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GLOSARIO 

Alginato de sodio: Es un biopolímero natural utilizado como matriz de 

encapsulación. Cuando reacciona con el cloruro de calcio, se gelifica. 

 

Biorremediación: Es un método de tratamiento que emplea organismos vivos para 

eliminar, degradar o asimilar contaminantes, presentes en un medio. 

 

Consorcio de microalgas: Conjunto de diferentes especies de microalgas, que 

coexisten y trabajan de manera conjunta en un entorno común. 

 

Cultivo Discontinuo (batch): Sistema de cultivo cerrado donde se inocula un 

medio de cultivo y se deja que los microorganismos crezcan hasta que los nutrientes 

se agoten 

 

Descarga de choque (Shock load): Liberación aguda y masiva de nutrientes hacia 

el ecosistema marino. 

 



 
 

Eutrofización: Proceso ecológico negativo causado por el enriquecimiento 

excesivo de nutrientes (N y P) en el agua, lo que provoca la proliferación 

descontrolada de algas y el agotamiento del oxígeno. 

 

Ficorremediación: Un tipo específico de biorremediación que utiliza microalgas 

para la remoción de nutrientes y contaminantes del agua. 

 

Fotometría: Método analítico utilizado para medir cuantitativamente las 

concentraciones de fosfato, nitrato y nitrito. 

 

Inmovilización (celular): Proceso de encapsular las células de microalgas dentro 

de las perlas de alginato para resolver el problema de la cosecha. 

 

Monocultivo: Tratamientos experimentales que utilizaron una sola especie de 

microalga. 

 

Proporción de biomasa: Variable clave (v/v) de la solución de alginato respecto al 

cultivo de microalgas (ej. 50:50, 70:30, 90:10) usada para fabricar las perlas. 

ABREVIATURAS 

ANOVA: Análisis de Varianza 



 
 

CENAIM: Centro Nacional de Acuicultura e Investigaciones Marinas 

DE: Desviación Estándar 

DHN: Dirección de Hidrografía y Navegación 

FAN: Floraciones Algales Nocivas 

HSD: Diferencia Significativa Honesta (Prueba de Tukey) 

LMP: Límite Máximo Permisible 

NO₂⁻:Ion Nitrito 

NO₃⁻:Ion Nitrato 

NTE INEN: Norma Técnica Ecuatoriana INEN 

ODS: Objetivos de Desarrollo Sostenible 

PO₄³⁻:Ion Fosfato 

RM-ANOVA: ANOVA de Medidas Repetidas 

TULSMA: Texto Unificado de Legislación Secundaria del Ministerio del 

Ambiente 

v/v: Volumen/Volumen (para las proporciones alginato:microalga) 

µ (mu): Tasa de crecimiento específica  



 
 

1. RESUMEN 

Este estudio evaluó un sistema de biorremediación en etapas utilizando un 

consorcio inmovilizado de Chlorella sp. y Tetraselmis sp. para tratar un efluente 

proveniente de “La Chueca”, Salinas, buscando reducir sus concentraciones de 

nutrientes (PO₄³⁻, NO₃⁻, NO₂⁻) y compararlas con la normativa TULSMA y con 

valores de agua de mar natural. La investigación fue cuantitativa y experimental, 

combinando ensayos en laboratorio (200 mL) y un escalado piloto (20000 mL). Se 

realizó una caracterización fisicoquímica del efluente, medición de nutrientes por 

fotometría, pruebas batch con distintas proporciones de biomasa (90:10, 70:30 y 

50:50) y, finalmente, el análisis cinético del mejor tratamiento en mayor volumen. 

La caracterización inicial confirmó un desequilibrio de nutrientes superior al agua 

marina (PO₄³⁻: 0,88 mg/L; NO₃⁻: 2,52 mg/L; NO₂⁻: 15,15 µg/L). Posteriormente, la 

proporción 50:50 fue la más eficiente, logrando reducir el fosfato a 0,13 mg/L, el 

nitrato a 0,53 mg/L y el nitrito a 1,02 µg/L, alcanzando valores cercanos o inferiores 

a los del agua de mar natural. Aunque el escalado mantuvo la eficiencia de 

remoción, presentó una disminución significativa frente a los ensayos de 

laboratorio. En conclusión, se acepta la hipótesis planteada y se confirma que la 

biorremediación con microalgas inmovilizadas es eficaz a nivel de laboratorio; sin 

embargo, su aplicación a gran escala requiere optimización ingenieril para evitar 

pérdidas de eficiencia durante el escalado. 

