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Cultivo de microalgas (Neochloris oleoabundans y Chlorella sp.) en agua residual y 
extracción de sus ácidos grasos. 

Cultivation of microalgae (Neochloris oleoabundans y Chlorella sp.) in wastewater for 
biomass production and lipid extraction. 

Yaneli Martínez Cruz1  y  Guadalupe Hernández Eugenio2 

Resumen 

El objetivo de este trabajo  fue evaluar la remoción de 

nutrientes de agua residual del efluente de un digestor 

anaeróbico mediante el cultivo de  microalgas (Neochloris 

oleoabundans y Chlorella sp.) y producción de biomasa 

algal y ácidos grasos. Neochloris oleoabundans removió  

el  93.6 % de NH4
+ y Chlorella sp. 73 % en concentración 

de 90 mgl-1NH4
+. La eliminación de NO3  fue del  58.8 %  

y  72.6 % en Neochloris oleoabundans y Chlorella sp.  

respectivamente el concentración de 50 mgl-1NH4
+. El 

fósforo fue eliminado al 100 % por ambas microalgas  al 

tercer y séptimo día. El crecimiento celular fue de 1.06 x 

106 celml-1 en  Neochloris oleoabundans y 1.36 x 106 

celml-1 en Chlorella sp. El porcentaje de lípidos totales 

acumulados en N. oleoabundans fue del 19 % en 

concentración de 90 mgl-1NH4
+ y Chlorella sp. acumuló 

28.3 % cultivada bajo concentración de 50 mgl-1NH4
+.Los 

ácidos grasos identificados fueron principalmente 

palmítico, linoleico, araquidónico, oleico y esteárico. Se 

concluye que Neochloris oleoabundans y  Chlorella sp. 

pueden remover los nutrientes del efluente de un digestor 

anaeróbico, producir biomasa y acumular lípidos.  

Palabras claves: efluente, remoción de nutrientes, 
microalgas. 
1 Tesista 
2 Director 

 

 

 

 

 

Abstract 

This study was conducted to evaluate nutrient removal of 

wastewater from an anaerobic digester effluent through 

the cultivation of microalgae (Neochloris oleoabundans 

and Chlorella sp.) and production of algal biomass and 

fatty acids. Neochloris oleoabundans removed 93.6 % of 

NH4
+ and Chlorella sp. 73 % at the concentration of 90 

mgl-1NH4
+. Nitrate removal was 58.8 % and 72.6 % in 

Neochloris oleoabundans and Chlorella sp. respectively, at 

the concentration of 50 mgl-1NH4
+. Phosphorus removal 

was 100% by both microalgae on the third and seventh 

day. Cell growth was 1.06 x 106 cellml-1 and 1.36 x 106 

cellml-1 in Neochloris oleoabundans and Chlorella sp., 

respectively. Total accumulated lipid in N. oleoabundans 

was 19 % at the concentration of 90 mgl-1 NH4
+, and 

Chlorella sp. accumulated 28.3 % when grown with 50 

mgl-1NH4
+. Fatty acids identified were mainly palmitic, 

linoleic, arachidonic, oleic and stearic acids. We conclude 

that Neochloris oleoabundans and Chlorella sp. can 

remove nutrients from the effluent of an anaerobic 

digester, biomass produce and lipids accumulate. 

Keywords: effluent, nutrients removal, microalgae. 
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CAPÍTULO 
1 

 

1 INTRODUCCIÓN 
 

En la actualidad el problema de la contaminación del agua ha tomado 

relevancia en diferentes ámbitos de la comunidad científica y tecnológica, 

porque es indispensable para el desarrollo de la sociedad.  El  tratamiento del 

agua residual debe realizarse de manera  económica y viable. Uno de los 

sistemas de tratamiento de agua residual es la digestión anaeróbica. Ésta se ha 

convertido en una tecnología atractiva para el tratamiento de aguas residuales 

dado su bajo costo comparada con los sistemas de tratamiento biológicos 

aeróbicos y los tratamientos fisicoquímicos.  

La digestión anaeróbica  es un proceso por el cual los desechos orgánicos de 

residuos municipales, agrícolas,  pueden ser biológicamente mineralizados en 

ausencia de oxígeno. Las diversas poblaciones microbianas degradan los 

residuos orgánicos para generar  biogás y otros compuestos  como productos 

finales. La digestión anaeróbica  se utiliza para reducir la demanda química de 

oxígeno, disminuir la putrefacción y malos olores; sin embargo, los efluentes 

generados a partir de este proceso aumentan la disponibilidad de nutrientes 

principalmente nitrógeno y fósforo que aún contienen. Los efluentes al 
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descargarse a los cuerpos de agua provocan eutrofización afectando al 

ecosistema. 

Una alternativa para mitigar este problema es emplear los efluentes para el 

cultivo de microalgas. Las microalgas tienen la capacidad de utilizar el nitrógeno 

y el fósforo inorgánico para generar biomasa. La biomasa se utiliza para 

producir biocombustible, metano, fertilizantes, productos químicos y alimento 

para animales. 

El cultivo de microalgas ofrece una solución  al tratamiento terciario de aguas 

residuales para la producción de biomasa y ácidos grasos, reduciendo costos  

en comparación con los sistemas de tratamiento, así como la mitigación de 

emisiones de gases de efecto invernadero, por lo que lleva a una importante 

sinergia económica para el proceso. 

Existen una gran variedad de microalgas que pueden cultivarse en agua 

residual, principalmente  del género Chlorella  que son adaptables a esta agua  

y pueden acumular lípidos; sin embargo, existen otras especies oleaginosas 

que pueden producir gran cantidad de lípidos  hasta en un 80% en medios de 

cultivo especifico como la especie Neochloris oleoabundans.  

1.2 OBJETIVO 

Evaluar la  remoción de nutrientes de agua residual del efluente de un digestor 

anaeróbico mediante el cultivo de  microalgas (Neochloris oleoabundans  y 

Chlorella sp.) y determinar la producción de biomasa algal y ácidos grasos.     
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CAPÍTULO  
2 

 

2 ANTECEDENTES 

2 REVISIÓN DE LITERATURA 

2.1 Generación de Aguas Residuales 

Las aguas residuales se definen como aguas de composición variada 

provenientes de las descargas de usos municipales, industriales, agrícolas, así 

como la mezcla de ellas (Rodríguez y Durán, 2006). Sus principales 

contaminantes son nutrientes (nitrógeno y fósforo), organismos patógenos 

(bacterias y virus), materia orgánica, detergentes, metales pesados y sustancias 

químicas (Silk y Ciruna, 2004). 

En  México, las aguas residuales que se generan, crean un caudal total de 255 

m3/s, de los cuales se captan 205 m3/s, y  de está sólo se trata el 36.4%.  En 

aguas residuales municipales se generan 2.02 millones de toneladas de DBO5 y 

sólo se remueven 0.61 millones de toneladas. El agua residual de uso no 

municipal incluye la industrial y genera  6.95 millones de toneladas de DBO5, de 

las cuales sólo se remueve 1.33 millones de toneladas (CNA, 2011). En 2011, 

el volumen de aguas residuales provenientes de los centros urbanos fue de 

236.3 m3/s (SEMARNAT, 2011). Los contaminantes no eliminados son 

directamente descargados a cuerpos de aguas  superficiales o suelos agrícolas; 
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al mismo tiempo que generan materia orgánica con contenido de nutrientes 

como nitrato, amonio, fósforo, entre otros. Se estima que el agua residual 

domestica contiene 76 mg.l-1  de N-NO3 (Crittenden et al., 2005), 50-70  mg.l-1  

de N,  15-20 mg.l-1  de P,  300-600 mgl-1 DQO  y 200-300 mgl-1 DBO5 (Crites y 

Tchobanoglous, 2000). Sin embargo la composición del agua residual puede 

variar como lo menciona Cortés (1993) con 20-60 mg.l-1  de N,  12-50 mg.l-1 de 

amoniaco, fósforo total de 6-20 mg.l-1, DBO5 100-350 mgl-1 y 250-1000 mgl-1 

de DQO. 

2.2 Tratamiento de aguas residuales 

Los cuerpos de agua  son incapaces  de depurar grandes cantidades de 

desechos municipales e industriales (MEA, 2005; UNEP, 2007). Algunos de los 

contaminantes que se encuentran en el agua residual son elevados contenidos 

de carbono determinados como demanda biológica de oxígeno (DBO5)  y 

demanda química de oxígeno (DQO), nutrientes como nitrato, fosfato, amonio, 

además de metales pesados y microorganismos patógenos (Esponda  2001). 

En consecuencia, una de las acciones más importantes para evitar su deterioro 

es el tratamiento de las aguas residuales. Dicho tratamiento  es importante para 

evitar impactos negativos en los cuerpos de agua, ya que éstos contaminantes 

generan problemas de eutrofización. 

Cabe señalar que algunos efluentes de aguas residuales de excretas de 

ganado tienen alto contenido de nutrientes. Este tipo de efluentes después de 

ser sometidos a tratamiento secundario aún contienen elevadas 

concentraciones de nutrientes; como efluentes de digestión anaeróbica  de 



 
 

~	5	~	
 

estiércol lechero  que contienen 125-3456 mgl-1 de  nitrógeno  total y 18-250 

mgl-1 de fósforo total (Wang et al., 2010; Cho et al., 2011), efluentes de 

gallinaza con 1380-1580 mgl-1 de  nitrógeno  total y 370-382 mg l-1 de fósforo 

total (Yetilmezsoy et al., 2008; Yetilmezsoy et al., 2009),  efluentes de 

depuradoras de lodos con 427-467 mgl-1 de  nitrógeno  total y 134-321 mgl-1 de 

fósforo total (Montusiewicz et al., 2010), así como efluentes de residuos de 

alimentos y estiércol lácteos con 1,640 mg l-1  - 1,885 mgl-1 de  nitrógeno  total 

Kjeldahl y 296-302 mgl-1 de fósforo total (El y Zhang, 2007). Por lo tanto,  el 

contenido de nutrientes en efluentes provenientes de granjas puede ser 

sometido a un tratamiento terciario con  algas. 

2.3 Microalgas 

Las microalgas son un conjunto heterogéneo de microorganismos fotosintéticos 

unicelulares procariontes (cianobacterias, llamadas algas verde-azuladas) y 

eucariontes (tradicionalmente algas verdes),  que se localizan en diversos 

hábitats como aguas marinas, dulces, salobres, residuales o en el suelo, bajo 

un amplio rango de temperaturas, pH y disponibilidad de nutrientes (Garibay et 

al., 2009).  

Son responsables de la producción del 50% del oxígeno y de la fijación del 50% 

del carbono en el planeta. Su biodiversidad es enorme, se han identificado 

alrededor de 40,000 especies aunque se estima que existen más de 100,000 de 

las cuales se desconoce su composición bioquímica y metabolismo (Garibay et 

al., 2009). 
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Las microalgas se clasifican de acuerdo a diferentes parámetros como 

pigmentación, ciclo de vida, morfología y estructura celular, sin embargo, las 

especies más estudiadas para aplicaciones biotecnológicas son las algas 

verdes y diatomeas.  Dentro la división Chlorophyta se encuentran  especies 

que proliferan en ambientes dulceacuícolas. Pueden existir como células 

individuales o colonias. Su principal reserva de carbono es el almidón, sin 

embargo,  pueden almacenar lípidos bajo determinadas condiciones. Algunas 

especies como Botryococcus braunii llega acumular hasta un 85% de contenido 

lipídico, mientras que Neochloris oleoabundans un 88.8% (cuadro 1). 

La división Bacillariophyta, comúnmente llamada diatomea agrupa a especies 

que predominan en aguas oceánicas, no obstante también se encuentran en 

aguas dulces y residuales. Se caracterizan por contener silicio en sus paredes 

celulares, almacenar carbono como aceite. Algunas de ellas como la especie 

Nitzschia laevis llega a tener el  69.1% de lípidos  mientras Cyclotella sp. 

contiene el 54 %,  cuadro 1 (Arredondo y  Vázquez-Duhalt, 1991; Sheehan et 

al., 1998; Hu et al., 2008).  

Cuadro 1. Contenido lipídico de  microalgas en condiciones autotróficas. 

Chlorophyta 

%Contenido 

lipídico 

(gLípidos/gPeso

-seco x100) 

Diatomeas 

%Contenido 

lipídico 

(gLípidos/gPeso

-seco x100) 

Botryococcus brauniivar. A 
2,5 

43.0 – 63.0 Cyclotella cryptica2  36.8 

Botryococcusbrauniivar. B 
2,5 

53.0 – 86.0 Cyclotella sp. 2  54.0 

Chlorella emersonii9,10 63.0 Nitzschia laevis10  69.1 

Chlorella minutissima9,10 57.0 Nitzschia pelea 
Kutz2,8 

27.2 – 39.5 
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Chlorella protothecoides10 23.0 Nitzschia sp. 1,4 22.1 – 47.0 

Chlorella pyrenoidosa2,8 14.4 – 35.8 Phaeodactylumtric
ornutum2  

31.0 

Chlorella sorokiana9,10 22.0 Skeletonemacostat
um2  

30.3 

Chlorella sp. 1 28.0 – 32.0   

Neochloris oleoabundans 2,3 18.9 – 88.8   

Nannochloropsis salina 8 40.8 – 72.2   

Dunaliella salina 2,4,8 9.2 – 47.2   

Dunaliellaprimolecta1,2,8 23.0 – 53.8   

Scenedesmusobliquus9 11.0 - 55.0   

Scenedesmusdimorphus2,8,9 6.0 – 40.0   

1Chisti, 2007; 2Arredondo y Vázquez-Duhalt, 1991; 3Gatenby et al., 2003; 4Ben-Amotz et al., 

1985;5 Metzger y Largeau, 2005;8 Cohen,1986; 9Gouveia y  Oliveira, 2009; 10Li y Liu, 2008. 

2.3.1Parámetros para el cultivo de microalgas  

Cada especie y subespecie de microalga presenta sus características propias 

respecto a condiciones óptimas de crecimiento, así como producción de 

biomasa algal. Tanto la composición de las microalgas como su productividad 

están determinadas, principalmente por el pH, la temperatura, la disponibilidad y 

concentración de nutrientes,  intensidad y tipo de luz, la densidad celular del 

cultivo y la contaminación o depredación por otros organismos (Barsanti et al., 

2006). Los nutrientes necesarios para el crecimiento de las algas se presentan 

en el cuadro 2.  Las concentraciones y nutrientes pueden variar  de acuerdo al 

medio (Brennan y  Owende, 2010). 

