m-2 s-1) que se sabe que causan 

la fotoinhibición en reactores de bucle horizontal convencionales de tubo delgado. 

Debido a la buena transferencia de masa gas-líquido, la concentración de oxígeno 

disuelto en los reactores en la fotosíntesis máxima permaneció <120% de 

saturación de aire; por lo tanto, no se produjo la inhibición de oxígeno de la 

fotosíntesis y la fotooxidación de la biomasa, mientras que la acumulación de 

carbohidratos por la biomasa se favoreció durante el crecimiento lineal limitado a la 

luz. Por otro lado, una intensidad de luz decreciente causó más de cinco veces el 

aumento de carotenoides celulares, pero las clorofilas aumentaron solo alrededor 

de 2,5 veces durante el transcurso del cultivo. En la fase estacionaria, hasta un 2% 

de la biomasa fue clorofila y los carotenoides constituyeron hasta 0.5% del peso 

seco de la biomasa (Sánchez Mirón et al., 2002). 

Otro sistema en el que se utilizan las microalgas para la remoción de 

nutrientes es conocido como reactor rotativo de microalgas, que consiste en un 

cilindro provisto con una superficie de crecimiento parcialmente sumergida en aguas 

residuales. El cilindro se gira para exponer alternativamente la superficie de 

crecimiento a las aguas residuales y el aire. En el estudio realizado por Christenson 

y Sims, se diseñó, construyó y probó un nuevo reactor rotativo de biopelícula de 

algas (RABR) a escala laboratorio (8 L), medio (535 L) y piloto (8,000 L). El RABR 

fue diseñado para operar en las condiciones fotoautótrofas del tratamiento de aguas 

residuales terciarias abiertas, produciendo biofilms de cultivos mixtos compuestos 

por algas y bacterias. Por lo que consideraron las condiciones del sustrato óptimas 

para el crecimiento microalgal. El RABR logró una reducción de nutrientes efectiva, 

con tasas de eliminación promedio de 2.1 y 14.1 gm-2 día-1 para el fósforo total 
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disuelto y el nitrógeno total disuelto, respectivamente. A la par desarrollaron una 

técnica eficiente de recolección de biomasa para obtener el producto concentrado 

para su posterior procesamiento en la producción de biocombustibles y 

bioproductos (Christenson & Sims, 2011). 

 

2.6 Proceso de tratamiento de aguas residuales utilizando microalgas 

 

El agua es un recurso de alto valor ya que se utiliza en gran cantidad de procesos 

antropogénicos, es por esto que los sistemas de tratamiento de agua residuales son 

importantes para su reúso, conservar el ciclo del agua, disminuir la contaminación 

de los cuerpos receptores, proteger la salud humana y en general mantener los 

ecosistemas; en consecuencia se sigue investigando e innovando con nuevos 

modelos más eficientes, entre ellos se encuentra la utilización de microalgas, como 

un proceso terciario, que además de asimilar gran cantidad de nutrientes derivados 

de diferentes efluentes (aguas domésticas, ganaderas, porcícolas e industriales) 

ayuda a la eliminación de minerales tóxicos como plomo, cadmio, mercurio, 

escandio, estaño, arsénico y bromo, y puede otorgar un producto utilizable, como 

biomasa, lípidos, etc. En los tratamientos de agua convencionales, durante el 

tratamiento secundario de aguas residuales se utilizan lodos activados para eliminar 

materia orgánica, mientras que en el terciario se busca eliminar fosfatos, nitrógeno, 

amonio y urea, nutrientes importantes de retirar para evitar la eutrofización de los 

cuerpos receptores empleando radiación ultravioleta con dosificación de hipoclorito 

sódico.  Enseguida, por lo que los altos costos de energía aplicando el tratamiento 

terciario asociado a la necesidad de aireación y fuentes de carbono, lo vuelve 

problemático, poco eficiente y cuatro veces más costoso que el tratamiento primario  

(Abdel-raouf, 2012b., Morais et al., 2022). Es por lo que el uso de microalgas como 

tratamiento terciario resulta una alternativa sustentable, con baja emisión de gases 

de efecto invernadero, fomentar el reúso ya que después del tratamiento las aguas 

pueden utilizarse para riego disminuyendo así el impacto ambiental. Además, la 

utilización de fotobiorreactores garantiza una eficiente producción de biomasa, con 

un costo beneficio positivo (Richmond & Hu, 2013.), donde pueden utilizarse gran 

variedad de diseños dependiendo de los requerimientos de producción de biomasa 

y remoción de nutrientes. Los fotobiorreactores más utilizados son los llamados 

“raceway pond” en ingles que son reactores abiertos donde el agua está en 

movimiento constante, suelen tener bajos costos de operación y ser fáciles de 

emplear.  
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2.6.1 Usos e importancia de las microalgas 

 
 La biomasa de microalgas se considera una materia prima valiosa en lugar 
de un residuo biológico (Villaseñor Camacho et al., 2018). Las microalgas han sido 
consideradas como materia prima para la producción de biocombustibles como el 
biodiesel, bioetanol, metano y biohidrógeno (Chisti, 2008). Los biocombustibles más 
comunes son el biodiesel y bioetanol que pueden sustituir al diésel y a la gasolina 
respectivamente. Son principalmente producidos a partir de biomasa o fuentes de 
energía renovables, contribuyendo a emisiones más bajas de combustión que los 
combustibles fósiles por salida de potencia equivalente (Christenson & Sims, 
2011a). Además, estudios recientes que implican el análisis del ciclo de vida 
microalgal, han indicado que el uso de agua residual como fuente de agua y 
nutrientes para el cultivo de éstas podría contribuir de manera importante en el 
decremento del costo de producción de microlagas. Dentro de este contexto, se han 
propuesto sistemas con doble propósito, es decir, tratamiento de aguas residuales 
y producción de biomasa microalgal como una de las principales estrategias para la 
producción de biodiesel a un costo competitivo  (Olguin, 2012). 