Palabras clave: Biorremediación, Microalgas inmovilizadas, Alginato, 

Eutrofización, Acuicultura, Remoción de nutrientes, Chlorella, Tetraselmis. 



 
 

ABSTRACT 

This study evaluated a staged bioremediation system using an immobilized 

consortium of Chlorella sp. and Tetraselmis sp. to treat an effluent from “La 

Chueca,” Salinas, aiming to reduce nutrient concentrations (PO₄³⁻, NO₃⁻, NO₂⁻) and 

compare them with TULSMA standards and natural seawater values. The research 

followed a quantitative and experimental approach, combining laboratory assays 

(200 mL) and a pilot-scale system (20 L). The methodology included 

physicochemical characterization, nutrient analysis by photometry, batch tests 

using different biomass ratios (90:10, 70:30, and 50:50), and kinetic evaluation of 

the best treatment at a larger scale. Initial characterization revealed nutrient 

imbalance compared to seawater (PO₄³⁻: 0.88 mg/L; NO₃⁻: 2.52 mg/L; NO₂⁻: 15.15 

µg/L). The 50:50 consortium showed the highest performance, reducing phosphate 

to 0.13 mg/L, nitrate to 0.53 mg/L, and nitrite to 1.02 µg/L—reaching values close 

to or below natural seawater. Although pilot-scale tests-maintained removal 

efficiency, a statistically significant decrease was observed compared to laboratory 

trials. In conclusion, the hypothesis was supported, confirming that immobilized 

microalgae constitute an effective bioremediation strategy at laboratory scale; 

however, large-scale application requires engineering optimization to prevent 

efficiency loss during scale-up. 

Keywords: Bioremediation, Immobilized microalgae, Alginate, Eutrophication, 

Aquaculture, Nutrient removal, Chlorella, Tetraselmi
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2. INTRODUCCIÓN 

 

La costa ecuatoriana constituye un pilar esencial para la economía nacional, ya que 

albergando una inmensa biodiversidad que mantiene tanto a los ecosistemas 

marinos como a las industrias clave del país, especialmente la acuicultura y el 

turismo. Sin embargo, esta coexistencia genera, a su vez una presión ambiental 

significativa. En particular, los efluentes de origen industrial los cuales suelen 

contener altas cargas de compuestos inorgánicos como fosfatos, nitratos y nitritos, 

los cuales son los principales causantes de la eutrofización en medios acuáticos 

(Lananan et al., 2014). Este exceso de nutrientes produce una proliferación 

descontrolada de microalgas, afectando el equilibrio del ecosistema y la 

biodiversidad. 

 

Para mitigar este impacto, han surgido diversos tratamientos, entre ellos la 

biorremediación que emplean organismos vivos para eliminar o reducir 

contaminantes de forma natural, lo que convierte en alternativas más sostenibles y 

económicos frente a los tratamientos químicos o físicos convencionales (Cardona 

& García, 2008). Dentro de estas técnicas, la ficorremediación mediante el uso de 

microalgas ha demostrado ser una alternativa prometedora. Estos organismos, en 

particular las pertenecientes a la división Chlorophyta como pueden ser Chlorella 

sp. y Tetraselmis sp., que emplean los nutrientes inorgánicos para su propio 
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crecimiento y son conocidas por su alta capacidad de asimilación de contaminantes 

y su adaptabilidad (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 

 

No obstante, la aplicación de estas microalgas en cultivos libre presenta un desafío 

logístico relevante a escala industrial: la dificultad y el alto costo de la cosecha, es 

decir, a la separación de la biomasa del agua tratada, lo que limita su viabilidad 

práctica. Como consecuencia, se ha investigado la tecnología de inmovilización 

celular. “La encapsulación en perlas de alginato de sodio” (de-Bashan & Bashan, 

2010). se ha consolidado como el método de preferencia, puesto que facilita la 

recolección, permite trabajar con altas densidades celulares y protege a las 

microalgas de condiciones adversas. 