Cuadro 2. Requerimientos principales de cultivos de microalgas 

Requerimientos Compuestos químicos Valores 

C CO2 , CO3 g/ 100ml 

O, H O2, H2O g/ 100ml 

N N2, NH4 , NO3 g/100ml 
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P PO4 g/100ml 

S SO4 g/100ml 

Na, K, Ca, Mg Sales g/100ml 

Fe, Zn, Mn, B, Br, SI Sales mg/100ml 

Cu, Co, Cl, I, Sr, Rb, A. Elementos traza ug /100ml 

vitaminas B12, Tiamina y Biotina ug/100ml 

 

Algunos factores que pueden afectar el crecimiento son temperatura, intensidad 

de luz, pH y aireación. 

Temperatura.  La mayoría de la especies de microalgas toleran temperaturas 

entre 16 y 27 ºC, aunque esto puede variar de acuerdo a la composición del 

medio de cultivo o la especie cultivada. Un valor intermedio de 18-20 ºC es 

frecuentemente empleado. Temperaturas por debajo de los 16 ºC pueden 

retardar el crecimiento, mientras que aquellas por arriba de los 35 ºC son letales 

para cierto número de especies. Sin embargo, existen gran variedad de 

microalgas capaces de desarrollarse en un amplio rango de temperaturas  tal 

como  Chlorella que puede crecer entre 5 y 42 ºC, un rango fuera del cual se 

ven inhibidas o incluso mueren. 

En sistemas abiertos de cultivo un incremento de temperatura se ve 

compensado con evaporación del agua, regulándose de este modo la 

temperatura máxima. En sistemas cerrados de cultivo es necesario la 

refrigeración adicional mientras que en zonas cálidas, la relación entre nivel de 

luz y temperatura puede afectar a la biomasa en gran medida. 
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Luz. Como en las plantas, la luz es la fuente de energía que promueve las 

reacciones fotosintéticas en las algas. La intensidad, la calidad espectral y el 

fotoperiodo deben ser considerados. 

Los organismos fotosintéticos sólo emplean la fracción del espectro de luz solar 

que es fotosintéticamente activa, es decir entre 350 y 700 nm. Esta fracción 

fotosintéticamente activa (PAR por sus siglas en inglés) supone un 40% de la 

radiación total del sol. El crecimiento de los microorganismos fotosintéticos es 

proporcional a la intensidad de la luz recibida siempre que ésta se sitúe por 

debajo de un cierto valor máximo (fotolimitación). A partir de éste, los sistemas 

fotosintéticos receptores se ven dañados y la fotosíntesis se ve inhibida. A este 

fenómeno se le denomina fotoinhibición. En la mayoría de las microalgas la 

fotosíntesis se ve saturada a niveles lumínicos superiores al 30% de la 

radiación total que la Tierra recibe del Sol (1,700–2,000 μE/m2·s). Las algas se 

adaptan a los cambios de luz variando el contenido de clorofila de sus células; 

las algas adaptadas a bajas intensidades lumínicas tienen más clorofila 

(Stephens et al., 2010). Sin embargo, Hu et al., (1996 y 1998), demostraron que 

la productividad en función de la densidad del cultivo en gl a diferentes 

intensidades  lumínicas fue de 25 gl en 2,000 μmol·m-2·s-1, de 15 gl-1 en 870 

μmol·m-2·s-1 y 5 gl-1 en 360 μmol·m-2·s-1. Cabe mencionar que la iluminación 

artificial puede contribuir a una producción continua. 

pH. El rango del pH para la mayoría de las especies de algas cultivadas es 

entre 7 y 9, siendo el rango óptimo 8.2-8.7. Para mantener el control del  pH es 

necesario airear o adicionar CO2. El proceso fotosintético de fijación de CO2 
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provoca un aumento gradual de pH en el medio, debido a la acumulación de 

OH-, lo que puede promover la eliminación de nitrógeno en forma de amoniaco 

por volatilización a la atmósfera y eliminación de fósforo por precipitación de 

ortofosfatos. 

Aireación. La aireación  o agitación es necesaria para facilitar la eficiencia en el 

transporte y homogenización de los nutrientes y pH, además de  impedir la 

sedimentación de las algas y su adherencia a las paredes del recipiente donde 

sea cultivada y mejora el intercambio de gases entre el medio de cultivo y el 

aire.  Sin embargo, no todas las especies toleran una agitación fuerte que 

provee el reactor o recipiente para un mezclado, ya que son sensibles al estrés 

hidrodinámico.  

2.3.2 Asimilación del nitrógeno 

En general, las microalgas pueden tomar nitrógeno del medio en forma de urea, 

amonio, nitrato, nitrito y nitrógeno molecular. La fuente principal de nitrógeno  

en las microalgas es el nitrato. La asimilación del nitrato implica tres pasos: a) la 

absorción del nitrato dependiente de la enzima  permeasa y requiere energía 

metabólica, b) la reducción de nitrato a amonio  es independiente del ATP, 

requiere de ocho electrones, y es catalizada por la acción de dos enzimas 

(nitrato reductasa y nitrito reductasa), y c) la incorporación de amonio a  

esqueletos de carbono, tales como el grupo α-amino  L-glutamato, que es 

catalizada por la glutamina sintetasa (GS) y glutamato sintasa(GOGAT), Figura 

1. La vía GS-GOGAT también es responsable de la asimilación de amonio 

derivado de carbonos intracelulares y  compuestos de nitrógeno  durante la 
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fotorespiración y otros procesos.  A pesar de que el nitrógeno  es el 

componente principal de la atmósfera y es un elemento esencial para los 

organismos vivos, sólo algunos organismos altamente especializados pueden 

convertir el N2  en forma asimilable. Este proceso es esencialmente anaeróbico, 

catalizada por la nitrogenasa, y restringidos a unos pocos microorganismos que 

pueden hacerlo en vida libre o en simbiosis con las plantas (Richmond, 1986). 

Entre microalgas, sólo algunos tipos de cianobacterias (Anabaena, Nostoc, 

Cylindrospermun, Mastigocladus, Tolypothrtiy Goleocopsa) puede fijar el N2, a 

través de un proceso acoplado producido fotosintéticamente por el potencial 

redox y ATP utilizando células diferenciadas para proteger la nitrogenasa del 

oxígeno (Avron y Ben, 1992).Otras formas filamentosas nonheterocystous tales 

como Oscillatoria y Phorrnidium pueden fijar el nitrógeno únicamente en 

ausencia de oxígeno y presencia de nitrógeno y monóxido de  carbono. En 

general, el proceso de fijación de N2 depende de  la disponibilidad  de  amonio o 

nitrato. Una fotoproducción efectiva de amonio, nitrato, nitrito, o nitrógeno 

atmosférico se ha logrado químicamente mediante el bloqueo de la vía de la 

asimilación de amonio con L-metionina-DL-sulfoximina (MSX), una enzima 

específica irreversible inhibidora de la actividad  glutamina sintetasa.  
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1987). Por ejemplo Spirulina se inhibe ante concentraciones de 200 mg NH4
+l-1,  

mientras que Chlorella sorokiniana no muestra inhibición ante concentraciones 

de 400 mg NH4
+l-1 (Rosenberg et al., 2008). 

2.3.3 Contenido lipídico de las microalgas 

Las microalgas con  producción lipídica son importantes para la elaboración de 

biodiesel, razón por la cual la cantidad de lípidos contenidos en la biomasa y la 

velocidad de crecimiento, sumados a la eficiencia metabólica del 

microorganismo, son parámetros relevantes para su selección (Chisti, 2007; 

Rosenberg et al., 2008). 

La determinación del contenido oleaginoso de las microalgas resulta 

complicada a causa de su variación ante condiciones distintas de cultivo; el 

crecimiento en ambientes desfavorables o bajo situaciones de estrés, 

frecuentemente conlleva al incremento de la fracción lipídica. Los lípidos 

comprendidos en las microalgas por lo general constituyen del 20 al 50% de su 

peso seco en  especies como Chlorella sp., Chlorella vulgaris, Nitzschia sp., 

Dunalella salina entre otras, aunque se han reportado valores del 1 al 80% en 

Neochloris oleoabundans, Botryococcusbrauni, Schizochytrium sp., 

Nannochloropsis salina entre otras (Arredondo & Vázquez-Duhalt, 1991; Chisti, 

2007; Hu et al., 2008; Schenk et al., 2008; Meng et al., 2009; Liu et al., 2008; 

Xiong et al., 2008; Takagi et al., 2000; Li y Qin, 2005). 

Las especies que producen más de un 30% de grasas se denominan 

‘oleaginosas’ (Arredondo & Vázquez-Duhalt, 1991). Los grupos taxonómicos a 
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los cuales pertenecen las microalgas oleaginosas son diversos. En los 

ejemplares eucariontes, el contenido lipídico es considerado como propio de la 

especie y no del género, de manera tal que este parámetro varía notablemente 

entre las especies individuales de cada grupo taxonómico (Ben-Amotz et al., 

1985; Hu et al., 2008). No obstante, de  acuerdo con  Hu et al., 2008, es posible 

generalizar que microalgas oleaginosas eucariontes de grupos diversos 

(clorofitas, diatomeas, crisofitas, haptofitas, eustigmatofitas, dinofitas, xantofitas 

y rodofitas) presentan, bajo condiciones normales de cultivo, una fracción 

lipídica promedio del 25.1%, magnitud que es superior (45%) en situaciones de 

estrés.  

Recientemente, Rodolfi et al., 2009, investigaron 30 especies para seleccionar 

aquellas con alta productividad en biomasa y alto contenido de lípidos, 

encontrando que Nannochloropsis sp., una especie marina, es particularmente 

promisoria para la producción de aceite. De igual manera, Gouveia y Oliveira 

(2009), estudiaron 6 especies de microalgas tanto marinas como dulceacuícolas 

para elegir en términos de cantidad y calidad de aceite la mejor materia prima 

para la producción de biocombustibles; Neochloris oleoabundans 

(dulceacuícola) y Nannochloropsis sp. (marina) fueron las que mostraron mayor 

contenido de lípidos, 56 y 28.7%, respectivamente, como se muestra en el 

cuadro 3. El contenido total de los lípidos en las microalgas puede variar desde 

1 hasta 90% del peso seco, dependiendo de la especie y de las condiciones de 

cultivo (Spolaore et al., 2006; Chisti, 2007). 
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Cuadro  3. Contenido de aceite de algunas especies de microalgas. 

Especie 

Contenido 

de aceite 

(% del 

peso seco) 

Productividad 

lípidos (mgl-1 

d-1) 

Referencia 

Parietochoris incisa (d) 
60a  Nr Solovchenko et al., 

(2008)  

Nannochloropsis sp. (m) 60a  204  Rodolfi et al. (2009)  

Neochloris oleoabundans (d) 56a  13.22  Gouveia et al. (2009)  

Chlorella vulgaris(d)  42a  12.77  Widjaja et al. (2009)  

Crypthecodiniumcohnii(m) 41.14a 82  Mendoza et al. (2008)  

Scenedesmusobliquus(d) 43b  Nr Mandal y Mallick (2009) 

Neochloris oleoabundans (d)  38c 133  Li et al. (2008)  

Nannochloropsis sp. (m) 
28.7c  90  Gouveia y Oliveira 

(2009)  

Chlorella vulgaris(d)  27c  127.2  Francisco et al. (2010)  

Nanochloropsisoculata(m)  30.7c  151  Chiu et al. (2009)  

Dunaliella(m) 67c 33.5  Takagi et al. (2006)  

Choricystisminor(d) 
21.3c  82  Mazzuca-Sobczuk y 

Chisti (2010)  

Chlorella protothecoides(d) 50.3d Nr Xiong et al. (2008)  

Chlorella vulgaris(d) 21d 54  Wang et al. (2009)  

Scenedesmusrubescens(m) 73e Nr  Matsunaga et al. (2009) 
aCultivo bajo supresión de nitrógeno; bCultivo bajo deficiencia de nitrógeno; cCultivo con 

suficiencia de nutrientes; d cultivo heterotrófico; e Ausencia de nutrientes, m = marina y d 

= dulceacuícola; Nr = no reportado.  

Los principales estímulos químicos para producción de lípidos son la deficiencia 

de nutrientes (nitrógeno, fósforo, azufre y silicio), la salinidad y el pH del medio 

de cultivo; los físicos son la temperatura y la intensidad luminosa. La deficiencia 

de nitrógeno es, con respecto a los nutrientes, el factor que más afecta el 

metabolismo de los lípidos (De et al., 1999; Li et al., 2008; Hu et al., 2008; 

Mendoza et al., 2008; Solovchenko et al., 2008; Gouveia y Oliveira, 2009; 



 
 

~	16	~	
 

Rodolfi et al., 2009). Por ejemplo el contenido de lípidos de Chlorella vulgaris 

puede aumentar de 20% a  un máximo de 40% en atmósfera de limitación de 

nitrógeno (Illman et al., 2000).  

Además de estos factores, la fase de crecimiento y la edad del cultivo también 

afectan el contenido y composición de los ácidos grasos, observándose un 

mayor contenido de lípidos en la fase estacionaria con respecto a la fase 

logarítmica (Spolaore et al., 2006; Hu et al., 2008). Con respecto a la fase de 

crecimiento, Bigogno et al., (2002) reportaron que en Parietochloris incisa se 

observó un alto contenido de triacilgliceroles (43% del total de ácidos grasos) en 

la fase logarítmica, el cual aumentó hasta 77% en la fase estacionaria. 

Asimismo, Neochloris oleoabundans puede acumular hasta el 80% de sus 

lípidos totales en forma de triglicéridos y la mayoría de sus ácidos grasos son 

saturados en el rango de 16 a 20 carbonos, bajo condiciones de estrés lo cual 

la coloca como una de las especies con mayor potencial para la producción de 

biodiesel (Tornabene et al., 1983). 

Sin embargo, los altos contenidos de lípidos producidos bajo  limitación de 

nutrientes se asocian generalmente a la baja productividad de biomasa. En 

contraste,  una fuente de nitrógeno  es necesaria para mantener  el  crecimiento 

de las células con una mejor densidad celular (Feng et al., 2011). 