 A la fecha solo algunos géneros de microalgas como, Arthrospira, 

Haematococcus, Chlorella, y Dunaliella han sido cultivados de forma 

económicamente viable, debido a sus características en cuanto a contenido 

proteico, acumulación de lípidos y producción de pigmentos (Rosenberg et al., 

2008). Por otro lado, géneros como Nannochloropsis, Scenedesmus y Porphyridium 

han sido sugeridos como candidatos potenciales para la generación de bio-

productos o bio-combustibles (Arad y Levy-Ontman, 2010). En 2014, Olguín y 

colaboradores reportan un porcentaje lipídico del 22.4 % en la microlaga Neochloris 

oleoabundans, que fue cultivada en un fotobiorreactor plano con agua residual 

proveniente de una granja porcina disuelta en un 7.4 %.  

Por lo tanto, las microalgas tienen la capacidad de asimilar gran cantidad de 

nutrientes como el fósforo y el nitrógeno, que suelen ser difíciles de eliminar de los 

efluentes tratados en procesos primarios y secundarios, por lo que es importante 

identificar, aislar y determinar sus capacidades de remoción para su posterior 

utilización en un posible tratamiento terciario que disminuya las cantidades de estos 

elementos para su posterior reúso o liberación a cuerpos naturales sin ocasionar 

repercusiones negativas a los ecosistemas con procesos como la eutrofización, 

además la biomasa microalgal generada tiene la capacidad de utilizarse como 

fertilizante, para la producción de lípidos, entre otros, otorgando así un valor 

agregado al tratamiento de agua residual. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

3.1 Área de trabajo 

 

Las muestras de agua residual fueron colectadas del desagüe de agua residual 

del municipio de Marín, N.L. (Fig. 1). Se utilizaron seis frascos de boca angosta 

autoclavable fabricado en copolímero de polipropileno de un litro. Con un tipo de 

muestreo puntual. 

La experimentación se llevó a cabo en el laboratorio de Remediación 

Ambiental y Análisis de Suelos Aguas y Plantas de la Facultad de Agronomía y en 

el Laboratorio de Fisiología Vegetal de la Facultad de Ciencias Biológicas de la 

UANL.  

 

  

 

 

 

 

 

 

 

El primero de Julio del 2016, se acudió al municipio de Marín, Nuevo León 

(Fig.1), donde una laguna de oxidación recibe las aguas domésticas para su 

tratamiento, de ahí se tomaron seis litros de muestra de agua residual de manera 

puntual, se tomaron datos de temperatura y pH, registrándose 29°C y 9 

respectivamente. Posteriormente los 6 litros de muestra fueron trasladados al 

laboratorio de Remediación Ambiental y Análisis de Suelos Aguas y Plantas de la 

Facultad de Agronomía UANL donde mediante el método de reflujo abierto se 

determinó una DQO de 505 mgL-1 y se registraron 40 mg mL-1 de PO4
3- y 35 mg mL-

1 NH4
+.  

 

 

 

 

Figura 1. Área de toma de muestra de agua residual en laguna de 
oxidación localizada en Marín, N.L 
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3.2 Aislamiento y cultivo de microalgas 

 

Las muestras de agua residual fueron filtradas en un ambiente estéril dentro de 

una campana de flujo laminar. 

En una campana de flujo laminar se colocó una bomba de vacío, donde se 

utilizaron dos filtros, uno de 0.7 µm y uno de 1.5 µm, en cada uno se vertieron 100 

ml de agua residual. Las microalgas quedaron retenidas en los filtros, los cuales se 

limpiaron con agua destilada que fue colocada en un matraz con medio Bristol 

(Cuadro 2), mientras que el filtro fue colocado en una caja Petri con medio Bristol y 

agar.  

 

Cuadro 2. Composición y método de preparación del Medio Bristol. 

 

Medio Bristol 

* Soluciones Patrones de Macronutrientes. 

Nitrato de Sodio.................................... 10 g  

Cloruro de Calcio Dihidratado............... 1 g  

Sulfato de Magnesio Heptahidratado.... 3 g  

Fosfato de Potasio, dibásico................. 7 g  

Fosfato de Potasio, monobásico............3 g  

Cloruro de Sodio......................................1 g  

Método de preparación stock:  

1) Disolver cada una de las sales en 400 ml de agua destilada o desmineralizada.  

2) Almacenar las 6 soluciones en frascos color ámbar y en refrigeración. 

Método preparación: 

1) A 900 ml de agua destilada agregar, 10 ml de cada una de las soluciones de Macronutrientes. 

2) Esterilizar durante 15 minutos a 15 libras de presión (121 °C). 

Composición final: 

Nitrato de Sodio.................................... 2.94 mM  

Cloruro de Calcio Dihidratado............... 0.17 mM 

Sulfato de Magnesio Heptahidratado.... 0.3 mM  

Fosfato de Potasio, dibásico................. 0.43 mM  

Fosfato de Potasio, monobásico........... 1.29 mM  

Cloruro de Sodio.................................... 0.43 mM 
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Algunas semanas después o cuando se pudo identificar la formación de 

biomasa o crecimiento de las microalgas, se procedió a observar los 

microrganismos al microscopio para su identificación taxonómica a través de 

manuales guía. 

Las cepas se aislaron mediante diluciones en microplaca e inoculación en 

tubos de 8 ml y matraces Erlenmayer de 500 ml con medio Bristol (Cuadro 2), a los 

cuales se les agregó antifúngico (Benomyl – 40 µg ml-1) y antibiótico (Ampicilina– 

500 µg ml-1, Cefotaxima - 100 µg ml-1) (Fig. 3). Para la Iluminación se utilizaron 

lámparas fluorescentes a 400 µmol photons m-2s-1 y bombeo constante de aire 

estéril a 2800 cm3 min-1, sin agitación, a una temperatura de 24 °C.  

A los tubos de 8 ml se les agregó 1 ml de muestra filtrada y 5 ml de medio Bristol; 

mientras que a los matraces se les agregó 50 ml de muestra y 300 ml de medio 

Bristol (Fig. 2). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3. Area de cultivo: campana         
de flujo laminar, microplaca, 

micropipeta, mechero, cajas de 
Petri. 

 

   

 

 

 

Figura 2. Tubos y matraces inoculados 
con muestra filtrada. 
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3.3 Identificación taxonómica 

 

Las algas fueron identificadas mediante su morfología y características 

anatómicas. De acuerdo con las técnicas de laboratorio, descritos por Sime (2003). 