 

Si bien existen estudios sobre estas especies por separado, existe un vacío en la 

investigación sobre su desempeño en consorcios inmovilizados. Por lo antes 

expuesto, el presente trabajo de titulación tiene como objetivo evaluar la eficacia 

de un sistema piloto de biorremediación, utilizando un consorcio de Chlorella sp. y 

Tetraselmis sp. inmovilizadas en perlas de alginato, para determinar su potencial en 

la reducción de nutrientes (fosfato, nitrato y nitrito) en un efluente de acuicultura. 

Este estudio comparará los resultados no solo con la normativa legal (TULSMA), 

sino con los niveles de referencia del agua de mar natural (DHN, 2021), 

proponiendo un estándar de tratamiento enfocado en la restauración ecológica. 
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3. PROBLEMÁTICA 

 

Los nutrientes como el nitrógeno y el fósforo, si bien son esenciales para el 

funcionamiento de los ecosistemas acuáticos, en exceso provocan eutrofización, 

alterando el equilibrio natural y afectando gravemente a la fauna y flora (Lananan 

et al., 2014). Esta degradación ambiental, que a menudo manifestada como 

floraciones algales nocivas (FAN), no solo impacta la biodiversidad, sino que 

también compromete, en consecuencia, las actividades económicas locales que 

dependen de la salud del ecosistema, como la pesca artesanal y el turismo (García 

& Miraba, 2018). 

 

En el área de estudio, "La Chueca", Salinas, esta problemática se presenta de 

manera particular. En esta zona, reconocida por su atractivo turístico por su paisaje 

como por ser un sitio de anidación para tortugas, existe un canal de descarga de 

efluentes de origen industrial-acuícola. Estos vertidos continuos han terminado por 

formar una poza estacional en donde se acumulan y concentran los nutrientes. En 

donde existe la problemática que en épocas de lluvias torrenciales y mareas altas, 

está poza se conecte con el océano, liberando una descarga de choque de nutrientes 

en el ecosistema marino. 
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La norma ecuatoriana (TULSMA) establece los Límites Máximos Permisibles 

(LMP) para los efluentes. No obstante, se ha percibido que las concentraciones en 

efluentes de este tipo aunque pueden cumplir con la norma legal, suelen ser 

considerablemente altos a los niveles del agua de mar natural (DHN, 2021; Pesantes 

& Pérez, 1993). Por lo tanto, el problema no reside en una falta de legalidad, sino 

de carencia de la norma para prevenir el daño ecológico a largo plazo. 

 

Considerando que los efluentes del área de estudio representan un riesgo de 

eutrofización local, no se cuenta con un sistema piloto validado, de bajo costo, que 

trate los efluentes en su origen para reducir los nutrientes a un nivel ecológicamente 

seguro antes de que lleguen al cuerpo receptor. La principal amenaza es la 

permanencia de estas altas cargas de nutrientes que se liberan de forma aguda en el 

ecosistema. 

 

Así, se traza la siguiente pregunta de investigación: 

¿ En qué medida es eficaz el sistema de biorremediación, que emplea un consorcio 

inmovilizado de microalgas (Chlorella sp. y Tetraselmis sp.), para reducir 

concentraciones de fosfato, nitrato y nitrito en efluentes a niveles ambientalmente 

seguros? 
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4. JUSTIFICACIÓN 

 

Desde un punto de vista ecológico, esta investigación responde a un riesgo 

ambiental directo. Al proponer un tratamiento para la diferencia entre lo permitido 

por la norma TULSMA y las concentraciones presentes en el agua de mar natural, 

el estudio aborda la causa raíz de la eutrofización local. La validación de un sistema 

capaz de reducir los nutrientes a niveles por debajo o igual a los presentes en el 

agua de mar natural, para proteger la biodiversidad. 

 

Por otro parte, desde el punto de vista tecnológico, el proyecto aporta una solución 

práctica a un problema industrial. La ficorremediación con algas libres, si bien es 

eficaz en términos biológicos, resulta logísticamente inviable a gran escala. Por 

ello, este estudio se justifica al evaluar un método de inmovilización en alginato. 

Esta técnica, además de ser de bajo costo y sostenible, resuelve el problema 

principal asociado a la cosecha de biomasa, permitiendo una fácil separación y 

reutilización del biocatalizador (de-Bashan & Bashan, 2010). 