Una estrategia de cultivo para mejorar la productividad de lípidos (Widjaja et al., 

2009; Ho et al., 2011) se da en dos etapas: en la primera etapa, las algas están 

con nutrientes suficientes para obtener una máxima densidad celular, lo más 
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rápidamente posible y en la segunda etapa se cambian las condiciones para 

activar  la acumulación de lípidos. 

2.3.4 Síntesis de lípidos 

La composición de ácidos grasos de las microalgas comúnmente incluye 

moléculas lineales de 12 a 22 átomos de carbono en número par, saturadas e 

insaturadas, donde la posición y el número de enlaces dobles (1a 6) es variable, 

dominando por lo general la configuración cis. Los ácidos grasos de C16 a C18 

son los más frecuentes, no obstante moléculas de cadena media (C10, C11, 

C14) o demasiado larga (> 20C) predominan en algunas especies. Por ejemplo 

la división de la  Cyanophyta, la especie Trichodesmium erythraeum contiene 

27-50 % del total de ácidos grasos de C10, y del 2-5% de C11 (Parker et al., 

1967), por otra parte las especies de la división Bacillariophyta como Biddulphia 

aurica contiene el 32% de C14 (Orcuut y Patterson, 1975) y Chaetoceros sp. 

tiene 23.6% (Renaud et al., 2002). Además de las Eustigmatophyta como 

Nannochloropsis sp. (Sukenik, 1999)  y  Monodus subterraneus (Cohen, 1999) 

tienen 6.9 y 2.3% de C14 respectivamente. De las Haptophyta, Emiliania huxleyi 

(Volkman et al., 1981) contiene el 35.1% de C14, de las Cyanophyta 

Aphanocapsa sp. (Kenyon, 1972) contiene 29-34% de C14 y 9-13% de C14:2. 

En contraste con las microalgas que contiene C>20, se encuentran de la 

división pinguiophyceae la especie Glossomastrix chrysoplasta (Kawachi et al., 

2002) con el 13.3% de C22:5ω3 y de las dinophyta,  las especies Gymnodinium 

sanguineum y Scrippsiella sp.  (Mansour et al., 1999)  que contienen 24.2% y 

18.8% de C22:6ω3, como se observa en el cuadro 4. 
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Cuadro 4. Composición de ácidos grasos en diferentes microalgas 

Especie 
Ácido 
graso 

%total de 
ácido 
graso 

Nombre 
IUPAC Común 

Trichodesmium 
erythraeum  

C10 27-50 Ácido decanoico Ácido cáprico 

Trichodesmium 
erythraeum  

C11 2_5 Ácido undecanoico Ácido undecílico 

Aphanocapsa sp.  C14 29-34 Ácido 
tetradecanoico 

Ácido mirístico 

Emiliania huxleyi  C14 35.1 Ácido 
tetradecanoico 

Ácido mirístico 

Spirulina 
platensis 

C14 18 Ácido 
tetradecanoico 

Ácido mirístico 

Emiliania huxleyi  C15 2.2 Ácido 
pentadecanoico 

Ácido pentadecílico 

Glossomastrix 
chrysoplasta 

C16 24.8 Ácido 
hexadecanoico 

Ácido palmítico 

Chlorella vulgaris C16 18.1 Ácido 
hexadecanoico 

Ácido palmítico 

Chaetoceros sp. C16:1ω7 36.5   Ácido palmitoleico 

Trichodesmium 
erythraeum  

C18 2_6 Ácido octadecanoico Ácido esteárico 

Parietochloris 
incise 

C18 2.1 Ácido octadecanoico Ácido esteárico 

Emiliania huxleyi  C18:1ω9 14.3   Ácido oleico 

Chlorella vulgaris C18:1ω9 9.2   Ácido oleico 

Parietochloris 
incise 

C20:4ω6 58.9   Ácido araquídonico 

Gymnodinium 
sanguineum  

C22:6ω3 24.2   Ácido 
docosahexaenoico 

 Scrippsiella sp.   C22:6ω3 18.8   Ácido 
docosahexaenoico 

Isochrysis 
galbana 

C22:6ω3 11.0   Ácido 
docosahexaenoico 

 

El metabolismo lipídico de las algas es similar al de plantas superiores, 

particularmente en la biosíntesis de ácidos grasos y triglicéridos, como 

consecuencia de las homologías de secuencia y la similitud de características 

bioquímicas observadas entre ciertos genes y enzimas, de origen vegetal y 

algal, involucrados en la producción de lípidos. En el cloroplasto ocurre la 

síntesis de novo de ácidos grasos, cuyo paso inicial consiste en la carboxilación 

de acetil-CoA dependiente de ATP para su conversión en malonil-CoA. Esta 
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reacción es catalizada por la acetil-CoAcarboxilasa y es considerada el paso 

limitante del proceso, ya que compromete el flujo de acetil-CoA hacia la 

biosíntesis de lípidos, donde las unidades de acetil-CoA probablemente derivan 

del piruvato proveniente de la glucólisis. La reacción anterior es seguida por 

ciclos de adición descarboxilativa de malonil-CoA a unidades acilo y β-

reducción, catalizados por el sistema ácido graso sintetasa, hasta producir 

moléculas de 16C y 18C saturadas.  

Los ácidos palmítico (16:0) y oleico (18:1ω9) son los precursores de las 

moléculas poliinsaturadas,  producidas mediante mecanismos de desaturación 

aerobia y elongación. Por su parte, se sugiere que la biosíntesis de triglicéridos 

sucede en el citosol y en el retículo endoplásmico esencialmente a través de la 

catálisis por acil-transferasas del traslado secuencial de ácidos grasos a las 

posiciones 1, 2 y 3 del glicerol-3-fosfato, donde antes de la última transferencia, 

se requiere de la defosforilación del ácido fosfatídico previamente formado 

(Fischer et al., 2008; Hu et al., 2008). En la figura 2 se muestra un esquema que 

describe en términos generales la biosíntesis de lípidos microalgales. 

 

 

 

 

Figura 2.  Biosíntesis de lípidos microalgales. 
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En términos generales, en el sistema fotosintético a partir de la energía 

proporcionada por los fotones presentes en el flujo luminoso, se lleva a cabo la 

oxidación catalítica del agua con la consecuente formación de protones, 

electrones y O2, los cuales a su vez posibilitan la obtención de los productos 

fotosintéticos: ATP y NADPH. Estos productos fotosintéticos son el sustrato del 

Ciclo de Calvin el cual el CO2 es fijado en moléculas de 3 átomos de carbono 

(3C), las cuales a su vez se asimilan como carbohidratos, lípidos y proteínas. El 

caso particular de los lípidos microalgales, las moléculas de 3C son 

transformadas a piruvato y acetil- CoA en el cloroplasto, donde las moléculas  

de acetil Co-A son carboxiladas y sometidas a numerosos ciclos de adición 

descarboxilativa y β-reducción para la síntesis de novo de ácidos grasos 

(grupos acilo: ACIL-ACP). El mecanismo de transporte de ácidos grasos son 

secuencialmente transferidos a las posiciones 1,2 y 3 de glicerol-3-fosfato 

donde algunos intermediarios son desviados hacia la síntesis de lípidos de 

membrana (Fischer et al., 2008; Hu et al., 2008; Rosenberg et al.,2008; Beer et 

al., 2009). 

Químicamente los lípidos son sustancias de origen biológico que, siendo 

escasamente solubles en agua, pueden ser extraídas con solventes orgánicos 

de baja polaridad. Las estructuras de estas biomoléculas comprenden largas 

cadenas hidrocarbonadas, unidades de isopreno y grupos funcionales diversos 

(oxigenados principalmente). En las microalgas los principales componentes de 

la fracción lipídica son triacilgliceroles, ácidos grasos libres, ceras, esteroles, 

hidrocarburos, glicolípidos (predominantes en membranas cloroplásticas), 

fosfolípidos (abundantes en plasmalema y diversos sistemas 
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endomembranosos) y pigmentos (carotenoides, clorofilas, ficobilinas), aunque 

compuestos inusuales tales como ácidos grasos halogenados e hidroxilados, 

alquenonas de cadena larga, entre otros, también ocurren (Cohen, 1986; 

Arredondo y Vázquez-Duhalt, 1991; Metzger y Largeau, 2005; Guschina y 

Harwood, 2006; Hu et al.,2008).  

No todos los lípidos microalgales son satisfactorios para la producción de 

biodiesel, sin embargo,  los apropiados para ello (ácidos grasos, libres y unidos 

covalentemente al glicerol y sus derivados) son producidos con frecuencia y 

constituyen la mayor fracción de los lípidos totales, usualmente del 20% al 40% 

(Cohen, 1986; Chisti, 2007). Un perfil de ácidos grasos de cadena larga con un 

bajo grado de insaturación es deseable para la elaboración de biocombustible 

de calidad (Knothe, 2005). 

2.3.5 Cultivo de microalgas 

Un cultivo puede ser definido como un ambiente artificial en el que las algas 

crecen. En teoría las condiciones del cultivo deben semejarse al ambiente 

natural del alga. La imposición de un ambiente artificial en una población celular 

que sobrevivió anteriormente bajo condiciones complejas y fluctuantes, 

siguiendo un ciclo de vida estacional, causa  un periodo de adaptación 

fisiológica o de selección, en el que el crecimiento de la población puede no 

ocurrir o es muy lento. 

Para el cultivo de microalgas se han desarrollado varios medios de cultivo. Los 

medios de cultivo se utilizan para el aislamiento y cultivo de microalgas tanto de 
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agua dulce como marina, sin embargo tienen altos costos de producción 

(Robert, 2005). Algunos de ellos son modificaciones de medios de cultivo 

anteriores para cumplir un propósito en particular, algunos son derivados del 

análisis del agua donde se extrajo la microalga, otros se formulan después de 

un estudio detallado sobre un  nutriente  exclusivo  del organismo, y algunas se 

han establecido  después de considerar los parámetros ecológicos (Robert, 

2005).  

Tradicionalmente, las microalgas se cultivan comercialmente utilizando 

fertilizantes sintéticos, cuyo precio está vinculado a los altos  precios del 

petróleo. Una alternativa es utilizar  fertilizantes inorgánicos,  residuos 

provenientes de  abonos agrícolas en su estado natural,  abonos derivados de 

estiércol de cerdos, aves de corral o efluentes  de  digestión anaeróbica de 

desechos lácticos,  agua de drenaje, todas ellas con diferentes y  variables 

contenidos de nutrientes para cultivar microalgas (Fenton Owen y ÓhUallacháin 

Daire, 2012). Sin embargo,  si estas aguas residuales se utilizan como un medio 

de cultivo, los microorganismos compiten por el crecimiento y nutrición con las 

microalgas, por lo cual es necesario utilizar luz ultravioleta, filtración, 

centrifugación y esterilización como  métodos de pre-tratamiento para  eliminar  

sólidos suspendidos y microorganismos como protozoos y bacterias (Sriram y 

Seenivasan,  2012). Cabe mencionar que desde la antigüedad las microalgas 

se han usado como alimento humano, sin embargo, en la actualidad el interés  

ha girado hacia el tratamiento de aguas residuales, obtención de sustancias 

químicas, producción de farmacéuticos y  procesos de bioconversión energética 

(Huntley y Redalje, 2007). 
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2.4 Microalgas cultivadas en agua residual 

El uso de agua residual para el cultivo de algas ofrece algunas ventajas como 

son el tratamiento terciario de agua residual, el cual es rentable, de bajo 

consumo de energía, reducción en la formación de lodos, reducción de gases 

de efecto invernadero y producción de biomasa algal que es una fuente de 

utilidad para obtención de lípidos y producir biodiesel u otros productos 

fotosintéticos como clorofila (Oilgae, 2009).   

La mayor parte de las investigaciones sobre el tratamiento de aguas residuales 

con microalgas, se ha desarrollado en pequeña escala basada en cultivos de 

laboratorio, escala de lagunas piloto y de estanques experimentales. Las aguas 

residuales utilizadas para el crecimiento de las microalgas han sido 

principalmente  agua residual municipal y agua residual generada de estiércol 

agrícola, y se ha centrado en la evaluación del potencial de las microalgas para 

la eliminación de nitrógeno y fósforo (Pittman et al. 2011). 

Las aguas residuales pueden contener diferentes formas de nitrógeno (nitrato, 

amonio, urea), lo que es importante para conocer el efecto de los compuestos 

nitrogenados en diferentes microalgas en el crecimiento y eliminación de 

nutrientes. Algunos proyectos de investigación (Hyenstrand  et al., 2000;  

Vilchez et al., 1997) han reportado que  el amonio  es más  absorbido que el 

nitrato debido a la falta de la enzima nitrato reductasa en las células de 

microalgas. Xin (2010) demostró que la microalga Scenedesmus sp. LX1 crece 

rápidamente con amonio, seguido de urea y finalmente de nitrato.  
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Algunas especies de microalgas verdes unicelulares como las del género  

Chlorella y Scenedesmus son tolerantes y crecen en condiciones en las que se 

encuentra el agua residual (Bhatnagar et al., 2010; Lau et al., 1995; Ruiz-Marin 

et al., 2010;Shi et al., 2007; Wang et al., 2010), pueden eliminar más del 80% 

de amoníaco, nitrato y fósforo total en aguas residuales tratadas en fase 

secundaria (Martínez et al., 2000; Ruiz-Marín et al., 2010; Zhang et al., 2008), lo 

que indica el potencial que tiene las microalgas para el tratamiento de aguas 

residuales terciarias.  

Además existe interés en el uso de microalgas para la remediación de las 

aguas residuales industriales principalmente para la eliminación de metales 

pesados (cadmio, cromo y zinc) y toxinas químicas orgánicas (hidrocarburos, 

biocidas y tensioactivos), en lugar de N y P (Bashan y de- Bashan, 2010; 

Mallick, 2002). Debido a las bajas concentraciones de N y P, y altas 

concentraciones de toxinas, las tasas de crecimiento de las algas son menores 

en muchas aguas residuales industriales. Sin embargo, Chinnasamy et al., 2010 

realizaron un estudio en la generación de biomasa a partir de un efluente de un 

fábrica de alfombras y  agua residual municipal en  la ciudad de Dalton, GA, 

EE.UU., lograron cultivar dos microalgas de agua dulce B. brauniiy Chlorella 

saccharophila, y un alga marina Pleurochrysiscarterae. 