Entre otras fuentes se utilizaron las claves especializadas para género de Bourrelly 

(1966, 1968, 1979); Smith (1950) y Wher y Sheath (2003) y para especie los trabajos 

de Tifany y Britton (1952), Ortega (1984), Whitford y Schumacher (1984) y por 

Whitton y Brook y Jhon (2011). 

 

3.4 Conteo Celular 

 

Mediante un hematocitómetro (Marienfeld) de 0.1mm3  en el Área = 0.2mm x 

0.2mm = 0.04 mm2 y volumen = 0.04mm2  x 0.1 mm =  4 x 10-3mm3  = 4 x 10-6 ml, 

se procedió a contar la cantidad de células por cepa aislada, bajo el microscopio 

óptico. 

 

3.5 Determinación de Solidos y Biomasa680 

 

En cuanto a la medición de biomasa, se utilizó el fotómetro (Thermo Scientific, 

modelo Evolution 201), para medir la densidad óptica a 680 nm (DO680) cada tres 

días a partir del día cero en el ensayo. Una relación linear entre DO (Para obtener 

la curva de calibración se realizaron diluciones correspondientes a 0.1 a 1 

absorbancia a una longitud de 680nm en triplicado, Fig. 4) y peso seco (de cada 

cepa, se tomaron muestras de cultivos de dos semanas, las diluciones fueron 

colocadas en crisoles previamente pesados a 105°C durante 24 h para la 

determinación de peso seco (g l-1) ver el Cuadro 3, se siguó el procedimiento 

estándar descrito en APHA (2005) y determinado mediante las Ecs.1 y 2: 

Peso seco 𝐶. 𝑣𝑢𝑙𝑔𝑎𝑟𝑖𝑠 (g 𝐿−1l) =  0.9237DO680 –  0.1334, 𝑅2  =  0.9488                   (1)                                                                                        

Peso seco 𝐴. 𝑙𝑖𝑚𝑛𝑒𝑡𝑖𝑐𝑢𝑠 (g 𝐿−1l) = 0.5721DO680 –  0.0362, 𝑅2  = 0.9717                     (2) 
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Cuadro 3. Absorción – Regresión Lineal para peso seco  

Concentración              
Absorbancia 

            X         y 

 
X 

 
Promedio g L-1 

0.57 1 
  

0.6 1 
  

0.57 1 1 0.58 
0.4 0.8 

  

0.4 0.8 
  

0.41 0.8 0.8 0.40333333 
0.25 0.6 

  

0.31 0.6 
  

0.25 0.6 0.6 0.27 
0.15 0.4 

  

0.17 0.4 
  

0.17 0.4 0.4 0.16333333 
0.11 0.2 

  

0.07 0.2 
  

0.07 0.2 0.2 0.08333333 
0.06 0.1 

  

0.06 0.1 
  

0.05 0.1 0.1 0.05666667 

 

 

Figura 4. Regresión Lineal entre concentracion (peso seco (g)) y absorbancia 
(680nm) 

 

y = 0.5721x - 0.0362
R² = 0.9717
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3.6 Caracterización de la luz 

 

Como fuente de iluminación se emplearon lámparas LED   t8 de 60 watts, ajustando 

una intensidad para el crecimiento de 200 µmol photons m-2s-1 la cual fue 

caracterizada mediante un espectroradiómetro, modelo ps-300, marca apogge, eu. 

 

3.7 Fotobiorreactor 

 

Los fotobiorreactores donde se realizaron los experimentos (Fig. 5) tienen un largo 

de 14.5 cm, un alto de 12.5 cm y ancho de 4.5 cm, construidos con plexiglass con 

una capacidad máxima de 600 mL.  

El sistema de remediación y producción de biomasa consiste en 10 

fotobiorreactores, iluminados con cuatro lámparas LED (200 µmol photons m-2s-1) 

y una bomba para cada reactor con un flujo de aire de 1.8 L min-1. Las bombas 

están conectadas a un envase de vidrio con 400 mL de agua destilada estéril, donde 

el aire se saturará para pasar así por un filtro millex de 0.2 µm conectado a un difusor 

tubular de plexiglass, mediante una manguera de silicón, dicho difusor se colocó al 

fondo del reactor para de esta manera obtener agitación y abastecimiento de CO2. 

Los fotobiorreactores están colocados dentro de un estante aislado con una cubierta 

de plástico a 28±2°C. De esta manera se constituyó el sistema de remoción (Fig. 6), 

para asimilación de nutrientes y producción de biomasa.  

 

 

Figura 5. Fotobiorreactor plano vertical. 
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Figura 6. Sistema de remoción de nutrientes, 10 fotobiorreactores, bombas 
lámparas en estante asilado. 

 

En el sistema de remoción se realizaron 3 ensayos, donde en los primeros 

dos se utilizaron las cepas Asterococcus limneticus y Chlorella vulgaris, de las 

cuales se inocularon un 10.1 mL y 9.8 mL respectivamente para obtener 1, 000,000 

de células por mililitro en 300 mL de medio bristol modificado, con concentraciones 

de 20 mg L-1 de ortofosfato y amonio (Fig. 7). Durante veinte días se realizó el conteo 

de células, se obtuvo peso seco y la determinación del consumo de ortofosfato y 

amonio realizado por las células inoculadas en los reactores. Para el tercer ensayo 

se utilizaron cuatro reactores que fueron inoculados con 3x106 células ml-1 de la 

cepa Chlorella vulgaris y otros cuatro con Asterococcus limneticus, a un medio de 

350 ml de agua proveniente de la laguna de oxidación, la misma de donde se 

aislaron las cepas microalgales, localizada en Marín, N.L., dicho medio fue 

previamente clarificado y clorado quedando con cantidades iniciales de 10 mg L-1 

de PO4
3- y 64 mg L-1 para NH4

+. El ensayo duro un total de diez días, donde se tomó 

muestra cada dos días para contar número de células, medición de DO680, pH y 

concentraciones de PO4
3- y NH4

+. 
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Figura 7. Asterococcus limneticus y Chlorella vulgaris en sistema de remoción. 