 

Desde el punto de vista científico, la investigación favorece con conocimiento 

novedoso en áreas. Primero, se evalúa un consorcio inmovilizado de microalgas 

(Chlorella sp. y Tetraselmis sp.), en donde si bien existen estudios de ambas 
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microalgas por separado, no existe uno donde se evalué el uso de ambas (de-Bashan 

& Bashan, 2010, Gonçalves et al., 2016). Segundo, cuestiona la conformidad legal 

como único objetivo, planteando la restauración ecológica como un estándar de 

tratamiento más importante (Mitsch & Jørgensen, 2003). 

 

Debido a su importancia para la sostenibilidad, esta investigación se alinea con los 

Objetivos de Desarrollo Sostenible (ODS), número 6 (Agua Limpia) y el número 

14 (Vida Submarina) (Naciones Unidas, 2018). El propósito de esta investigación 

es demostrar datos cuantitativos sobre la efectividad de este plan piloto de sistema 

de biorremediación, ofreciendo una herramienta validada para gestionar efluentes 

de manera proactiva y ecológicamente responsable. 
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5. OBJETIVO PRINCIPAL 

 

Aplicar un sistema de biorremediación por etapas, utilizando un consorcio de 

microalgas Chlorella sp. y Tetraselmis sp. inmovilizadas, comparando los niveles 

de nitrito, nitrato y fosfato permisibles de acuerdo con el TULSMA. 

6. OBJETIVOS ESPECÍFICOS: 

 

- Caracterizar cuantitativamente la calidad química de las aguas residuales 

mediante fotometría. 

- Determinar la densidad celular de microalgas para el tratamiento de aguas 

residuales. 

- Comparar las concentraciones de nitratos, nitritos y fosfatos antes y después 

del tratamiento, evaluando la eficacia del sistema de biorremediación. 

 

HIPÓTESIS 

 

Hipótesis Alternativa (H₁): El sistema de biorremediación por etapas utilizando 

microalgas inmovilizadas produce una reducción en las concentraciones de nitrito, 

nitrato y fosfato en las aguas residuales.  
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7. MARCO TEÓRICO 

 

7.1.  Aguas Residuales. 

 

Las aguas residuales se conocen como aguas con impurezas que han sido afectadas 

en su calidad original; esto es causado por actividades humanas, las cuales 

provienen de vertidos de diferentes orígenes, entre los principales encontramos 

vertidos domésticos e industriales. Estas aguas contienen una combinación de 

diferentes contaminantes, ya sean físicos, químicos y biológicos, los cuales afectan 

gravemente a los ecosistemas receptores. Entre los componentes químicos más 

comunes en las aguas residuales se encuentran compuestos orgánicos como 

carbohidratos, grasas animales, aceites, pesticidas, fenoles, proteínas y compuestos 

volátiles; mientras que, entre los componentes inorgánicos, encontramos 

alcalinidad, cloruros, metales pesados, nitrógeno y sus variables como nitrito y 

nitrato, pH, fósforo o fosfatos, contaminantes prioritarios y azufre (Ecomar, 2020). 

Entre estos compuestos existen varios que pueden afectar el ecosistema acuático, 

como fosfatos, nitratos y nitritos, que son causantes de la eutrofización en medios 

acuáticos. 
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7.2. Compuestos Inorgánicos 

 

7.2.1. Fosfato 

 

El fósforo es un nutriente esencial para el desarrollo biológico y el metabolismo 

celular de organismos vegetales y animales. En ambientes acuáticos, se encuentra 

principalmente en forma de fosfato, y su presencia en exceso es una de las 

principales causas de la eutrofización, un proceso en el que se incrementa 

desproporcionadamente la biomasa de algas y plantas acuáticas, afectando el 

equilibrio del ecosistema (Correia et al., 2013; Smith, 2009). Aunque el fosfato 

suele estar presente en bajas concentraciones naturales, su incorporación masiva a 

los sistemas acuáticos proviene de actividades humanas, especialmente del vertido 

de aguas residuales domésticas e industriales. 

 

7.2.2. Nitrato 

 

El nitrato es la forma más oxidada del nitrógeno inorgánico. En aguas residuales, 

su presencia es señal de que el proceso de nitrificación ha sido eficiente. Sin 

embargo, altas concentraciones de nitrato en cuerpos de agua pueden provocar 

problemas ambientales, como la eutrofización, al estimular el crecimiento excesivo 
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de algas y fitoplancton, lo que reduce el oxígeno disuelto en el agua y afecta la 

biodiversidad (Cárdenas & Sánchez, 2013; Smith, 2009). 