Otros estudios han examinado el crecimiento de micralgas y la eliminación de 

nutrientes en aguas residuales sintéticas (Aslan y Kapdan, 2006; Lee y Lee, 

2001; Abou-Shanab  et al, 2013). La utilización de un medio artificial 

proporciona la facilidad de su uso en laboratorio para experimentos iniciales, 
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además permite un análisis simplificado de los principales componentes de un 

medio de aguas residuales. Los medios de aguas residuales  artificiales 

contienen componentes inorgánicos incluyendo concentraciones altas de 

nutrientes específicos y carece de material orgánico sólido y otras toxinas 

potenciales. 

Al compararse las aguas residuales sintéticas  con las aguas residuales 

municipales se encuentran que las tasas de eliminación de nutrientes y  el 

crecimiento de microalgas son similares. Sin embargo, el crecimiento de las 

microalgas  son más altas en  aguas residuales sintéticas (Lau et al., 1995; 

Ruiz-Marin et al., 2010), debido  al aumento de la toxicidad de la verdadera 

agua residual, efectos inhibitorios o competencia de bacterias y protozoos, y por 

la diferente composición química de las aguas residuales. 

Otras investigaciones como la de Ruiz-Marín et al., (2010) compararon el 

crecimiento de Senedesmus oblicuo en cultivos semicontinuos y discontinuos, 

encontraron que el crecimiento inicial de más de cuatro ciclos de cultivo (cada 

35 h se le añadía aguas residuales) fue mayor en cultivos semicontinuos, 

debido a un eventual agotamiento de los nutrientes, sin embargo, después de 

cuatro ciclos, el crecimiento y el contenido de clorofila de las células 

disminuyeron significativamente, lo que indica un colapso en el cultivo. 

Algunos estudios han demostrado que las microalgas para crecer y eliminar 

eficazmente los nutrientes de las aguas residuales, el agua debe tener un 

proceso de decantación. La decantación es un método mecánico de separación 

de mezclas heterogéneas, las cuales están formadas por un líquido y un sólido, 
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o por dos líquidos. Es necesario dejar  reposar la mezcla para que el sólido se 

sedimente, es decir, descienda y sea posible su extracción por acción de la 

gravedad. Lau et al. (1995) encontraron que Chlorella vulgaris eliminó más del 

90% de N y el 80% de contenido de P de aguas residuales tratadas, además 

compararon el efecto de la variación de la densidad de inóculo. Utilizaron un 

inóculo concentrado de 1x107celml-1 y uno de baja densidad de 5x105celml-1 y 

encontraron que las tasas de crecimiento fueron diferentes entre todos los 

tratamientos y la eliminación de los nutrientes fueron iguales. El crecimiento 

algal en las aguas residuales fue eficaz y la eliminación de nutrientes depende 

de la densidad  celular inicial.  

Otros análisis han evaluado el crecimiento de Chlorella sp. en aguas residuales 

sin tratar y tratadas, durante tres periodos, lo que se obtuvo fue la eliminación 

de N, P, además la tasa de crecimiento fue equivalente en las aguas residuales  

antes y después de la decantación. El crecimiento de la microalga fue  más alto 

en el tratamiento del agua residual concentrada generada por la centrifugación 

de lodos. La concentración de  N y P en estas aguas residuales fue de 131,5 

mgl -1 de  N total y  201,5 mgl-1  de P total, por lo que las células aún fueron 

capaces de crecer perfectamente (Wang et al., 2010). 

Bhatnagar et al. (2010)  evaluaron  a Chlorella minutissima identificada en una 

laguna de oxidación para el tratamiento de aguas residuales en la India, el cual 

encontraron que esta especie fue capaz de crecer heterotróficamente en la 

oscuridad y mixotróficamente a la luz, en un amplio rango de pH y en presencia 

de sal. Además utilizaron amoniaco o nitrato como fuente de N. El crecimiento 
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de esta microalga demostró ser mejor en condiciones mixotróficas, con una 

productividad de biomasa de 379 mgl-1 después de 10 días de crecimiento 

comparado con la biomasa de 73.03 mgl-1en condiciones autotróficas.  

Todos estos experimentos  demuestran que  las microalgas clorófitas como 

Chlorella pueden crecer  en aguas residuales crudas, agua residual sintética, en 

residuos de ácido cítrico, en medios heterotróficos  con glucosa y efluentes de 

desechos lácticos.  

En comparación con las aguas residuales municipales,  industriales y 

artificiales; las aguas residuales agrícolas, que a menudo se deriva de estiércol 

porcino y bovino, pueden contener altos niveles de  N y P (Wilkie y Mulbry, 

2002). A pesar de estas altas concentraciones de nutrientes, los estudios han 

demostrado un crecimiento eficiente de las microalgas en los residuos agrícolas 

principalmente proveniente de estiércol bovino (An et al., 2003; González et al., 

1997; Wilkie y Mulbry, 2002). An  et al. (2003) evaluaron a Botryococcus braunii 

la cual creció bien en  agua residual de excrementos porcinos que contenía 788 

mgl-1NO3 y eliminó el  80% del contenido inicial de NO3. Existen casos  

realizados con una de las  algas más oleaginosas que existen, Neochloris 

oleoabundans. Por ejemplo Levine et al., 2011 realizaron una comparación del 

crecimiento de Neochloris oleoabundans cultivada en medio sintético  y  en el  

efluente  de un digestor anaeróbico que trata desechos lácticos (El efluente se 

encontraba diluido a 1:50, 1:100 y 1:200),  en el cual observaron que en ambos 

medios N. oleoabundans asimiló de 90 a 95% del nitrato  y  amonio inicial 

respectivamente. Wang y Lan (2011) evaluaron a N. oleoabundans en agua 
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residual sintética y agua residual del efluente de tratamiento secundario de 

agua residual, en el cual observaron que en agua sintética el crecimiento de las 

células de N. oleoabundans aumentó de 1.6-3.0 gl-1 cuando la concentración 

de nitrato de sodio aumentó de 45 a 140 mgl-1 N-NO3. Sin embargo, el 

crecimiento celular se redujo  cuando la concentración de nitrato de sodio 

aumentó de 140  a 218 mg.l-1de N-NO3, lo que indica que 140 mgl-1  de N-NO3 

es la concentración óptima para el crecimiento de esta microalga, la velocidad 

de eliminación de NaNO3  alcanzó un máximo de 43,7 mgl-1 día-1 en 140 mgl-1 

de N-NO3. En agua residual  el crecimiento fue de 0,68 gl-1en 96  h, sin 

embargo, cuando el agua residual se enriqueció con 70 mgl-1 de N-NO3 se 

obtuvo una densidad de 2 gl-1, por otra parte  observaron que el incremento de 

nitrato a 105 mgl-1 no permite el crecimiento,  probablemente porque limita el 

fósforo. Popovich et al. (2012) evaluaron la acumulación de biomasa y lípidos 

en cultivos de N. oleoabundans en agua de mar, en el cual obtuvieron una 

concentración de biomasa de 1.48 gl-1 y 1.27gl-1   en agua de mar y medio 

deficiente de N, respectivamente. 

2.5  Selección de cepa microalgal 

Neochloris oleoabundans y Chlorella  sp. son especies con crecimiento rápido y 

contienen  productos de  valor agregado (lípidos, proteínas, carbohidratos o 

pigmentos),   se desarrollan  en ambientes extremos,  las células son  grandes 

en colonias o filamentos. Son tolerantes  en condiciones ambientales como 

tolerancia a niveles altos de CO2 (15% o más), a contaminantes y al efecto 

físico de la agitación o turbulencia (Griffiths y Harrison, 2009). 
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Para este estudio se utilizó la microalga Neochloris oleoabundans que es una 

microalga edáfica que presenta un alto contenido de lípidos  (18-80 %) con 

respecto a su peso seco (Chisti, 2007), se ha demostrado que es de vital 

importancia por la aportación de lípidos neutros en especial triglicéridos  (figura 

3). Debido a su alto contenido de lípidos, se ha considerado un organismo para 

producir biocombustible,  pigmentaciones y  alimento para animal. Neochloris 

fue aislado de una duna de arena en Arabia Saudita por S. Chantanachat  entre 

1958-1962 (Band, 1991). 

 

 

 

 

 

 

                     Figura 3. Morfología de Neochloris oleoabundans. 

Su clasificación es Reino: Plantae, División: Chlorophyta, Clase: 

Chlorophyceae, Orden: Sphaeropleales, Familia: Neochloridaceae, Género: 

Neochloris, Especie: Neochloris oleoabundans 

Chlorella apareció en la Tierra hace aproximadamente 1.5 o 2 mil millones de 

años. Es un alga verde unicelular de agua dulce; de forma esférica, mide 2-10 

micras de diámetro (figura 4). Se encuentra en  lagos y pantanos por todo el 

mundo. El nombre Chlorella proviene del griego Chloros, que significa verde y 

del latín ella, que significa cosa pequeña, y fue descubierta y nombrada por el 
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holandés M.W. Beyerinck en 1890. Su clasificación taxonómica es (Lewin, 

1962): 

Reino: Protoctista, División: Chlorophyta, Clase:Chlorophyceae, 

Orden:Chlorellales, Familia: Chlorellaceae, Género: Chlorella 

 

 

 

 

 

 

Chlorella contiene cerca de 50% de proteínas, 5% de clorofila, 28-32 % de 

lípidos (Chisti, 2007)  y un gran número de vitaminas y carotenos (Lee, 1995). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Morfología de Chlorella sp. 
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CAPÍTULO  
3 

 

3 MATERIALES Y MÉTODOS 
 

3.1  Microalgas  

Para este estudio se utilizaron dos especies de microalgas: Neochloris 

oleoabundans fue proporcionada por el Instituto de Biotecnología perteneciente 

a la UNAM, proveniente de la colección  UTEX No. 1185; y Chlorella sp. fue 

donada por el Laboratorio de Biotecnología de Microalgas de la Universidad 

Autónoma Metropolitana, Unidad Iztapalapa, México. 

3.2 Preservación de las microalgas 

La conservación de las microalgas  fue en el Medio Bold Basal (BBM,  

Richmond, 1986). El medio se preparó con diez soluciones estándar a la 

concentración que se indica  en el cuadro 2. Las soluciones madre 1 al 6 del 

cuadro 5, se les adicionó 1 ml de H2SO4 concentrado por litro, y  fueron 

almacenadas en refrigeración a 4 °C hasta su utilización. Para preparar 1L de 

medio, a 500 ml de agua destilada  se le adicionó 10 ml de cada una de las 

disoluciones madre y 1 ml de los elementos traza y se aforó a un litro, se ajustó 

el pH a 6.6 y se esterilizó a 15 libras de presión durante 15 minutos en  

autoclave. 
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Cuadro 5. Composición de  Medio Bold Basal 

Solución estandar Concentración (gl-1) gl-1 

1.-NaNO3 25  10 

2.-MgSO4.7H2O 7.5  10 

3.-K2PO4 7.5 10 

4.-KH2PO4 17.5  10 
5.-CaCl2.2H2O 2.5  10 

6.- NaCl 2.5 10 

7.-EDTA 50   1  

8.- KOH 31  1  
9.- H3BO3 11.42  1 

10.- Solución traza: 

ZnSO4.7H2O  

MnCl2.4H2O 

CuSO4.5H2O 

Na2MoO4.2H2O 

CoCl2.6H2O* 

 

8.82  

1.44  

1.57  

1.19  

0.40  

 

 

 

1  

* Elemento traza no incorporado al medio BBM preparado. 

El mantenimiento de las dos microalgas fue en medio líquido BBM, en matraces   

de capacidad de  300 ml inoculados, utilizando 150 ml de BBM inoculado al 10 

% v/v  de microalgas, con una concentración inicial de aproximadamente 3 x 

105 celml -1. Los matraces fueron cubiertos con  tapones de gasa y algodón, los 

cuales permitieron la difusión del aire.  Se mantuvieron a  25 °C y 120 rpm de 

agitación mecánica con una incubadora orbital (Thermo Scientific, modelo Max 

4450). La iluminación fue  con dos lámparas de  luz blanca  (8 watts), una de 

cada lado, a una intensidad de 4590 lux sin fotoperiodo, medido con un 

luxómetro (Steren, Her410), como se muestra en la figura 5. Los cultivos fueron 

mantenidos bajo las condiciones mencionadas durante periodos de dos  

semanas que posteriormente fueron resembrados. 
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conocer si el efluente era apto o no para el cultivo de las microalgas. El  

efluente se filtró con papel filtro (Whatman # 40), después se centrifugó a 6500 

rpm durante 20 min. El sobrenadante se colocó bajo luz UV (Sankyo Denki 

Germinicida lamp ultraviolet) durante 20 min a 93 lux de intensidad a 10 cm de 

distancia.  

Cuadro 6. Resultados de los análisis fisicoquímicos del efluente. 

Parámetros  
  

Periodo 
Noviembre 

2011 
Septiembre 

2012 
Enero 
2013 

Nitrógeno amoniacal mgl-1 85.0        101.5 90.0 
Nitrato mgl-1 nd 14.0 24.0 
Fósforo total disuelto mgl-1 9.6 16.3   3.4 
pH 8.1  7.3   8.4 
DQO mgl-1       491.0    1,995.0   1700.0 
Sólidos totales nd       844.4 900.0 
Solidos volátiles nd       389.0 250.0 
nd= no determinado 

Como se observa en el cuadro anterior la variación de los resultados por 

periodo son diferentes, debido a las fechas de recolección, además de la 

diferencia que pudo haber existido en el proceso de digestión del digestor y por 

consiguiente del efluente. Sin embargo, aunque existieron diferencias en el 

contenido de nutrientes en los tres  periodos muestreados, el efluente sirvió 

como medio de cultivo para las  microalgas. Stephanie  et al., 2007 describen 

en  el efluente de un biodigestor agrícola concentraciones de  nitrógeno 

amoniacal de 82.2 mgl-1, 472 mgl-1 DQO,  96.3 mgl-1  y DBO5, pH 6.6.  Estrada 

et al. 2008  encontraron 189 mgl-1 DQO, 112 ml-1 DBO5  y pH 7.9. Wang y Lan 

(2011) obtuvieron en agua residual sintética, 12.3 mgl-1 de NH4
+, 10 mgl-1 de 
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NO3, 3-6 mgl-1de P-PO4
-3 y 340-560 mgl-1de DQO; para desechos porcinos el 

contenido de  NH4
+ fue de 4 mgl-1;  788 mgl-1 de NO3, 40 mgl-1 de P-PO4

-3  y  

284 mgl-1 de DQO,   

En contraste, con los resultados obtenidos por Chen et al., 2012  que obtuvieron 

del efluente de un digestor anaeróbico de desechos de vacas lecheras, el DQO  

de 30,100 mgl-1, nitrógeno total (3,200 mgl-1), fósforo total (190 mg Pl-1), 

además de un alto contenido de sólidos totales (43,670 mgl-1) y volátiles 

(27,920 mgl-1).  