 

3.8 Análisis de componentes principales 

 

Se utilizó el programa SPSS versión 24, para realizar un análisis de componentes 

principales, para la reducción de dimensionalidad entre las variables. 

 

3.9 Determinación de productor de biomasa y tasa especifica de 

crecimiento 

 

La productividad máxima de biomasa (Pmax, g L-1 d-1) fue calculada mediante la 

Ec. (3), donde Xt fue la concentración de la biomasa (g L-1) al final del periodo de 

cultivo (tx) y X0 la concentración de biomasa inicial (g L-1) at t0 (día), de acuerdo con 

(Anjos et al., 2013): 

𝑃max= (𝑋𝑡−𝑋0)−(𝑡𝑥 −𝑡0)                                                                                      (3) 

      La tasa de crecimiento específica (µmax, día-1) se calculó mediante la Ec. (4) de 

acuerdo con (Abreu et al., 2012): 
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𝜇
max= 

(𝑙𝑛𝑁2− 𝑙𝑛𝑁1)
(𝑡2− 𝑡1)⁄

                                                                               (4) 

Donde N1 y N2 fueron la concentración de células al inicio (t1) y al final (t2) de la 

fase exponencial, respectivamente. 

 

 

3.10 Eficiencia de remoción de nutrientes 

 

La eficiencia de remoción de nutrientes (%) se calculó mediante la Ec. 5: 

𝐸 =  
𝑆0− 𝑆𝑡

𝑆0
∗ 100                                                                                               (5) 

Donde S0 es la concentración inicial del nutriente (mg L-1) y St la concentración 

final al terminar el ensayo. 

3.11 Descripción de los ensayados 

 

Para el ensayo uno y dos, ocho reactores fueron inoculados con las cepas 

aisladas seleccionadas conteniendo 300 mL y 350 mL respectivamente, de medio 

Bristol modificado con concentraciones iniciales de PO4
3- y NH4

+ de 30 mg L-1. Los 

ensayos duraron un total de 20 días, donde cada 4 días se tomó una muestra para 

contar la cantidad de células y medir las concentraciones de PO4
3- y NH4

+ mediante 

espectrofotometría. Para el ensayo tres cuatro reactores fueron inoculados con 

3x106 células ml-1 de la cepa Chlorella vulgaris y otros cuatro con Asterococcus 

limneticus, se agregó a los reactores 350 ml de agua proveniente de la laguna de 

oxidación, la misma de donde se aislaron las cepas microalgales, localizada en 

Marín, N.L., la cual fue previamente clarificada y clorada quedando con cantidades 

iniciales de 10 mg L-1  de PO4
3- y 64 mg L-1 para NH4

+. El ensayo duro un total de 

diez días, donde se tomó muestra cada dos días para contar número de células, 

medición de DO680, pH y concentraciones de PO4
3- y NH4. 
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4 RESULTADOS 
 

4.1 Identificación de cepas 

 

A partir de los filtrados realizados al agua residual municipal, proveniente de una 

laguna de oxidación localizada en Marín, N.L., se identificaron tres especies y tres 

géneros de microalgas. 

Chlorella vulgaris (Fig. 8), con células que van de 1.5 a 13.3 µm de ancho, con 

forma esférica o casi esférica, cloroplastos en forma de copa, pirenoide esférico a 

ampliamente elipsoide, usualmente rodeado por 2 a 4 granos de almidón; 

autoesporas esféricas, 2, 4 o 8 (-16) por esporangio, liberado por una ruptura en la 

pared en 2 a 4 partes. Probablemente cosmopolita, asociada con superficies de 

agua, mayormente frecuente en agua moderadamente contaminada. 

Clasificación:  

Reino: Plantae 
Subreino: Viridiplantae 
Infrareino: Chlorophyta  
Phylum: Chlorophyta 
Subphylum: Chlorophytina 
Clase: Trebouxiophyceae 
Orden: Chlorellales 
Familia: Chlorellaceae 
Género: Chlorella Beijerink 1890 
Especie: C. vulgaris Beijerink 1890 
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Figura 8. Chlorella vulgaris, fotografia en microscopio (objetivo 100 X). 

 

Chlorella colonialis (Fig. 9), células coloniales, planctónica, rodeada por 

mucílago. Colonia con 4 a 32 células, diámetro de las colonias de 25 a 35 µm. 

Células adultas en general elipsoides, de ovales a elongadas, 5.5-8.5 x 4-5 µm, 

conectadas por mucilago. Células jóvenes ovales a ovoides, 3-4.5 x 2.5-3.5 µm. Un 

solo cloroplasto parietal en forma de copa o platillo, con pirenoide de elipsoide a 

esférico, cubierto por dos granos de almidón. Reproducción por autoesporas. 

Probablemente cosmopolita. 

Clasificación: 

Reino: Plantae 
Subreino: Viridiplantae 
Infrareino: Chlorophyta  
Phylum: Chlorophyta 
Subphylum: Chlorophytina 
Clase: Trebouxiophyceae 
Orden: Chlorellales 
Familia: Chlorellaceae 
Género: Chlorella Beijerink 1890 
Especie: C. colonialis C. Bock, krienitz y Pröschold 2011 
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Figura 9. Chlorella colonialis, fotografia en microscopio (objetivo 100 X). 

 

Asterococcus limneticus (Fig. 10), células esféricas a subesféricas de 10 a 

25 µm, envueltas en mucílago, solitarias o en grupos dedos, cuatro, ocho o 16 

células en mucilago, formando pequeñas colonias de 50 a 125 µm de largo. 

Cloroplasto denso en forma de estrella con brazos expandidos en la periferia celular, 

con pirenoide central. Reproducción asexual con formación de 2 a 8 células hijas o 

por zoosporas. Probablemente cosmopolitas, usualmente en estanques y lagos. 

Clasificación: 

Reino: Plantae 
Subreino: Viridiplantae 
Infrareino: Chlorophyta  
Phylum: Chlorophyta 
Subphylum: Chlorophytina 
Clase: Chlorophyceae 
Orden: Chlamydomonadales 
Familia: Palmellopsidaceae 
Género: Asterococcus Scherffel 1908 
Especie: A. limneticus G.M.Smith 1918 
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Figura 10. Asterococcus limneticus, fotografia en microscopio (objetivo 100 X). 