 

7.2.3. Nitrito 

 

En el proceso del ciclo del nitrógeno, el compuesto del nitrito compone una forma 

intermedia durante la nitrificación, en el dónde diversas bacterias nitrificantes 

oxidan el amonio transformándolo en nitrito y posteriormente a nitrato (Cárdenas 

& Sánchez, 2013). Aunque el nitrito está presente en concentraciones menores que 

el nitrato, tiene una toxicidad considerablemente mayor, especialmente en 

organismos acuáticos y seres humanos. Su peligro radica en su capacidad para 

reaccionar con la hemoglobina en la sangre formando así metahemoglobina, la cual 

disminuye el transporte de oxígeno y genera efectos graves (Cárdenas & Sánchez, 

2013). 

 

7.3. Eutrofización 

 

El proceso de eutrofización es el enriquecimiento excesivo de nutrientes, en donde 

principalmente actúan el nitrógeno y fósforo presentes en los ecosistemas acuáticos, 

como son lagos, ríos, embalses y humedales. Los niveles altos de nutrientes 

provocan un incremento en la productividad primaria, causando una proliferación 
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anormal de fitoplancton, macrófitos y otros organismos vegetales acuáticos. Es un 

proceso que puede darse de manera natural, pero también puede presentarse por el 

enriquecimiento provocado por actividades humanas, como son la agricultura en el 

uso de fertilizantes y el vertido de aguas residuales provenientes de cultivos 

acuícolas o empresas, los cuales incrementan la carga de nutrientes hacia los 

cuerpos de agua (Smith, 2009). 

 

7.4. Normativa Ambiental Vigente 
 

La gestión de los recursos hídricos y el control de la contaminación en el Ecuador 

se fundamentan en un marco jurídico estricto, cuyo instrumento operativo principal 

es el Texto Unificado de Legislación Secundaria del Medio Ambiente (TULSMA). 

Para la determinación de la calidad del efluente, se adoptaron los criterios técnicos 

establecidos en el Libro VI (De la Calidad Ambiental) y su Anexo 1 “Norma de 

Calidad Ambiental y de Descarga de Efluentes: Recurso Agua”. En su Artículo 1, 

establece como objetivo prioritario la prevención y control de la contaminación 

ambiental del recurso agua, con el fin de proteger su calidad y garantizar la 

sostenibilidad de los ecosistemas acuáticos a nivel nacional (Presidencia de la 

República del Ecuador, 2003). 

 

 El marco legal define en su Artículo 2 los términos rectores para la gestión 

ambiental, categorizando legalmente a las “Aguas Residuales” y al “Cuerpo 
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Receptor”, y estableciendo los criterios de “Toxicidad” que delimitan al alcance de 

la contaminación hídrica. Asimismo, el control de los vertidos se fundamenta en el 

Articulo 11, referente a las normas generales para la descarga de efluentes. Este 

apartado impone la obligatoriedad del tratamiento previo de las aguas residuales, 

domesticas o industriales, y prohíbe explícitamente la disposición de descargas que 

alteren las características naturales del cuerpo receptor o que incumplan los 

parámetros técnicos establecidos (Presidencia de la República del Ecuador, 2003). 

 

Respecto a los estándares cuantitativos de cumplimiento, la normativa estipula 

valores limite que actúan como indicadores de calidad ambiental obligatoria. Para 

el caso de vertidos en ecosistemas marinos, los estándares se encuentran tipificados 

en la Tabla 13 del Anexo 1, la cual determina las concentraciones máximas 

permisibles de contaminantes, incluyendo nutrientes como son el nitrato y el 

fosfato, que pueden ser criterios de calidad admisibles para la preservación de la 

flora y fauna acuática, proporcionando un marco de referencia ecológico sobre las 

condiciones fisicoquímicas necesarias para evitar procesos de eutrofización y 

garantizar el equilibrios de los ecosistemas marinos (Ministerio del Ambiente del 

Ecuador, 2015). 
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7.5. Tecnologías de Tratamiento de Aguas Residuales  

 

Las plantas de tratamiento de aguas residuales han evolucionado de manera 

significativa en las últimas décadas con el objetivo de responder a los 

requerimientos ambientales y normativos. Tradicionalmente, los sistemas de 

depuración se centraban en la reducción de la demanda bioquímica de oxígeno 

(DBO) y la eliminación de sólidos suspendidos; sin embargo, la necesidad de 

remover nutrientes como el nitrógeno o el fósforo, principales responsables de 

procesos como la eutrofización en cuerpos de agua receptores, ha impulsado la 

adopción de procesos biológicos más avanzados y eficientes (Carrasquero-Ferrer et 

al., 2014; de-Bashan & Bashan, 2010). 