AQL (Aqualimpia, 2004)  menciona que  la composición de los residuos (aguas 

con excretas) es muy variable, dependiendo del sistema de producción 

(especie, edad de los animales, localización), alimentación, sistema de limpieza 

y condiciones de higiene. Lo que implica  variabilidad del contenido de 

nutrientes en los diferentes tipos de agua residual.  

3.4 Diseño experimental 

En este trabajo se desarrollaron cuatro fases del cultivo de microalgas. La 

primera fase consistió en  evaluar el crecimiento de las microalgas en medio 

BBM. El crecimiento celular se midió por conteo celular con cámara de 

Neubahuer  y densidad óptica a 750 nm con espectrofotómetro Marca Genesys. 

La segunda fase evaluó la adaptación de las microalgas hacia el efluente.  Las 

microalgas fueron cultivadas en el efluente. La biomasa algal se inoculó al 10 % 

v/v a 225 ml de agua residual, durante 45 días. Tres resiembras se realizaron 

cada 15 días. La evaluación del crecimiento algal fue por conteo celular y 
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densidad óptica a 750 nm durante los primeros 13 días. La fase tres consistió 

en determinar la capacidad de remoción de fósforo y  DQO en el efluente por 

medio de las microalgas.  Se evaluó  el crecimiento celular,  pH y contenido de 

lípidos durante 17 días. Los parámetros se determinaron cada tercer día. La 

cuarta fase evaluó la remoción de nutrientes en el cultivo (nitrógeno amoniacal,  

nitrato y fósforo), además pH y DQO, utilizando diferentes concentraciones de 

nitrógeno amoniacal  (90, 50 y 25 mgl-1 de NH4
+). Asimismo la biomasa algal se 

calculó por concentración celular y sólidos volátiles. Por otra parte los lípidos 

totales y ácidos grasos fueron cuantificados. Dichos parámetros fueron 

evaluados diariamente durante 9 días. 

3.5  Técnicas analíticas 

 

Se realizó un análisis fisicoquímico al efluente para conocer su calidad 

midiendo:  

3.5.1 Nitrógeno amoniacal (N -NH3) 

El nitrógeno amoniacal se determinó por el método 10031 (Hach, 2004). Los 

iones amoníaco se combinan con cloro para formar monocloraminas. Las 

monocloraminas reaccionan con ácido salicílico para formar 5-aminosalicílico. 

El 5-aminosalicílico es oxidado en presencia del nitroprusiato de sodio para 

formar compuestos de coloración azul. El color azul es enmascarado por el 

color amarillo formado por el exceso de reactivo presente, originando una 

solución con coloración verde. La reacción resultante se evalúa en el 

espectrofotómetro Hach modelo DR 4000 a 655 nm. En cada grupo de 

muestras se realizó un blanco con agua desionizada. En  viales de 10 ml se 
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añadió  0.1 ml de muestra, se agregó el contenido del reactivo amonio salicilato 

y posteriormente el reactivo amonio cianurato. Los tubos se taparon para 

agitarlos invirtiéndolos de arriba hacia abajo para disolver los reactivos, el 

tiempo de reacción fue de 20 minutos, después de éste lapso de tiempo, se 

colocó el tubo blanco para tararlo a cero, y posteriormente  se leyeron  los tubos 

con la muestra en el espectrofotómetro. Los resultados fueron en mgl -1 N-NH4
+. 

3.5.2 Nitrato (N- NO3) 

La medición del nitrato se llevó a cabo por el Método 8039  (Hach, 2004). El 

Cadmio metálico reduce los nitratos en la muestra a nitrito. El ion nitrito 

reacciona en un medio ácido con ácido sulfanílico para formar una sal de 

diazonio.  Se forman  parejas con sal y ácido gentísico para formar una solución 

de color ámbar. En cada grupo de muestras se realizó un blanco con agua 

desionizada. En las celdas se añadió 10 ml de muestra y se  agregó el 

contenido del reactivo Nitrate Ver5 del kit y se esperó un minuto. 

Posteriormente  se agitó de arriba hacia abajo la celda tapada dejando reposar 

5 minutos  para su lectura en el espectrofotómetro a 500nm. Cabe señalar que 

el blanco se prepara de igual manera antes de los 5 minutos de espera de 

reacción de las muestras. Al finalizar este lapso de tiempo, el blanco calibro el 

espectro para leer las muestras, cuya unidad fue en mg·l-1 N-NO3. 

3.5.3 Fósforo total.  

Para medir el fósforo total se empleó el  Método  4500 P- D  Cloruro estanoso  

(APHA, 1998). El método se  basa en que los  ortofosfatos en presencia de 

molibdato de amonio reaccionan para  formar ácido molibdofosfórico  que es 
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reducido por el  cloruro estanoso  para formar un compuesto de molibdeno, que 

da una coloración azul intensa. La concentración de fósforo es leída 

espectrofotométricamente a 690 nm. 

 Se utilizaron dos disoluciones: la de cloruro estanoso  que consiste en agregar  

2.5 g de cloruro estanoso  dehidratado a  100 ml de glicerol. Se calentó a baño 

maría y se agitó con una varilla de vidrio. 

La disolución de heptamolibdato de amonio (NH4) 6 Mo7O24. 4H2O se preparó de 

la siguiente manera: se disolvieron 25 gl-1 de reactivo en 75 ml de agua 

destilada, por otra parte  con mucho cuidado se agregó 280 ml de ácido 

sulfúrico a 400 ml de agua destilada, se dejó enfriar. Posteriormente se agregó 

el heptamolibdato  y se aforó a 1 litro. 

Antes de realizar las determinaciones se realizó una curva de calibración 

correspondiente.  La curva de calibración se elaboró cada vez que se 

prepararon nuevas soluciones de cloruro estanoso y heptamolibdato. Se 

elaboró con una solución madre de fosfato de potasio monobásico (KH2PO4) de  

1,000 mg·l-1, y se prepararon estándares de 0.2, 0.4, 0.6, 0.8 y 1.0 mg·l-1. Con 

los estándares ya preparados, se agregó en un matraz los reactivos en el 

siguiente orden y cantidad: 

A 100 ml de estándar, se le adicionó 4 ml de la disolución de heptamolibdato de 

amonio y 0.5 ml de disolución de cloruro estanoso en agitación. Después de 10 

minutos de reacción se desarrolla un color azul,  posteriormente se lee a 690 

nm en el espectrofotómetro. El blanco fue agua destilada. Las muestras  se  
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analizaron con el mismo protocolo. Con la finalidad de tener las 

concentraciones dentro de la curva de calibración se realizó una dilución 1:100 

en agua destilada. 

3.5.4 pH  

El pH se midió con un potenciómetro (Thermo Scientific Orion  5  Star), el cual 

cuenta con un electrodo de membrana de vidrio (Thermo Scientific Orion 

8102BNUWP) y compensador de temperatura (Thermo Scientific Orion 

927005MD). 

El potenciómetro fue calibrado con tres soluciones buffer (Thermo Scientific 

Orion 910104, 910107, 910110) de pH 4.01, 7.00 y 10.01 a temperatura 

ambiente, siguiendo el protocolo descrito por el proveedor. El pH se midió 

inmediatamente después de haber sacado la muestra sumergiendo el electrodo. 

Tomando en cuenta que entre cada medición se lavó el electrodo con agua 

destilada evitando  la contaminación cruzada.  

3.5.5 Demanda Química de Oxígeno (DQO) 

La DQO es obtenida por la oxidación de los residuos con una solución ácida de 

dicromato. Este proceso oxida todos los compuestos orgánicos a dióxido de 

carbono y agua. 

Se empleó la técnica  5200 B de reflujo cerrado (APHA, 1998) con 

modificaciones de los volúmenes de reactivos que se agregaron a la muestra, 

utilizando como oxidante una solución del dicromato de potasio (K2Cr2O7) a una 

concentración de (10.216 g·l-1) con Sulfato Mercúrico (HgSO4) a una 
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concentración de (33.3 g·l-1) y como catalizador una solución de sulfato de plata 

en ácido sulfúrico (Ag2SO4-H2SO4), a una concentración de 15 gramos de   

Ag2SO4·l-1H2SO4. El almacenamiento del catalizador fue en un frasco de vidrio 

color ámbar ya que esta solución se altera con la presencia de luz.  

Para realizar las determinaciones se realizó una curva de calibración 

correspondiente.  La curva de calibración se elaboró cada vez que se 

prepararon nuevas soluciones de oxidante y catalizador. Se elaboró con una 

solución madre de biftalato de potasio (C8H5KO4) de 1000 mg·l-1, y se 

prepararon estándares de (50, 100, 200, 300, 400 y 500 mg·l-1). Con los 

estándares ya preparados, se agregó en un tubo de reacción limpio, seco y sin 

rayas 1.5 mL de la solución de digestión de alta concentración, posteriormente 

se agregó 2.5 mL de solución estándar de biftalato a las diferentes 

concentraciones, continuamente se  adicionó 3.5 mL de solución catalizadora. A 

continuación se selló el tubo de reacción con teflón y se agitó suavemente cinco 

veces para mezclar los reactivos, teniendo cuidado de que no existieran fugas 

de líquido. Para el blanco se ocupó agua destilada, finalmente los tubos se 

llevaron al equipo de digestión (Hach DRB 200), a una temperatura de 150 °C 

por 120 minutos. Al finalizar la digestión las muestras se enfriaron a 

temperatura ambiente. Posteriormente se limpiaron los tubos y se leyeron a 600 

nm de absorbancia en un espectrofotómetro (Thermo Genesys 10uv) ajustado a 

cero con el blanco. 

Se graficó absorbancia contra concentración para la construcción de la curva y 

se obtuvo la ecuación de la recta que se muestra en la ecuación 1. 
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ݕ ൌ ݔ0.0004 െ 0.0028                                           Ec.1 

En donde ݕ es la absorbancia y ݔ es la concentración de DQO en mgl-1 

Para el análisis de las muestras  se siguió el procedimiento anterior, tomando 

en cuenta que en lugar de agregar estándar se agregó la muestra a analizar. La 

muestra se diluyó 1:100. 

3.5.6 Determinación de Sólidos.  

Para la determinación del perfil de sólidos totales (ST) en el que se  involucran 

todo tipo de sólidos tanto disueltos como volátiles, se utilizó la técnica 2540 B 

(APHA, 1998). Se manejaron crisoles con capacidad de 10 ml, los cuales se 

pusieron a  peso constante  (se refiere a que la diferencia de peso no debe 

variar a más de 5 mg), para esto se introdujeron los crisoles a una estufa 

(Boekel Scientific 107905) a 105 °C ± 3 °C por 15 minutos, después de estos 15 

minutos el crisol se pasó a una mufla (Felisa FE-361) a 550 °C ± 5 °C por 1 

hora, los crisoles se pasaron a la estufa nuevamente por 20 minutos y después 

a un desecador que contenía sílica gel, para enfriarse a temperatura ambiente, 

se pesó el crisol y se registró su peso como peso del crisol en una balanza 

analítica, este procedimiento se repitió hasta que el peso del crisol no varió en 

más de 5 mg. 

Con el crisol a peso contante, se colocó  3 ml de muestra homogenizada y se 

llevó a una placa de calentamiento (Corning PC-351) hasta sequedad evitando 

que la muestra se quemara y tuviera una ebullición violenta. Una vez que se 

llegó hasta la sequedad con ayuda de unas pinzas para crisol se llevó a la 
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estufa a 105°C por una hora, transcurrido este tiempo el crisol se introdujo en 

un desecador hasta alcanzar la temperatura ambiente, se pesó en la balanza 

analítica y se registró el peso como peso del crisol a 105°C (PC). Por otra parte 

para medir los sólidos fijos, el crisol pesado anteriormente con la muestra se 

colocó en  mufla a 550°C por 15 minutos, pasado este tiempo se trasladó el 

crisol a la estufa a 105°C por un periodo de 20 minutos y  se colocó  en un 

desecador hasta alcanzar la temperatura ambiente, se pesó y registro el peso 

como PC a 550°C.  

Los sólidos volátiles corresponden a la fracción de los ST, es decir a la fracción 

orgánica de la muestra, se determinaron por medio de la diferencia de los 

sólidos fijos (SF). Se utilizó la técnica 2540 (APHA, 1998). 

Los resultados se pueden obtener con ayuda de las  siguientes ecuaciones: 

ܵܶ ൌ ܥܲ െ 	ܯ	ܥܲ ܽݎݐݏ݁ݑ݉	݈ܽ	݁݀	݊݁݉ݑ݈݋ݒ ∗ ⁄10଺ݔ1      Ec.2 

ܨܵ ൌ ܯ	ܥܲ	550Ԩെ	ܽ	ܥܲ ܽݎݐݏ݁ݑ݉	݈ܽ	݁݀	݊݁݉ݑ݈݋ݒ ∗ ⁄10଺ݔ1    Ec.3	

Los sólidos volátiles fueron calculados por la diferencia de ST y SF, con la 

siguiente ecuación: 

ܸܵ ൌ ሺܵܶ െ  ሻ         Ec.4ܨܵ

En donde: 

ST= Sólidos totales. 

SF = Sólidos fijos  

SV = Sólidos volátiles reportados  

PC= peso de crisol a 105 °C.   
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PC a 550°C = peso del crisol  550°C, 

PC M= peso del crisol más la muestra. 

Es necesario mencionar que los pesos de los crisoles  están en gramos, el 

volumen de muestra reportado en  ml, y el  factor de conversión es 1000000 

(1x106). Los resultados de los sólidos son reportados en mg·l-1.   

3.6 Condiciones de cultivo 

El cultivo de las microalgas se desarrolló en matraces  con un volumen de 

operación de  250 ml, siendo 225 ml de efluente y 25 ml de inóculo de 

microalga. Se mantuvo en agitación mecánica con una incubadora orbital 

(Thermo Scientific, modelo Max 4450) operando a 150 rpm. Se iluminó con luz 

blanca (lámpara de 8 w) a una intensidad de 4590 lux medido con un luxómetro 

(Steren No. Her410), sin fotoperiodo.  