 

Mesotaenium Nägeli 1894 

Células, corto-cilíndricas o elipsoides, típicamente, con un cloroplasto único 

simple, en forma de listón aplanado o un plato axial, ligeramente en forma de copa, 

que en la mayoría de las especies contiene un único pirenoide bastante obvio. 

Frecuentemente, coloniales mucilaginosas. Son cosmopolitas, acuáticas, aéreas y 

subaéreas (Fig. 11). 

 

Clasificación:  

Reino: Plantae 
Subreino: Viridiplantae 
Infrareino: Chlorophyta  
Phylum: Chlorophyta 
Subphylum: Chlorophytina 
Clase: Chlorophyceae 
Orden: Zygnematales 
Familia: Mesotaeniaceae 
Género: Mesotaenium Nägeli 1894 
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Figura 11. Mesotaenium, fotografia en microscopio (objetivo 100 X). 

 

Synechococcus Nägeli 1894 

Las células simples o agrupadas en colonias micro o macroscópicas, 

mayormente libres de mucilago conspicuo, células ovales alargadas o cilíndricas, 

las células se dividen transversalmente en generaciones sucesivas, dando células 

hijas similares, pero ocasionalmente asimétricas (Fig. 12). 

Clasificación:  

Superreino: Procariota 
Reino: Eubacteria 
Subreino: Negibacteria 
Phylum: Cyanobacteria 
Clase: Cyanophyceae 
Subclase: Synechococcophycidae 
Orden: Synechococcales 
Familia: Synechococcaceae 
Género: Synechococcus Nägeli 1894 
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Figura 12. Synechococcus, fotografia en microscopio (objetivo 100 X). 

 
 
Coccomyxa Schimidle 1901  

Células cilíndricas, elongadas-ovoides o elipsoides, algunas veces 

asimétricas, paredes delgadas, solitarias o agrupadas dentro de un envoltorio 

mucilaginoso, con o sin estriaciones concéntricas rodeando los grupos de células; 

cloroplasto parietal, en forma de platos y con posición lateral, pirenoides ausentes, 

reproducción asexual por autoesporas en número de 2-4 o hasta 8 en cada 

esporangio. Probablemente cosmopolita; masa mucilaginosa microscópica o 

macroscópica, en hábitats terrestres y acuáticos, raramente flotando libres y 

también como ficobiontes liquénicos (Fig. 13).          

Clasificación: 

Reino: Plantae 
Subreino: Viridiplantae 
Infrareino: Chlorophyta  
Phylum: Chlorophyta 
Subphylum: Chlorophytina 
Clase: Chlorophyceae 
Orden: Zygnematales 
Familia: Mesotaeniaceae 
Género: Coccomyxa Schimidle 1901  
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Figura 13. Coccomyxa, fotografia en microscopio (objetivo 100 X). 

4.2 Selección de Cepas 

 

Para seleccionar las cepas que se utilizarían en los ensayos se realizó una tabla 

con características que son relevantes en el cultivo de algas (Floculación, 

Dominante, número de células) donde sólo las cepas de Asterococcus limneticus, 

Chlorella colonialis y Chlorella vulgaris cumplen con los requisitos del estudio y la 

información obtenida se encuentra en el siguiente cuadro. 

Cuadro 4. Características de las cepas aisladas e identificadas. Donde, mayor 
número de células alto (3), intermedio (2) y bajo (1). Flocula, alto (3), intermedio (2) 
y bajo (1). Dominante, alto (3), intermedio (2) y bajo (1). 

Cepas 

 

 

Asterococcus 

limneticus 

Chlorella 

colonialis 

Chlorella 

vulgaris 

#células (matraz 

de 500 ml a los 15 

días de cultivo) 

2 

(5.8x104 cels ml-1 ) 

1 

(2.4x104 cels ml-1) 

3 

(1.2 x106 cels ml-1) 

Flocula 

 

 

         2 

 

3 

 

         1 

Dominante 

 

 

            2 

 

1 

 

3 

Sumatoria 

 

 

6 

 

5 

 

7 
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4.3 Caracterización de la luz (Lámparas) 

 

Las lámparas LED   t8 de 60 watts, utilizadas fueron caracterizadas mediante un 

espectroradiometro, modelo ps-300, marca apogge, eu, donde se detectó que la luz 

azul y la roja son los que poseen mayor energía, ajustándose así a los puntos de 

máxima tasa fotosintética y de absorción que corresponden con estas dos zonas 

del espectro (Cuadro 5). 

Cuadro 5. Intensidad de la luz 

 

 

 
 

 

 

 

4.4 Ensayo 1, Crecimiento y Remoción de Nutrientes 

 

Al final de los veinte días de ensayo se registró para Asterococcus limneticus un 

crecimiento promedio de 1.05x1016 células mL-1 presentando promedios finales de 

remoción de 89.1% y 88.3% para PO4
3- y NH4

+ respectivamente. Por otro lado, 

Chlorella vulgaris presentó un promedio de 4.73x106 células mL-1 con una remoción 

promedio final de 16 % para PO4
3- y 90% para NH4

+.  En las gráficas que se 

presentan a continuación (Figuras 14 y 15) se puede observar el crecimiento celular 

desarrollado durante veinte días de ensayo, así como la remoción de PO4
3- y NH4

+ 

presentes en el medio modificado realizada por cada una de las cepas. 

 

Espectro INTENSIDAD (µmol fotones m-2s-1) 

Violeta 31.23 

Azul 24.32 

Verde 80.17 

Amarillo 25.57 

Naranja 29.47 

Rojo 11.8 

Total 202.56 
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Figura 14. Asterococcus limneticus Crecimiento y Remoción de ortofosfato y 
amonio. 
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Figura 15. Chlorella vulgaris. Crecimiento y Remoción de ortofosfato y amonio. 

 

Se observa en las cinéticas de crecimiento de ambas microalgas una 

eficiente remoción de nitrógeno y fosforo, aunque con comportamientos de 

consumo de nutrientes diferentes en cada de las cepas. 