 

7.6. Sistema de Tratamiento por Etapas 

 

Generalmente, las plantas de tratamiento de aguas residuales se estructuran en una 

serie de fases que permiten la eliminación progresiva de contaminantes. Entre estas 

fases se encuentran el pretratamiento, tratamiento primario, tratamiento secundario 

y tratamiento terciario; este último, en muchos casos, es opcional y no siempre se 

aplica en todos los procesos de tratamiento de aguas residuales (Cely-Calixto et al., 

2022; Tuset, 2017). La efectividad del tratamiento también dependerá de 

parámetros ambientales y operativos, como pH, oxígeno disuelto (OD), alcalinidad 

y la relación nitrógeno/fósforo (N/P), los cuales influyen en la actividad 
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microbiana; adicionalmente, de la clasificación de las aguas residuales según su 

origen, ya sea doméstico, industrial, agrícola, etc. (Li & Irvin, 2007; Kishida et al., 

2003). Esto es fundamental para seleccionar el tratamiento más adecuado, 

minimizando riesgos ambientales (ISA, s. f.; Quispe et al., 2020). 

 

7.7. Clasificación de Métodos de Tratamiento de Aguas Residuales. 

 

El tratamiento de aguas residuales constituye un eje fundamental en la gestión 

sostenible de los recursos hídricos. Para ello, se han desarrollado diversos métodos 

que se clasifican en físicos, químicos y biológicos. Mientras los físicos actúan 

mediante separación mecánica o sedimentación, los químicos recurren a reacciones 

químicas para precipitar o neutralizar las sustancias contaminantes y, por último, 

los biológicos emplean organismos vivos que facilitan la eliminación natural de 

nutrientes y sustancias tóxicas; a este último también se lo conoce como 

biorremediación (Alonso Fernández, Palacios Arrieta & Martínez, 2023). 

 

7.7.1. Métodos Físicos 

 

Los tratamientos físicos se usan para separar sólidos en los efluentes. En donde se 

emplean filtros de caucho o de medios granulares, También se usan tanques de 

sedimentación para retener sólidos suspendidos. Este proceso es fundamental en la 
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primera etapa del tratamiento, ya que reduce la cantidad de partículas que pueden 

afectar métodos siguientes (Cripps & Bergheim, 2000; Dolan et al., 2013). 

 

7.7.2. Métodos Químicos 

 

 El tratamiento químico se basa en la aplicación de reactivos como coagulantes, 

floculantes y oxidantes, que permiten precipitar contaminantes y desinfectar el 

agua. Tecnologías como la ósmosis inversa y la nanofiltración han mostrado 

eficacia en la remoción de nutrientes como el fósforo y compuestos nitrogenados, 

aunque sus costos de implementación y mantenimiento suelen ser elevados; 

además, pueden generar subproductos tóxicos que limitan su aplicación a gran 

escala (Qin et al., 2005; Leo et al., 2013). 

 

7.7.3. Métodos Biológicos 

 

Los metodos biológicos, enmarcados en la biorremediación, aprovechan el 

metabolismo de organismos como lo son bacterias, microalgas, hongos, animales y 

plantas para eliminar/reducir contaminantes. Estos tratamientos se consideran más 

sostenibles y económicos que los métodos químicos o convencionales, ya que no 

generan contaminación secundaria y permite la valorización de subproductos  (Shah 

& Shah, 2020). 
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a) Biorremediación Bacteriana: Las bacterias como son las del género 

Bacillus, Pseudomonas y Nitrosomonas desempeñan un papel esencial en 

los ciclos de nitrificación, desnitrificación y amonificación. En particular, 

estas especies contribuyen de manera directa a la reducción de compuestos 

nitrogenados (amonio, nitritos y nitratos), constituyendo una de las 

alternativas más utilizadas en la acuicultura para mejorar la calidad del agua 

y disminuir la toxicidad de los efluentes (Hlordzi et al., 2020; Zokaeifar et 

al., 2014). 