3.7 Remoción de nutrientes 

Para la evaluación de  remoción de nutrientes, pH y DQO  se emplearon  las 

técnicas de la sección  3.5 

Por otra parte, cabe señalar que las concentraciones del ion NH4
+ y NH3 son 

dependientes del pH y temperatura. Por lo tanto se realizó un ajuste del 

porcentaje del ion NH3 que se volatilizó a causa de estos factores utilizando la 

ecuación 5 (Clement y Merlin, 1995), para que los resultados  de remoción de 

nitrógeno amoniacal evaluados en el cultivo  solo fueran por la asimilación de 

las microalgas. 
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݅ó݊	݊݋	݋݀ܽݖ݅݊݋݅	ܪܰଷሺ%ሻ ൌ
ଵ଴଴

ሺଵାଵ଴ሺ೛಼ೌష೛ಹሻሻ
   Ec. 5 

Donde el pKa de la relación NH4
+ y NH3 es de 9.25  y los valores del pH son de 

acuerdo a las mediciones realizadas durante el experimento. Este ajuste sólo se 

realizó para la remoción de nitrógeno amoniacal. 

El porcentaje de remoción  de los nutrientes y DQO fueron determinados 

mediante la ecuación 6 (Zhang et al., 2012). 

ሺ%ሻ	݁ݐ݊݁݅ݎݐݑ݊	݁݀	ó݊݅ܿ݋ܴ݉݁ ൌ ௌ௣଴ିௌ௣௧

ௌ௣௢
∗ 100	%                   Ec. 6 

Donde Sp0 (mgl -1) es la concentración de nitrógeno amoniacal, nitrato, fósforo 

total y DQO en el tiempo 0 (día) y Spt (mgl -1) es la concentración de nitrógeno 

amoniacal, nitrato, fósforo total y DQO en el tiempo t (día). 

La constante de la cinética de remoción (k) de nitrógeno amoniacal y nitrato fue 

calculada en la fase de decrecimiento exponencial de acuerdo a la ecuación 7.     

ܺ௧ ൌ ܺ଴݁ି௞௧              Ec. 7 

Donde X0  y Xt indican la concentración de nutrientes en el cultivo del alga al 

principio y en el tiempo t  de la fase exponencial respectivamente.  A la 

ecuación se le aplicó  mínimos cuadrados. Este  método estima los parámetros 

desconocidos en un modelo de regresión lineal, que minimiza la suma de 

cuadrados de las distancias verticales entre las respuestas observadas en el 

conjunto de datos y las respuestas predichas por la aproximación lineal. 
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Cabe destacar que, en caso de que la concentración celular del cultivo sea 

elevada (> 104 células ml -1), resultará necesario diluir la muestra; para este 

propósito, se recomienda emplear una solución de NaCl al 0.85% (w/v). El 

factor de dilución por el cual la muestra es diluida, debe ser considerado en el 

cálculo de la concentración celular. De este modo, el cálculo de la 

concentración celular se realiza acorde con la ecuación 8 (Garibay et al., 2012):  

െ1ሻ݈݉	ݏ݈ܽݑሺܿé݈	ݎ݈ܽݑ݈݁ܿ	ó݊݅ܿܽݎݐ݊݁ܿ݊݋ܥ ൌ
ሺ௖é௟௨௟௔௦	೛ೝ೚೘೐೏೔೚ሻ∙ሺ஽௜௟௨௖௜ó௡ሻ∙ଵ଴

ర

ଵሺ௠௟ሻ
 Ec.8 

El análisis de productividad de las microalgas en términos de peso seco, lípidos 

y densidad celular se determinan por medio de la ecuación 9 y 10 (Feng et al., 

2012). 

௜ܲ ൌ ௙௜ܥ െ  ଴௜          Ec. 9ܥ

Donde Pi esta dado en gl -1, i es el peso seco y lípidos. En la  densidad celular i 

es el número de células contado en celml-1, Cfi es la concentración del 

compuesto i (gl -1) o celml-1 en el caso de densidad celular, y C0i es la 

concentración inicial del compuesto. 

ܳ௜	 ൌ ௜ܲ
௙ൗݐ            Ec. 10 

Qi es la productividad volumétrica en gl-1d-1, en densidad celular la unidad es 

celml-1d-1, donde tf es el tiempo total del cultivo. 

3.8.2 Sólidos  totales y volátiles 
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Los sólidos totales y volátiles  se determinaron  de acuerdo a la sección  de 

técnicas analíticas. 

3.9 Evaluación de lípidos totales  

La obtención y cuantificación de lípidos totales se fundamenta en un 

procedimiento de extracción con solventes (Vazquez-Duhal y Greppin  1987; 

Band et al., 1992), seguido de un análisis gravimétrico. Se colectaron 30 ml del 

cultivo de las microalgas,  y se procedió a realizar las etapas descritas a 

continuación: 

Cosecha de las células: Se centrifugó  la muestra de cultivo microalgal a 10,000 

rpm, 15 min, 4 °C y se desechó el sobrenadante. 

Extracción lipídica. Se  resuspendió la pastilla celular en 2 ml de metanol 

(MeOH) y 1 ml de diclorometano (CH2Cl2) con BHT (butil-hidroxitolueno) al 

0.05% (0.5 gl). De de este modo, las células están inmersas en una mezcla 

MeOH:CH2Cl2 2:1.  Se agitaron las muestras vigorosamente con ayuda de un 

vortex, se taparon y se dejaron en refrigeración (4 °C) durante un periodo 

mínimo de 12 h. Posteriormente se separó el  paquete celular de la mezcla 

MeOH:CH2Cl2 mediante centrifugación (10,000 rpm, 15 min, 4 °C). Con el fin de 

completar la extracción lipídica, se lavó la pastilla celular en dos ocasiones 

empleando en cada una de ellas 4 ml de mezcla MeOH:CH2Cl2 1:1. En cada 

lavado, se agito vigorosamente los solventes junto con el paquete celular y se  

centrifugo bajo las condiciones mencionadas. Se retiró  sobrenadante resultante 

(extracto) y se combinó con los procedentes de los otros lavados, de manera tal 

que el volumen final de extractos recolectado  fuera de  11 ml. 
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La fase MeOH:CH2Cl2 (orgánica), comprendida por los extractos recolectados, 

fue  empleada para finalizar la extracción y análisis del contenido de lípidos 

totales.  Con el propósito de romper el equilibrio de la mezcla MeOH:CH2Cl2, se 

adicionó 11 ml de H2OmQ (o agua desionizada), se agitó vigorosamente y se 

centrifugó (10,000 rpm, 15 min, 4 °C). De este modo, se obtienen dos fases: la 

orgánica (inferior) que contiene los lípidos disueltos en el CH2Cl2, y la fase 

acuosa (MeOH-H2O; fase superior). Se separó la fase orgánica y se  lavó la 

fase acuosa una vez más con 3 ml de CH2Cl2;  se mezclaron  las fases 

orgánicas recolectadas y se desechó la fase acuosa. 

Cuantificación de lípidos totales: Como la muestra obtenida fue escasa,  para 

eliminar  el contenido de CH2Cl2  y agua,  la muestra  se dejó evaporar en un 

desecador por 48 h. Después de este periodo de tiempo en el vial sólo 

quedaron los lípidos extraídos de las microalgas. Cabe mencionar que los  

viales donde se colocaron los lípidos estaban a peso constante, para ello se 

colocaron en la estufa a 105°C durante 2 h, posteriormente se pusieron en el 

desecador durante 15 min y se pesaron (el peso constante se refiere a que la 

diferencia de peso no  varió a más de 5 mg). 

Para la determinación del contenido de lípidos totales se empleó la ecuación 11. 

	ݏ݋݀݅݌íܮ ቀ݃
௟í௣௜ௗ௢௦

௅
ቁ ൌ

൫ௐ	௩௜௔௟ା௠௨௘௦௧௥௔ሺ௚ሻ൯ିሺௐ	௩௜௔௟ሺ௚ሻ

௏	௠௨௘௦௧௥௔	ሺ௅ሻ
 Ec. 11 

En donde W	vial es el peso del vial a peso constante, W	vial	൅	muestra	ሺgሻ es el 

peso del vial más la muestra de lípidos extraídos de las microalgas y V	muestra	

ሺL	ሻ	es el volumen utilizado del cultivo.  
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3.9.1 Procedimiento para evaluar  la composición  de  ácidos grasos  

Ya obtenidos los lípidos totales, el procedimiento para estimar el perfil de  

ácidos grasos se determinó de acuerdo al método MGA 0241 de FEUM (2008), 

llevando a cabo un pretratamiento para esterificar los ácidos grasos libres que 

pudieran estar presentes. 

A una muestra de 0.18 gl-1 de lípidos, se le agregaron 1.5 ml de MeOH y 0.1 ml 

de H2SO4 y se sometió a  reflujo por 2 h a 65 °C. La mezcla de reacción se 

transfirió a un embudo de separación, se adicionaron 20 ml de CH2Cl2 y la fase 

orgánica se lavó con agua destilada (3X10 ml). En el último lavado se midió el 

pH para asegurar la eliminación completa del ácido sulfúrico. La fase orgánica 

se secó con sulfato de sodio anhidro, se filtró y se evaporó en baño de vapor 

para eliminar el cloruro de metileno. Posteriormente esta muestra pretratada fue 

sometida a una reacción de transesterificación colocándola a reflujo (2.5 h, con 

agitación constante) en 0.25 ml de una mezcla al 4 % m/v de KOH en metanol. 

El seguimiento de la reacción de transesterificación se hizo mediante 

cromatografía en capa delgada utilizando como eluyente una mezcla de 

hexano/acetato de etilo/ácido acético (9:1:0.1) y revelando con yodo. Al término 

de la reacción la mezcla se disolvió con hexano (20 ml) y se lavó con agua 

destilada (3X5 ml).Para eliminar el KOH de la muestra se lavó con ácido cítrico 

al 0.1 % (3X5 ml)  tres veces más con 5 ml de agua destilada. Finalmente la 

muestra se secó con  sulfato de sodio anhidro y se pasó a través de gel de 

sílice para eliminar clorofilas y se evaporó. La muestra obtenida se analizó por 

cromatografía de gases en un cromatógrafo (Agilent 6890), por el Método de 
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FAME; las condiciones del equipo fueron con detector de ionización de flama; 

columna ColFAME 30 m x .25 mm, 0.25 um espesor de película; gas acarreador 

hidrógeno 40 psi Split 20, con velocidad de flujo 1.8 ml/min; temperatura 

detector 275 °C e inyector 250°C, el horno temperatura  inicial 180°C 15 min, 10 

min temperatura final 230°C, tiempo de lectura 23 min. 

 

3.10 Análisis estadístico 

Las variables nitrógeno amoniacal, nitrato, fósforo, pH, concentración celular y 

sólidos totales volátiles se sometieron a un análisis de varianza., considerando 

un diseño completamente al azar. Se realizó la prueba de Tukey para 

comparación de medias con el programa SAS 9.0 empleando un 95% de 

confiabilidad. Se utilizó el programa Matlab 6.0 para calcular la tasa de 

remoción de los nutrientes.   
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CAPÍTULO  
4 

 

4 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 

4.1 Mantenimiento de las microalgas 

Con la finalidad de preservar las microalgas, mantener cultivo fresco  y escalar 

la cantidad de biomasa,  Neochloris oleoabundans y Chlorella sp. fueron 

adaptadas a medio BBM. Cabe señalar  que Neochloris oleoabundans había 

sido crecida en medio BBM en tanto que Chlorella sp. estaba acondicionada 

para crecer en agua residual.  

La adaptación al medio BBM fue realizada en tres etapas. La primera etapa 

consistió en un cultivo de 150 ml en medio BBM durante 10 días, enseguida se 

reinoculó en un litro  de medio durante 27 días y finalmente la biomasa se 

reinoculó en dos litro de medio durante 21 días. 

Los resultados  se muestran en la figura 10. Se observa en la primer etapa 

(figura a1 y b1),  que el conteo celular así como la densidad óptica  de Chlorella 

sp. tuvieron un menor crecimiento que Neochloris oleoabundans. La producción 

celular de Neochloris oleoabundans y Chlorella sp. fue de 8.65 x105 celml-1 y 

1.94x105 celml-1 respectivamente. El crecimiento celular de Neochloris 

oleoabundans aumentó de  3.3 x105 celml-1 a 1.2 x106 celml-1 y de Chlorella 
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sp. fue 2.5 x105 celml-1  a 4.5 x105 celml-1. Cabe señalar que Chlorella sp. tuvo 

una disminución de biomasa del tercer al sexto día, posiblemente por lisis 

celular durante la adaptación del cultivo a un medio diferente. Sin embargo, se 

encontraron pocos reportes de crecimiento celular de Chlorella sp.  cultivada en 

medio BBM. Bertoldi et al. (2008) reportó que Chlorella sp. obtuvo una densidad 

celular de 10.1x106 cel ml-1 al séptimo día,  en contraste con los resultados 

obtenidos por Rodas et al., 2012  quienes obtuvieron un crecimiento celular  de 

Chlorella vulgaris de 1.08 x 107 celml-1 al séptimo día.  Los resultados 

obtenidos de densidad óptica mostrados en la figura 10b1 para N. oleoabundans 

fueron de 0.417  de absorbancia y  para Chlorella sp.  fueron de 0.199.  

En contraste, en la etapa dos ambas microalgas crecieron, sin embargo la 

velocidad de crecimiento y concentración final alcanzada fueron diferentes. El 

crecimiento celular fue de  49 x 106 cel ml-1 en N. oleoabundans al día 14, como 

se muestra en la figura 10a2, estos resultados son similares a los resultados 

obtenidos por  Popovich et al. (2012) quienes obtuvieron una densidad celular 

de 40 x 106 cel ml-1 al octavo día cultivada en agua de mar.  Por otra parte 

Chlorella sp.  obtuvo un crecimiento de  6.5 x 106 cel ml-1, estos resultados 

fueron menor a los reportados por Rodas et al., 2012 que obtuvieron  

crecimiento celular  de Chlorella vulgaris  de 1.43 x 107 cel ml-1 al tercer día. La 

densidad óptica aumentó de  0.041 a 0.966 de absorbancia en N. oleoabundans 

y de 0.033 a 0.455 de absorbancia en Chlorella sp.  como se muestra en la 

figura 10b2. 