Chlorella vulgaris aprovecha más rápido el ortofosfato y la cinética de 

crecimiento se logra apreciar en los 20 días de ensayo mientras que Asterococcus 

limneticus solo llega a la fase exponencial aprovechando primero el amonio y 

posteriormente el ortofosfato, por lo que se debe prolongar el experimento. 

Debido a estas diferencias al utilizarlas en conjunto se puede esperar que se 

complementen en un sistema de remoción.  

 

4.5  Ensayo 2, Crecimiento y Remoción de Nutrientes 

 

4.5.1 Crecimiento celular 

 

Debido a las observaciones realizadas en el ensayo uno, y ensayos 

experimentales posteriores se concluyó que la burbuja utilizada en el difusor de 

plexiglás debería ser menor, Wang y colaboradores en 2022 mencionan que 

disminuir la velocidad del aire ascendente aumenta la floculación de las algas y 

aumento en la producción de biomasa. Por lo que en el ensayo dos se disminuyó el 
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tamaño de la burbuja de aire ascendente que ingresaba en el reactor, de esta 

manera se registró que durante los 20 días del ensayo Chlorella vulgaris presentó 

un promedio final de 7.50x106 células ml-1 y 0.51 g l-1 de biomasa, mientras que para 

Asterococcus limneticus, fue de 8.64x106 células ml-1 y 0.69 g l-1 de biomasa. Se 

sabe que el crecimiento microalgal o producción de biomasa, depende de distintos 

factores ambientales, donde algunos de los más importantes son, la luz, 

temperatura, pH, condiciones iniciales de nutrientes, etc., en nuestro ensayo, se 

comenzó con altos niveles de nutrientes, lo pudo provocar que Chlorella vulgaris 

tomara más tiempo en adaptarse al medio y comenzó su fase exponencial después 

que Asterococcus limneticus, que comenzó su fase exponencial en los primeros 

cuatro días, por otro lado, Radmann, Reinehr, & Costa (2007), mencionan que para 

clorofitas se han encontrado niveles de biomasa entre 0.3 y 0.5 g l-1, lo que coincide 

con nuestros resultados, resaltando la capacidad de nuestras cepas de adaptarse y 

crecer en presencia de altos niveles de amonio (30 mg l-1), que para algunas 

especies de microalgas puede resultar tóxico (Larsdotter, 2006). 

 

4.5.2 Efectos del pH y remoción de ortofosfato y amonio 

 

Asterococcus limneticus  presentó una remoción final de 82% para PO4
3-  y 

94% para NH4
+ (Fig. 16), en cuanto al pH (Fig. 17), que inicio en un 6.5, presentó un 

decaimiento, finalizando al día 20 con 4.58,  mientras que Chlorella vulgaris logró 
una remoción (Fig. 18) promedio final de 61% para PO4

3- y 100% para NH4
+, es 

común observar la preferencia de las clorofitas por el consumo de amonio, ya que 
no representa alta pérdida de energía como la utilizada en nitritos y nitratos que 
requieren la intervención de enzimas para reducirlos (Sunda et al. 2005), además 
Larsdotter (2006) menciona que las microalgas verdes pueden tomar en exceso el 
nitrógeno presente en el ambiente para utilizarlo posteriormente si es requerido para 
llevar a cabo un proceso metabólico, este tipo de consumo es conocido como 
consumo en bonanza o descrito en inglés como “luxury consumption”. 

Por otro lado, al igual que Chlorella vulgaris (Fig. 19), en los reactores con 

Asterococcus limneticus, el pH presentó un decaimiento (Fig. 17), comenzando en 

6.5 y finalizando con un pH de 4.58, Mayer et al. (1997) y Silva y colaboradores 

(2012), mencionan que en cultivos tipo batch es común observar un decaimiento del 

pH, esto debido al desbalance anión/catión que ocurre en la célula, lo cual 

concuerda con lo observado en nuestro ensayo. 
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Figura 16. Asterococcus limneticus. Crecimiento de biomasa en g L-1 y Remoción 
de ortofosfato y amonio. 

 

Figura 17. Asterococcus limneticus, Crecimiento en Células por mililitro y Remoción 
de ortofosfato y amonio. 
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Figura 18. Asterococcus limneticus, Crecimiento y cambios de pH. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19. Chlorella vulgaris, Crecimiento de biomasa en g L-1 y Remoción de 
ortofosfato y amonio. 
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Figura 20. Chlorella vulgaris, Crecimiento en Células por mililitro y Remoción de 
ortofosfato y amonio. 

 

 
Figura 21. Chlorella vulgaris. Crecimiento y cambios de pH. 
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Figura 22. Eficiencia de remoción de nutrientes por C. vulgaris y A. limneticus 
durante los 20 días del ensayo. 

 

4.5.3 Análisis de Componentes principales 

Para observar las aportaciones de información de las variables que se 

tomaron durante el ensayo, se realizó un análisis de componentes principales, 

donde primero se realizó una tabla de comunalidades, para determinar si el modelo 

es capaz de explicar cada una de las variables, donde todas las variables excepto 

temperatura, se explica en un 69% y las demás se encuentran por encima del 87%, 

lo que indica que las variables están bien explicadas por el modelo.  

En la tabla de matriz de componentes (Cuadro 5) Se observa que las 

variables células, DO680, g/L, DO550, PO4
3-, NH4+ y Temperatura, están 

relacionadas en mayor medida con el primer componente, mientras que pH queda 

en la segunda. 
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Cuadro 6. Matriz de correlaciones.  

Correlación  células DO680 g/L DO550 PO4 NH4 pH 

Células 1.000 .913 .921 .100 -.866 -.657 -.157 

DO680 .913 1.000 .970 .148 -.830 -.528 -.002 

g/L .921 .970 1.000 .127 -.852 -.604 -.074 

DO550 .100 .148 .127 1.000 -.191 -.056 -.057 

PO4 -.866 -.830 -.852 -.191 1.000 .804 .408 

NH4 -.657 -.528 -.604 -.056 .804 1.000 .661 

pH -.157 -.002 -.074 -.057 .408 .661 1.000 

 

Para identificar de forma más precisa los componentes, se realizó una 

rotación varimax, donde se observó que hay relación en un segundo componente 

entre pH y NH4
+. La formación de los componentes explica (Fig. 21) el crecimiento 

influenciado por los nutrientes y la temperatura, por otro lado, la relación pH y 

amonio es correspondiente al decaimiento del pH en el ensayo, comenzando en 6.5 

y finalizando con un pH de 4.58 esto debido al desbalance anión/catión que ocurre 

en la célula y al consumo de bicarbonatos al ser el amonio la fuente de nitrógeno. 