b) Ficorremediación: Este proceso utiliza macroalgas, microalgas y 

cianobacterias para la remoción de nutrientes como nitrógeno y fósforo, 

además de metales pesados, pesticidas e hidrocarburos. Su valor agrefado 

radica en la biomasa generada que puede ser transformada en 

biocombustibles, fertilizantes o alimentos. (Kaloudas et al., 2021). 

c) Micorremediación: Los hongos poseen enzimas ligninolíticas capaces de 

degradar antibióticos y otros compuestos orgánicos complejos. Entre 

especies como Aspergillus niger o Pleurotus ostreatus han mostrado 

eficiencia en la degradación de contaminantes presentes en efluentes 

acuícolas, lo que resulta de gran importancia en la mitigación de la 

resistencia antimicrobiana (Lalitha et al., 2019; Copete-Pertuz et al., 2018). 

d) Fitorremediación: El uso de plantas acuáticas, de especies como 

Phragmites australis, Eichhornia crassipes o Pistia stratiotes, puede 

absorber y acumular contaminantes inorgánicos, que incluye compuestos de 

nitrógeno, fósforo y metales pesados. Los humedales ya sean naturales o 
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artificiales, representan una de las aplicaciones más efectivas en esta técnica 

por su bajo costo y alta eficiencia (Kurade et al., 2021; Gorito et al., 2018). 

e) Consorcios de Bacterias y Microalgas: En los últimos años, se ha 

desarrollado sistemas simbióticos que combinan bacterias y microalgas en 

biopelículas o lodos granulares. Este enfoque mejora la eficiencia de 

remoción de nutrientes y materia orgánica, al aprovechar la producción de 

oxígeno de las algas y el metabolismo bacteriano, optimizando así la 

depuración de aguas residuales (Fan et al., 2021) 

 

7.8. Biorremediación 

 

Uno de los métodos más utilizados en el tratamiento de aguas residuales es la 

biorremediación, la cual implica la utilización de organismos vivos, como bacterias, 

hongos, animales y plantas, que descomponen o degradan sustancias 

contaminantes. Las biotransformaciones de compuestos orgánicos e inorgánicos, 

facilitadas por la actividad metabólica de estos organismos, son procesos 

bioquímicos naturales que tienen lugar en el medio ambiente. La intervención 

humana puede potenciar estos procesos o introducir organismos eficientes para 

lograr un objetivo. La biorremediación puede llevarse a cabo in situ en el lugar 

original de la contaminación, o ex situ, cuando la muestra de contaminada es 

trasladada a otra ubicación para su tratamiento posterior (Rosales, 2017). 
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7.8.1. Ficorremediación 

 

La ficorremediación es el tratamiento de aguas residuales utilizando algas, 

microalgas y cianobacterias, ya que estas pueden eliminar compuestos como 

fosfato, nitrato, metales pesados, pesticidas e hidrocarburos, debido a su capacidad 

de utilizar estos compuestos en su crecimiento y desarrollo, lo que las convierte en 

especies prometedoras para la biorremediación de aguas residuales (Shah & Shah, 

2020). Además, la biomasa puede ser aprovechada para la producción de 

fertilizantes, ácidos grasos, productos terapéuticos, nutracéuticos y como alimento 

para animales (Kaloudas et al., 2021). 

 

En el proceso de ficorremediación, se emplean dos tipos de sistemas para el 

tratamiento de las aguas residuales: sistemas abiertos y cerrados. Los sistemas 

abiertos consisten en tanques naturales o artificiales, que pueden operar sin 

agitación o con agitación. Los tanques sin agitación resultan más económicos y 

fáciles de gestionar, pero son más vulnerables a la depredación de las algas por el 

zooplancton y a la competencia de poblaciones mixtas de algas. Por el contrario, 

los sistemas con agitación ofrecen aireación y, en algunos casos, suplementación de 

CO₂, luz y distribución de nutrientes, lo que favorece el crecimiento de las algas 

(Rosales, 2017). En cuanto a los sistemas cerrados, utilizan fotobiorreactores como 

controladores de factores que influyen en la ficorremediación de las aguas 

residuales. Estos sistemas poseen control de factores abióticos, bióticos, químicos, 
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físicos y mecánicos, resultando más fiables, aunque con un mantenimiento más 

costoso y requisitos de personal capacitado (Kaloudas et al., 2021). 