Finalmente en la tercera etapa, el crecimiento celular en ambas microalgas tuvó 

el mismo comportamiento en conteo celular y densidad óptica. En la figura 10a3 
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4.2 Adaptación de las microalgas al efluente 

Las microalgas una vez adaptadas al medio BBM fueron utilizadas para 

remover nutrientes del agua residual. El crecimiento celular de Neochloris 

oleoabundans  y  Chlorella sp. se muestran en la figura 11a. Neochloris 

oleoabundans tuvo una oscilación del crecimiento porque al inicio se inocularon 

6 x 106 celml-1 y descendió al sexto  día,  sin embargo, aumento su densidad 

celular a 6.4 x 106 celml-1 al séptimo día. Chlorella sp. se inoculó con 3.6 x 

106celml-1 y al quinto día decreció a 1.3 x 106celml-1, posteriormente se  

incrementó su crecimiento  a 1.06 x 107celml-1 al día once. Esta oscilación de 

crecimiento se debió a la adaptación fisiológica o de selección, porque la 

población crece muy lento o puede no ocurrir. Cabe resaltar que estas 

microalgas estaban cultivadas en medio BBM. Éste contenía todos los 

nutrientes necesarios para el desarrollo  de las microalgas, como se observó en 

la fase de preservación de las microalgas donde N. oleoabundans llego a crecer 

hasta 49 x 106 cel ml-1. El medio BBM estaba libre de bacterias en comparación 

con el agua residual, ya que las bacterias compiten por los nutrientes que 

contiene el agua residual. Los resultados obtenidos  en este trabajo fueron 

mayores  a los reportados por  Bertoldi et al., 2008 quienes cultivaron a 

Chlorella vulgaris en agua residual de hidroponía y obtuvieron un crecimiento 

celular de 5.7 x106 cel ml-1. 

El resultado de densidad óptica  en el  cultivo de Neochloris oleoabundans  fue 

de 0.149 de absorbancia al inició, incrementándose a 0.167 al séptimo día;    

Chlorella sp. obtuvo una absorbancia inicial de  0.131 incrementándose a 0.234 



 

 

al onceav

adaptabilid

posteriorm

al agotam

sistema s

algal que 

semicontin

(Ruiz-Mar

. 

 

 

 

 

4.3 Exper

Una vez a

capacidad

Los result

una fluctu

oleoabund

séptimo d

el treceavo

Figura 1
agua res
densida

vo día co

dad de la

mente se in

iento de lo

emicontinu

un sistem

nuos el cre

ín et al., 20

rimentació

adaptadas 

d de  remo

ados obten

uación en 

dans remov

ía se notó 

o día con 1

1. Crecimien
sidual del ef
d óptica. 

omo se o

as microalg

nicia un len

s nutriente

uo  de alim

ma discont

ecimiento c

010) 

ón previa d

las microa

oción de fó

nidos en re

la remoció

vió el 100%

presencia 

11 mgl-1 P

nto celular d
fluente de un

~	56

bserva en

gas se  p

nto crecimie

es, esto sug

mentación 

tinuo, sin 

elular dism

de remoció

algas al ag

ósforo, DQ

emoción de

ón se obs

% de fósforo

de fósforo

. Al final de

de N. oleoab
n digestor an

6	~	

n la figura

presenta e

ento y dec

giere un ali

es mejor p

embargo, 

minuye debi

ón de nutr

gua residu

O y  poten

e fósforo  s

serva en a

o al tercer 

o 2.21 mgl

el periodo d

bundans y Ch
naeróbico. a

a 11b; ob

en los prim

crece  al tre

imentación

por el rápid

 después

ido a un co

ientes.  

ual se proc

ncial para 

se muestra

ambas esp

día;  sin em

l-1 P, increm

de evaluac

hlorella sp. c
a) Concentra

bservando

meros onc

eceavo día

n semiconti

do crecimi

 de cuatro

olapso en e

cedió a ev

generar b

an en la fig

pecies, Ne

mbargo a p

mentándos

ción el cultiv

cultivadas e
ación celular

que la 

ce días, 

a debido 

nua. Un  

ento de 

o ciclos 

el cultivo 

valuar la 

iomasa. 

gura 12, 

eochloris 

partir del 

se hasta 

vo tenía 

en 
r y b)  



 

 

8.97 mg P

posteriore

 

 

 

 

 

 

 

Li et al., 2

trabajo. El

agua resid

cruda dur

obtuvieron

primeros 4

46.2% en 

secundaria

experimen

También 

causado c

los cultivo

83.2, 90.6

Figura 12. R
en agua res

Pl-1.  Chlor

s la cantida

011 obtuvi

llos obtuvie

dual esteri

rante los 

n una dis

4 días de in

B1, B2, B

a de una p

nto observ

observaron

como produ

s de B2 y B

6  y  85.6 %

Remoción de
sidual. 

rella sp. rem

ad de fósfo

eron una r

eron  una r

lizada y un

primeros c

minución 

niciado su 

B3 y el con

planta de tr

varon una 

n  presenc

ucto de lisi

B3.  Wang 

% en agua

e fósforo po

~	57

movió el 10

oro  en el c

remoción d

remoción d

n 80.9% (2

cuatro día

de P-PO4

bioensayo

ntrol respec

ratamiento 

remoción 

cia de P-P

s celular d

 et al., 200

as residual

or  Neochlori

7	~	

00% de fós

cultivo llegó

de fósforo m

de 79%, es

212 a 40.4

as de culti

–3 en me

, con una r

ctivamente 

de agua re

del  73.5

PO4–3 desp

de la microa

09  mostró 

es del pun

is oleoabund

sforo al sé

ó a 11.81 m

menor a la 

 decir 215 

4 mg Pl-1) 

ivo.  Andr

dio de cu

remoción d

del efluen

esidual mu

5 y 50% 

pués del c

alga y bact

eliminació

nto 1, 2 y 4

dans  y Chlo

ptimo día; 

mg Pl-1 .  

reportada 

a 45.1 mg

en agua 

rade et al

ultivo dura

del 62, 50.5

nte de mad

unicipal; al 

en B1 y

cuarto día,

terias asoc

n de fósfor

4 respectiv

orella sp. cul

en días 

en este 

 Pl-1 en 

residual 

l., 2006  

ante los 

5, 42.1 y 

duración 

final del 

control. 

, quizás 

ciadas a 

ro en un 

vamente  

ltivadas 



 

 

del flujo d

4.7% de fó

Los resulta

el cultivo 

Chlorella s

 

 

 

 

 

 

Las micro

densidad c

1.67 x 106

crecimient

fue de 1.

resultados

1666.6 m

respectiva

productivid

experimen

Figura 1
en agua

de una plan

ósforo. 

ados obten

de N. oleo

sp. solo rem

oalgas fue

celular  má

6celml-1  co

to de 1.39 

.23 x 106c

s obtenido

mgl-1 y 

amente, al 

dad de bio

nto. Wang 

3. Remoció
a residual. 

nta de trat

nidos en la

oabundans

movió el  9

eron capac

áxima  al on

omo se mu

x 107celm

celml-1 y 

s de biom

1866.6 m

 séptimo

omasa fue 

y Lan (201

n de DQO  p

~	58

tamiento m

a remoción 

s fueron de

0% (figura 

ces de re

nceavo día

uestra en la

ml-1. La pro

de Chlore

masa alga

mgl-1 en 

o día como

27.45 mg.

11)  obtuvi

por Neochlor

8	~	

municipal, y

de la dem

el 100% al

13). 

emover fós

a en cultivo

a figura 14 

oducción c

ella sp. fu

medida e

N. oleoa

o se mue

l-1.d-1 en a

ieron 0.31 

ris oleoabun

y  sólo el p

anda quím

l onceavo 

sforo y DQ

o de N. oleo

a, y Chlore

celular  de 

ue 1.27 x 

n solidos 

abundans 

stra en la

mbas micr

gl-1d-1 de

ndans y Chlo

punto 3 eli

mica de oxíg

día, mient

QO; asim

oabundans

ella sp.  ob

N. oleoab

107celml-

totales fue

y Chlore

a figura 14

roalgas al f

e N. oleoab

orella sp.  cu

iminó el 

geno en 

tras que 

ismo la 

s  fue de 

btuvó un 

bundans 

1.  Los 

eron de 

ella sp. 

4 b. La 

final del 

bundans 

ultivadas 



 

 

cultivada 

NaNO3. W

estimado e

en agua re

 

 

 

 

Figura 14. D

residual. a) 

Los result

peso seco

respectiva

4.4 Remo

Una vez 

microalgas

amoniacal

efluente a

1). Ademá

sólidos vo

grasos. 

en agua r

Wang et al. 

en biomas

esidual de 

Densidad ce

 Conteo celu

tados obte

o  fueron d

amente. 

oción de nu

observada

s en el ef

l, nitrato, fó

 diferentes

ás se eval

olátiles, así 

residual mu

(2010) obt

a de 1.7 g.

desechos 

elular de Neo

ular y b) pes

nidos de la

e 0.15 gl-1

utrientes e

a la capac

fluente,  s

ósforo, ade

s concentra

luó la prod

mismo se 

~	59

unicipal en

tuvieron 81

.l-1 después

lácteos dilu

ochloris oleo

so seco con 

a cuantifica

1 y 0.16 g

en el  eflue

cidad de re

e procedió

emás de mo

aciones de 

ducción de

cuantificó 

9	~	

n una conc

1.4 mgl-1d

s de 21 día

uida al 25 %

oabundans y

base en sól

ación de lí

l-1 en  N. o

ente 

emoción d

ó a evalua

onitorear p

nitrógeno 

e biomasa

el contenid

centración 

-1 de bioma

as de cultiv

%. 

y Chlorella s

idos totales

ípidos tota

oleoabunda

de fósforo 

ar la remo

pH, y remoc

amoniacal

a algal por

do de lípido

de  45 m

asa en pes

vo de Chlo

sp. cultivada

s. 

les por un

ans y Chlor

y DQO  

ción de ni

ción de DQ

 (90, 50 y 

r conteo c

os totales y

mgl-1 de 

so seco, 

rella sp. 

a en agua 

nidad de 

rella sp. 

por las 

itrógeno 

QO en el 

25 mgl-

celular y 

y ácidos 



 
 

~	60	~	
 

4.4.1 Remoción de nitrógeno amoniacal 

El proceso de eliminación de nitrógeno amoniacal, se observa en la figura 15a. 

Neochloris oleoabundans removió el 93.6 %, es decir de una concentración  de  

79.4 redujo a 5.0 mgl-1 N-NH4
+ en el tratamiento de 90 mgl-1 N-NH4

+. En la 

concentración de 50 mgl-1 N-NH4
+ removió el 72.6%  (de 62.1 a 17.0 mgl-1 N-

NH4
+)  y en 25 mgl-1 N-NH4

+  fue el 45.3% (de 33.4 a 18.2 mgl-1 N-NH4
+), sin 

embargo no hay diferencias significativas (P=0.05) entre los tratamientos de 90 

y 50 mgl-1 N-NH4+.  Se observó que el nitrógeno amoniacal se eliminó en la 

concentración más alta. Levine et al. (2011) evaluó la remoción de N-NH4
+ por 

Neochloris oleoabundans cultivada en medio BBM a diferentes 

concentraciones, obteniendo una velocidad de remoción de 5 mgl-1d-1 en 

concentraciones de 50 mgl-1 N-NH4
+. La remoción determinada por  Chlorella 

sp. fue del 73%, es decir de  82.2 a 22.2 mgl-1de nitrógeno amoniacal en  

concentración de 90 mgl-1 N-NH4
+, para la concentración de 50 mgl-1 N-NH4

+,   

eliminó 45 % (60.2 a 33.1mgl-1 N-NH4
+)  y en 25 mgl-1 N-NH4

+  removió el 

40.3% (de 30.0 a 17.9 mgl-1 N-NH4
+) como se observa en la figura 15b; los 

resultados obtenidos concuerdan con los obtenidos por Andrade et al., 2006 

quienes mostraron que Chlorella sp. obtuvo un crecimiento en condiciones 

autotróficas (control) como en condiciones mixotróficas (agua residual), en 

cultivos B3 (efluente de maduración secundaria de una planta de tratamiento de 

agua residual municipal)  obteniendo una remoción de 100% de N-NH4
+ al 

segundo día de iniciado el experimento. Wang et al. (2009) evaluaron  el 

crecimiento de Chlorella sp. en  aguas residuales de cuatro puntos diferentes 

del flujo de un proceso de tratamiento de aguas residuales de una planta de 
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4.4.2  Remoción de nitrógeno nítrico 

La remoción de nitrato  en Neochloris oleoabundans  fue de 59.1% al tercer día 

en la concentración de 50 mgl-1 N- NH4
+ (figura  16a), es decir de  20 a 8.2 

mgl-1NO3
- sin embargo,  a partir del cuarto día la presencia de nitrato fue de 13 

a 41.8 mgl-1NO3
-. En los otros dos tratamientos tuvieron una remoción similar al 

anterior. El aumento del contenido de nitrato se debió al aumento del pH en el 

segundo día (figura 17). El aumento y constancia del pH es debido a la 

actividad fotosintética de las algas (Oswald, 1988), además de la nitrificación 

provocada por el  crecimiento de bacterias fototróficas (Su et al., 2012). Las 

microalgas de agua dulce son capaces de crecer en condiciones ácida y 

alcalina como una respuesta adaptativa al ambiente fluctuante, a pesar de que 

su pH óptimo sea 8 (Goldman et al., 1982). Wang y Lan  (2011) observaron 

eliminación de NO3 cuando aumentó la concentración inicial de NaNO3 43.7 

mgl-1 a 140 mgl-1 en cultivos en agua residual de Neochloris oleoabundans. 

Chlorella sp. eliminó el 72.5% de NO3
- al tercer día,  de 24.06  a 6.6 mgl-1 NO3

-, 

como se observa en  la figura 16b, en el tratamiento de 50 mgl-1 N-NH4
+. Los 

otros dos tratamientos tuvieron un comportamiento similar al anterior. 

Chinnasamy et al. (2010) en el trabajo que realizaron sobre un consorcio nativo 

algal para el tratamiento de agua residual tratada, obtuvieron  una remoción de 

nitratos del 99.7-99.8% en 72 horas.  Barsanti y de Gualtieri (2006)  mencionan 

que en todas las algas eucarióticas, el nitrógeno inorgánico está directamente 

asimilable como amonio, nitrito y nitrato. 
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el pH no siempre comporta como se espera puede ser debido al proceso de 

nitrificación. 