En cuanto a la agrupación de número de células y DO680, g/L, DO550, 

sugiere que la aportación de las variables es la misma, por lo que en este ensayo 

podemos observar que cualquiera de estas mediciones es efectiva para mostrar el 

crecimiento microalgal. 
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Cuadro 7. Matriz de componentea 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

Cuadro 8. Matriz de componente rotadoa 

 

 

Componente 

1 2 

DO680 .985 -.125 

g/L .942 -.235 

Células .892 -.331 

Tratamiento AST1 CH2 -.800 -.335 

PO4 -.769 .582 

DO550 .195  

pH .107 .901 

NH4 -.426 .858 

Método de extracción: análisis de componentes 

principales.  

 Método de rotación: Varimax con normalización 

Kaiser.a 

a. La rotación ha convergido en 3 iteraciones. 

 

 

 

Componente 

1 2 

g/L .955 .172 

DO680 .950 .290 

células .949  

PO4 -.940 .215 

NH4 -.740 .608 

DO550 .188  

pH -.272 .865 

Método de extracción: análisis de componentes 

principales. 

a. 2 componentes extraídos. 
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Figura 23. Formación de componentes. 
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Figura 24. Gráfico de sedimentación, componentes principales. 

 

4.6 Ensayo 3, agua de la laguna de oxidación, clarificada y clorada, 

Chlorella vulgaris y Asterococcus limneticus 

 

Al igual que en el ensayo uno, cuatro reactores fueron inoculados con 3x106 células 

ml-1 de la cepa Chlorella vulgaris y otros cuatro con Asterococcus limneticus, se 

agregó a los 350 ml de agua proveniente de la laguna de oxidación, la misma de 

donde se aislaron las cepas microalgales, localizada en Marín, N.L., la cual fue 

previamente clarificada y clorada quedando con cantidades iniciales de 10 mg L-1  

de PO4
3- y 64 mg L-1 para NH4

+. El ensayo duró un total de diez días, donde se tomó 

muestra cada dos días para contar número de células, medición de DO680, pH y 

concentraciones de PO4
3- y NH4. 
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4.6.1 Crecimiento celular 

 

Durante los ensayos en el crecimiento celular registrado durante diez días 

Chlorella vulgaris presento un promedio final de 7.50x106 células ml-1 y 0.51 g l-1 de 

biomasa, mientras que para Asterococcus limneticus, de 8.64x106 células ml-1 y 

0.69 g l-1 de biomasa, se sabe que el crecimiento microalgal o producción de 

biomasa, depende de distintos factores ambientales, donde algunos de los más 

importantes son, la luz, temperatura, pH, condiciones iniciales de nutrientes, etc, en 

nuestro ensayo, se comenzó con altos niveles de nutrientes, lo que pudo provocar 

que Chlorella vulgaris tomara más tiempo en adaptarse al medio y comenzó su fase 

exponencial después que Asterococcus limneticus, que comenzó su fase 

exponencial en los primeros cuatro días, por otro lado, Radmann et al., 2007 

mencionan que para clorofitas se han encontrado niveles de biomasa entre 0.3 y 

0.5 g l-1, lo que coincide con nuestros resultados, resaltando la capacidad de 

nuestras cepas de adaptarse y crecer en presencia de altos niveles de amonio 30 

mg l-1, que para algunas especies de microalgas puede resultar toxico (Larsdotter, 

2006b). 

 
 

 

 

Figura 25. Chlorella vulgaris, Crecimiento de biomasa en g L-1 y comparativa de 
remoción de ortofosfato y amonio en 10 días de ensayo. 
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Figura 26. Chlorella vulgaris, Crecimiento de biomasa en g L-1 y remoción de 
amonio en 10 días de ensayo. 

 

 

Figura 27. Chlorella vulgaris, Crecimiento de biomasa en g L-1 y remoción de 
ortofosfato en 10 días de ensayo. 
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Figura 28. Chlorella vulgaris. Crecimiento y cambios de pH en 10 días de ensayo. 

 

 

Figura 29. Asterococcus limneticus, Crecimiento de biomasa en g L-1 y comparativa 
de remoción de ortofosfato y amonio en 10 días de ensayo. 
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Figura 30. Asterococcus limneticus, Crecimiento de biomasa en g L-1 y remoción 
de ortofosfato en 10 días de ensayo. 

 

 

Figura 31. Asterococcus limneticus, Crecimiento de biomasa en g L-1 y remoción 
de amonio en 10 días de ensayo. 
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Figura 32. Asterococcus limneticus Crecimiento y cambios de pH en 10 días de 
ensayo. 

 

 

 

Figura 33. Comparativa de eficiencia de remoción de ortofosfato por C. vulgaris y 

A. limneticus. 
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Figura 34. Comparativa de eficiencia de remoción de amonio por C. vulgaris y A. 
limneticus. 

Por otro lado, Wang et al. (2013) detectan que los nutrientes son un factor 

limitante para el crecimiento inicial, principalmente la cantidad de amonio, que, entre 

menos concentración inicial, favorece al crecimiento microalgal. Posteriormente 

comenzó la fase exponencial, donde se calculó una tasa especifica de crecimiento 

de 0.1 d-1
, finalizando con una biomasa de 0.51 g L-1 y una producción máxima de 

0.045 g L-1. Esta producción se aprecia baja y se podría relacionar con el impacto 

inhibitorio provocado por la disminución del pH, debido a la acumulación de CO2 en 
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hacia ácido carbónico y de allí al ion bicarbonato y protones. Apoyando lo anterior, 

se ha reportado que rangos de CO2 entre los 0.03 a 5% registran valores de pH 
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al., 2017). 
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de sus respectivos roles en el metabolismo celular (Loladze & Elser, 2011). En las 
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con la producción de ribosomas y ARN ribosomal. La captación de P está asociada 

predominantemente con el almacenamiento en el ARN ribosomal, de manera que 

la función observada entre la concentración de fosfato y la tasa de captación 

requiere suficiente N para asegurar que no haya restricción de la síntesis de 

proteínas (Beuckels et al., 2015b). En tales casos, la tasa de captación también se 

relaciona con la capacidad de las microalgas para almacenar el fosfato disponible a 

través de la vía consumo en bonanza, donde la polifosfato se acumula dentro de la 

célula, formando gránulos (Wang et al., 2010). Se ha encontrado que hasta un 

3.16% de P puede almacenarse en las células de las microalgas (Powell et al., 

2008). Esta explicación es compartida por autores como (Silva-Benavides & Torzillo, 

2012), quienes mencionan que debido a que durante su experimentación el pH 

nunca rebasó las 8.5 unidades, es decir el valor de pH en el que se produce la 

precipitación del fosfato, es posible que éste se eliminara principalmente por 

captación activa en lugar de precipitarse como sales de fosfato insolubles. Sin 

embargo, los fenómenos de biosorción tanto por la superficie celular como por la 

superficie del recipiente de cultivo no pueden ser descartados. 

5 CONCLUSIONES 
 

A partir de agua residual municipal se pueden aislar cepas de microalgas con 

características que las vuelven candidatas para la remoción de PO4
3 y N-NH4

+. En 

esta investigación las microalgas con mejores características, debido a su número 

de células, capacidad para flocular y dominancia fueron: Chlorella vulgaris y 

Asterococcus limneticus. Estas características, son importantes si se pretende 

colocar las cepas en un reactor, ya que mayor cantidad de células significa buena 

producción de biomasa; mientras que la capacidad de flocular hace que se vuelva 

más sencillo cosecharlas del sistema.  

Para lograr las condiciones necesarias de operación de un sistema de remoción 

de nutrientes con microalgas, es necesario tener las condiciones adecuadas para 

su crecimiento axénico; por lo que se requiere de materiales y tecnologías 

disponibles, pruebas y tiempo que garanticen resultados confiables al realizar los 

experimentos. 

Durante el desarrollo de los experimentos y ensayos de ajuste previos, se 

observaron factores relevantes en el funcionamiento de los fotobiorreactores, como 

lo son, la disposición y emisión de luz, donde se debe considerar que la luz azul y 

roja poseen mayor energía, que en nuestro estudio representaban el 24.32 y 11.8 

de intensidad respectivamente de los 202.56 µmol fotones m-2s-1 emitidos por las 

lámparas utilizadas, por lo que para futuros experimentos se recomienda cantidades 

mayores de estas intensidades de luz. 

De igual manera otros factores como los filtros de aire, que evitan la 

contaminación, los difusores que moderan la velocidad de aireación y tamaño de la 

burbuja que pueden afectar la disposición de CO2 para las cepas, así como el pH y 
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las concentraciones de nutrientes iniciales que pueden ser factores limitantes en el 

crecimiento microalgal. Por lo que, al realizar los ensayos aquí descritos, estos 

factores fueron ajustados logrando así obtener una biomasa competitiva comparada 

con el crecimiento registrado por otros investigadores y remociones de nutrientes 

entre 80 y 100%. 

Aunado a esto el análisis de componentes principales muestra que el 

crecimiento de las microalgas esta mayormente influenciado por la temperatura del 

sistema y nutrientes, describiendo que uno es efecto del otro, al disminuir los 

nutrientes presentes en el medio, la biomasa aumenta y que el consumo de amonio 

tiene efecto en el decaimiento del pH debido al consumo de bicarbonatos al ser el 

amonio la fuente de nitrógeno. Por otro lado, también determina que cuantificar la 

biomasa, ya sea mediante hematocitómetro, densidad óptica a 680 nm o a través 

del peso seco es igual de efectiva, por lo que es posible utilizar cualquiera de estos 

tres métodos de manera confiable.  

Las especies de microalgas utilizadas mostraron en sus curvas de crecimiento y 

remoción de nutrientes que son capaces de asimilarlos, pero se comportan de 

diferente manera al consumir el nitrógeno y fosforo, tanto en crecimiento como 

remoción.  

La cepa Asterococcus limneticus   presentó el mayor crecimiento de biomasa 

con un promedio final de 1.05x1016 células mL-1 ante Chlorella vulgaris que obtuvo 

4.73x106 células mL-1. 

Asterococcus limneticus presentó una remoción promedio final de 89% para 

PO4
3- y 88% para NH4

+, mientras que Chlorella vulgaris obtuvo una remoción 

promedio final de 16 % para PO4
3-  y 90% para NH4

+, por lo que A. limneticus mostro 

una mejor remoción de los nutrientes durante los 20 días de ensayo. 

Chlorella vulgaris aprovecha más rápido el ortofosfato y la cinética de 

crecimiento se logra apreciar en los 20 días de ensayo mientras que Asterococcus 

limneticus solo llega a la fase exponencial aprovechando primero el amonio y 

posteriormente el ortofosfato, por lo que se sugiere experimentos con mayor 

cantidad de días. 

En resumen, Asterococcus limneticus presenta dos etapas, la primera de 

crecimiento hasta los 8 días, donde se presenta la mayor remoción de nutrientes 

(82% PO4 y 94% NH4 ) y una segunda de equilibrio tanto en crecimiento como 

remoción, mientras que Chlorella vulgaris presentó un crecimiento constante a partir 

del día cuatro y los nutrientes una continua disminución durante el periodo de 

evaluación. 

En el caso específico del presente estudio, es posible mencionar que su 

habilidad para remover estos nutrientes fue dependiente de la cepa. 

Debido a estas diferencias, al utilizarlas en conjunto se puede esperar que se 

complementen en un sistema de remoción.  

Los resultados observados sugieren que las especies de microalgas aisladas de 

lagunas de oxidación representan una posible opción en la remoción de amonio y 

ortofosfato de aguas residuales municipales y generación de biomasa. Además, 
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debemos mencionar que son capaces de crecer en altas concentraciones de 

amonio y que el estrés generado por la baja cantidad de nutrientes y pH las vuelven 

candidatas para la generación de productos como aceites. 
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