 

 

 

 

Figura 18. Correlación entre  nitrato y  pH de Neochloris oleoabundans, r= -0,72 y 

Chlorella sp., r = -0,91 durante 9 días en diferentes concentraciones de N-NH4 
+. 

4.4.3 Remoción de fósforo  

En el cuadro 7 se presentan los resultados obtenidos de remoción de fósforo, 

en  Neochloris oleoabundans donde se observa  que en concentración de  90 

mg.l-1 N-NH4
+  hubo una remoción de 62.6% al cuarto día, sin embargo para los 

demás días y en  las otras dos concentraciones no hubo remoción. El fósforo se 

mantuvo en concentraciones de 3-7 mg Pl-1 en ambas especies. Este 

fenómeno se debió  probablemente a que el  pH se mantuvo alcalino después 

de cultivar las algas en el efluente y causa la precipitación de fosfatos de calcio 

(Wang  et al., 2009).   
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Cuadro 7. Contenido de fósforo en el cultivo de las microalgas. 

  N. oleoabundans    Chlorella sp. 

Tiempo 

(día) 

90 mgl-1 N-

NH4
+* 

50 mgl-1 

N-NH4
+* 

25 mgl-1 N-

NH4
+*  

90 mgl-1 

N-NH4
+* 

50 mgl-1 

N-NH4
+* 

25 mgl-1 

N-NH4
+* 

0 4.04ab 6.44ab 3.63ab
 3.36a 5.94abc 3.01a

1 2.69cd 4.53c 2.55c  2.11b 5.48bc 3.20a

2 3.34c 5.78bc 3.30bc 
 3.17ab 6.27abc 3.52a 

3 3.76abc 5.62bc 4.06bc
 3.56a 1.07d 3.55a

4 1.51d 2.03d 1.24d 
 3.30ab 5.42c 3.17a 

5 4.05ab 5.85b 3.78a  3.73a 6.55abc 3.53a

6 4.85a 7.68a 3.38ab
 3.42a 6.88ab 3.21a

7 3.82abc 6.28b 2.77bc
 4.22a 7.03a 3.82a

9 4.17ab 5.79bc 3.89a  4.39a 9.72a 4.97a 
* Diferentes letras en la misma columna son diferentes significativamente α= 0.05 

 

4.4.4 Demanda química de oxígeno 

Los resultados obtenidos en la remoción de DQO se muestran en el  cuadro  8. 

La remoción de DQO se midió al inicio y final del experimento. Se aprecia que 

cuando Neochloris oleoabundans  fue cultivada a 90 mgl-1 N-NH4
+ la remoción 

fue de 170 a 3.56 mg DQO l -1, mientras que Chlorella sp  eliminó de 138.33 a 

3.62 mg DQO2 l 
-1. Las  dos microalgas eliminaron del 97- 98 %  de DQO en 

todos los tratamientos. Éstos resultados coinciden con los obtenidos por  Li et 

al., 2011 quienes mostraron que la concentración de DQO disminuyó  de 2390 a 

230 mgl -1 DQO (es decir una 90.3%) en agua residual esterilizada  y 2304 a 

210 mgl -1 DQO  (90.8%) en agua  residual cruda dentro de los dos primeros 

días de cultivo, ellos  sugieren que  Chlorella sp. utiliza diferentes compuestos 

orgánicos  como fuentes de carbón además de  CO2.  
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Cuadro 8. Remoción de DQO  del efluente de un digestor anaeróbico por  cultivos de 

Neochloris oleoabundans y Chlorella sp.  en varias concentraciones de NH4 +. 

 

Sin embargo, los resultados obtenidos en este trabajo fueron mayores a los 

obtenidos por Wang  et al. (2009)  quienes observaron que en agua residual del 

flujo de un proceso de tratamiento  de aguas residuales, Chlorella sp. eliminó 

50.9,56.5 y 83.0 % de DQO en los puntos 1, 2, y  4  respectivamente del flujo de 

tratamiento de aguas residuales.  

4.4.5 Crecimiento celular 

En la figura 19a se observó el crecimiento celular máximo de Neochloris 

oleoabundans de 1.06x106 celml-1 al quinto día, en la concentración de 90 mgl-

1 N-NH4
+,  en los siguientes días descendió el crecimiento. En los tratamientos 

de 50 y 25 mgl-1 N-NH4
+  se observó que hasta el sexto día crecieron 1.14x106 

y 1.03x106 celml-1 respectivamente.  La cinética de crecimiento de Chlorella sp. 

(ver figura 19b) fue de 1.36x106 celml-1 al quinto día, en la concentración de 90 

mgl-1 N-NH4
+. En los tratamiento de 50 y 25 mgl-1 N-NH4

+  crecieron 1.09x106 y 

1.63x106 celml-1 respectivamente. Li et al. (2010) reportaron que la 

concentración de biomasa algal fue  baja cuando se alimenta con amonio que 

con nitrato; en este trabajo se observó que el crecimiento celular de ambas 

  

  
90  mgl-1 N-NH4

+ 50  mgl-1  N-NH4
+ 25  mgl-1  N-NH4

+ 

  mg l-1 DQO % mg l-1 DQO % mg l-1 DQO % 

Neochloris 

oleoabundans 

Inicio 1,700.0  1,450.0  1,450.0  
Final      35.0 97.9      35.0 97.6     35.0 97.6 

Chlorella sp Inicio 1,383.3  2,450.0  2,700.0  
Final      35.1 97.5      35.0 98.6       35.2 98.7 
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4.4.6 Contenido de lípidos y ácidos grasos 

Los resultados promedio del contenido de lípidos de ambas microalgas  al inicio 

y final del experimento se muestra en el cuadro 9, observando que N. 

oleoabundans  obtuvo un 19%  de lípidos totales de peso seco en el tratamiento 

de 90 mgl-1 N-NH4
+, es decir la producción de lípidos fue de 8.6 %, en los otros 

dos tratamientos se notó que Neochloris oleoabundans no acumuló lípidos. 

Chlorella sp. obtuvó un 28.3 % de lípidos totales en el tratamiento de 50 mgl-1 

N-NH4
+, la producción fue de 15%, en los otros dos tratamientos se obtuvo una 

menor producción. Se observó que Chlorella sp. produjo más lípidos que N. 

oleoabundans en los tres tratamientos. 

Cuadro 9. Porcentaje de lípidos de N. oleoabundans y Chlorella sp. cultivadas a 

tres concentraciones de nitrógeno amoniacal. 

  Concentración NH4
+ 

  90 50 25
 % de lípidos totales 
N. oleoabundans  
Inicio 10.4 13.8 30
Final 19.0 13.3 33.3
Producción de lípidos %  8.6  0.5  3.3
Chlorella sp.     
Inicio 9.5 13.3 8.3
Final 19.0 28.3 21.3
Producción de lípidos %       9.5 15.0 13.0
 

Estos resultados son similares a Zhou et al.(2012), quienes obtuvieron un 

28.9% de lípidos totales en la microalga Auxenochlorella  protothecoides en 

base a solidos volátiles suspendidos. Xu et al. (2006) lograron  14.5% de lípidos 

en condiciones autotróficas de Chlorella protothecoides. Woertz et al. (2009) 
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obtuvieron 9 %  y 29% de lípidos en base a peso seco de cultivos mixtos de 

Chlorella sp.,  Micractinium sp., Actinastrum sp. y B. braunii cultivadas en agua 

residual municipal tratada  y en agua residual de desechos lácteos 

respectivamente.  Pruvost et al. (2009) extrajeron el 23 % de lípidos totales  en 

base a peso seco de N. oleoabundans cultivada en medio bold basal modificado 

3N3S.  Levine et al. (2011) obtuvo una productividad de 3.8 mgl-1d-1 de lípidos 

de Neochloris oleoabundans cultivada en efluente de desechos lácticos diluida 

a 1:200.  

Los lípidos obtenidos de Chlorella sp. fueron analizados por cromatografía de 

gases, el cromatograma que se muestra en la figura 21 se obtuvo al analizar 

una muestra del cultivo al tiempo final (9 días). La identificación de algunos 

ácidos grasos se muestra en el cuadro 10, donde se presenta el % de área total 

obtenida en el cromatograma para cada uno de los picos presentes. El ácido 

palmítico se encuentra en un mayor porcentaje del contenido de lípidos 

extraídos de Chlorella sp.  

 

 

 

 

 

Figura 21. Cromatograma de ácidos grasos obtenidos de la muestra de lípidos 

totales. 
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Cuadro 10. Resumen del contenido de lípidos y perfil FAME de las microalgas 

cultivadas en el efluente. 

Tipo de ácido graso % de área 

Ácido palmítico (C16:0) 14.51 

Ácido esteárico (C18:0) 0.58 

Ácido oleico (C18:1) 0.97 

Ácido linoleico (C18:2) 5.30 

Ácido araquidico (C20:0) 1.10 

 

El porcentaje de ácidos grasos obtenidos en este trabajo, se encuentran por 

debajo a los adquiridos por  Xu et al. (2006) quienes obtuvieron en cultivo de 

Chlorella protothecoides 12.94%  de ácido palmítico, 2.76 % de ácido esteárico, 

60.84 % de ácido oleico y 17.28% de ácido linoleico. Zhou et al. (2012)  obtuvó 

en cultivos de Auxenochlorella  protothecoides 27.85 %  de ácido palmítico,   

4.62 % de ácido esteárico y   28.75 % de ácido linoleico. En cultivos de 

Chlorella vulgaris  crecida en un efluente de ácidos cítrico produjo un 18.1% de 

C16:0, 1.3% de C18:0, 3 % de C18:1 y  3.8 % de C18:2 (Li et al., 2012). 

Popovich et al. (2012) mostró un 19.40%  de C16:0,  5.75%  de C18:0, 46.33%  

de C18:1, 16.81 % de C18:2 y 0.09% de C20 en cultivos de N. oleoabundans.  

4.5 Cálculo de  la tasa de remoción de nutrientes. 

En términos prácticos  una ecuación es un modelo  que se genera a partir de 

datos experimentales  y expresan  la relación de las variables que explican el 

comportamiento  de un sistema real. Talbot et al. (1990) realizó un modelo 

donde relacionó temperatura  e intensidad luminosa en microalgas como 
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Oscillatoriaagardhii, Ankistrodesmusfalcatus y Phormidiumbohneri. Li et al. 

(2012); Zhou et al. (2012)  aplicaron un modelo exponencial para explicar el 

crecimiento algal en Chlorella vulgaris. 

En este estudio se aplicó el método de mínimos cuadrados a la ecuación   

ܺ௧ ൌ ܺ଴݁ି௞௧ para determinar la constante de la cinética de remoción k (
ଵ

௧
) de 

nitrógeno amoniacal  que se muestra en el cuadro 11  y nitrato cuadro 12. El 

propósito  de realizar esta modelación fue para ajustar los datos experimentales 

a un modelo de decrecimiento exponencial de remoción de nutrientes. Los 

datos experimentales de Neochloris oleoabundans  se ajustaron al modelo de 

remoción de nutrientes  (figura 22 b y c), de igual forma los datos 

experimentales de Chlorella sp. se ajustaron al modelo antes mencionado  bajo 

tres concentraciones diferentes de N-NH4
+ (figura 22 d, e y f). 

 

Cuadro 11. Cálculo de la tasa de eliminación de nitrógeno amoniacal. 

    Concentraciones  de N-NH4
+ en mgl-1 

Cepa   90 50 25 
N. oleoabundans 

  
k 0.27 0.1 0.09 

R2 0.68 0.88 0.85 

Chlorella sp. 
k 0.13 0.07 0.06 

R2 0.79 0.73 0.73 

k  es constante (
ଵ

௧
), R2  coeficiente de determinación 

Cuadro 12. Cálculo de la tasa de eliminación de nitrato 

    Concentraciones de N-NH4
+ en mgl-1 

Cepa   90 50 25 

N. oleoabundans 
  

k 0.02 0.09 0.02 

R2 0.097 0.49 0.052 

Chlorella sp. 
k 0.18 0.25 0.22 

R2 0.74 0.88 0.79 

k  es constante (
ଵ

௧
), R2  coeficiente de determinación 
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CAPÍTULO  
5 

 

5 CONCLUSIONES 
 

Derivado del presente trabajo se obtienen las siguientes conclusiones: 

1.-  Las microalgas Neochloris oleoabundans  y Chlorella sp. crecieron en el 

efluente de un digestor anaeróbico, donde  N. oleoabundans  removió hasta un 

94 %  de N-NH4
+ en concentraciones de 90 mgl-1 de nitrógeno amoniacal, en 

concentraciones inferiores la remoción fue menor al 80%. Chlorella sp. removió 

el 73% de N-NH4
+ en concentraciones de 90 mgl-1 de nitrógeno amoniacal, a 

concentraciones bajas solo elimina menos del 50%.  La remoción de fósforo fue 

del 100% en ambas especies al tercer y séptimo día en N. oleoabundans y 

Chlorella sp. respectivamente. La eliminación de DQO en ambas especies fue 

mayor del 95%. 

2.- Las microalgas Neochloris oleoabundans y Chlorella sp.  fueron capaces de 

eliminar los nutrientes de las aguas residuales en presencia de materia 

orgánica. En este efluente se logró cultivar  ambas especies principalmente 

Neochloris oleoabundans que es una especie que se ha cultivado poco  en 

agua residual  y pueden  utilizarse para proporcionar tratamiento terciario a 

efluentes del digestor anaeróbico aunado a la producción de biomasa algal que 

genere ácidos grasos. 
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3.- La producción de biomasa algal máxima en tres días en Chlorella sp. fue de  

444 mgl-1 a concentraciones de 90 mgl -1 de nitrógeno amoniacal, en 

concentraciones de 50 se obtuvo 777 mgl -1;  en concentraciones  de 25 mgl -1 

fue de  500 mgl -1.  La biomasa  de Neochloris oleoabundans   se obtuvo  555, 

444 y 666 mgl -1 en concentraciones de 90, 50 y 25 mgl -1 de nitrógeno 

amoniacal respectivamente. 

4.- El porcentaje de lípidos totales acumulados en  N. oleoabundans fue del 19 

% en concentración de 90 mgl -1 de nitrógeno amoniacal.  Chlorella sp. obtuvo 

el 28.3 %  de lípidos totales en concentración de 50 mgl-1 de nitrógeno 

amoniacal.  La productividad  de lípidos fue del 8.6%  y 15 %  en N. 

oleoabundans  y Chlorella sp. 
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