 

7.9. Cultivo de Microalgas 

 

Un cultivo de microalgas es el proceso mediante el cual se reproducen y mantienen 

poblaciones de microalgas en condiciones artificiales o naturales, con el fin de 

obtener biomasa de interés o realizar estudios experimentales. En este cultivo se 

proporcionan los elementos o condiciones necesarias para su crecimiento; el cultivo 

debe proporcionar los elementos básicos para la fotosíntesis, principalmente agua, 

nutrientes, fuente de luz y dióxido de carbono. También debe contar con recipientes 

o estructuras de contención, dispositivos para agitación y aireación, y equipos de 

monitoreo de parámetros como pH, temperatura y densidad celular (Pástor & Pozo, 

2013). 

 

El diseño del cultivo depende del objetivo de producción. En áreas de investigación, 

se usan sistemas simples y de fácil control, en los que se emplean equipos como 

recipientes pequeños, ya sea matraz Erlenmeyer o botellas transparentes de vidrio. 

Por otro lado, si el objetivo es la producción a gran escala, se emplean sistemas 

abiertos, como estanques de alta tasa, o cerrados, como fotobiorreactores tubulares 

y de panel plano, permitiendo mantener condiciones estables y minimizar la 

contaminación (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 
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7.9.1. Componente de un Cultivo de Microalgas 

 

Independientemente de la escala, los componentes esenciales para un cultivo son 

tres: un medio de cultivo, el cual aporta agua y nutrientes en las concentraciones 

necesarias; un recipiente de cultivo, que debe ser transparente y resistente para 

garantizar la penetración de la luz y soportar procesos de esterilización; y, por 

último, un sistema de suministro de oxígeno, necesario para mantener los niveles 

de oxigenación cuando la densidad es demasiado alta (Pástor & Pozo, 2013). 

 

En un laboratorio se emplean equipos como matraces Erlenmeyer de 250 mL a 5 L, 

frascos de vidrio de borosilicato o recipientes de policarbonato; mientras que, en 

escalas mayores, se utilizan reservorios como tanques o fotobiorreactores 

construidos a partir de acrílico, vidrio o polietileno transparente. El suministro de 

luz puede provenir de tubos fluorescentes, lámparas LED o directamente de la 

radiación solar en el caso de los cultivos masivos de producción (Guevara, 2016). 

El uso de equipos de medición y control es indispensable: el seguimiento del 

crecimiento celular se realiza mediante conteos usando la cámara de Neubauer o 

mediciones de densidad óptica. El pH y la temperatura se monitorean 

constantemente, ya que una variación extrema puede afectar el crecimiento o 

incluso frenarlo. Para evitar contaminación, se requiere esterilización mediante el 

uso de autoclave. En sistemas experimentales también se incorporan sensores y 
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controladores automáticos que permiten regular de manera continua la aireación, 

nutrientes y el fotoperiodo; este último puede ser controlado usando un 

temporizador (Guevara, 2016). 

 

7.10.  Parámetros de un Cultivo de Microalgas 

 

7.10.1. Luz 

 

La luz es un factor primario y esencial en la fotosíntesis, condicionando 

directamente la tasa de crecimiento. El efecto dependerá de tres variables: la 

intensidad, la calidad espectral y el fotoperiodo. Una intensidad lumínica 

insuficiente limita la fotosíntesis, mientras que una en exceso ocasiona estrés y 

fotoinhibición, dañando la célula. Respecto a la calidad espectral, las longitudes de 

onda azul (400–500 nm) y roja (600–700 nm) son las más eficientes para estimular 

la fotosíntesis. Por último, los fotoperiodos de 12:12 o 16:8 horas de luz:oscuridad 

resultan adecuados para el cultivo, dependiendo de cada especie, pues permiten a 

las células alternar entre procesos fotosintéticos y metabólicos de recuperación 

(Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 
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7.10.2. Temperatura 

 

La temperatura es uno de los parámetros que influye directamente en la actividad 

enzimática y en la fluidez de las membranas celulares. La mayoría de las especies 

cultivadas en laboratorio se desarrollan entre 16 y 30 °C, pero los rangos óptimos 

se encuentran entre 18 a 27 °C. Variaciones por encima de 35 °C suelen ser letal 

afectando su tasa de crecimiento y supervivencia (Pástor & Pozo, 2013). 

 

7.10.3. pH 

 

El pH regula la forma química del carbono inorgánico disuelto y la eficiencia de la 

fotosíntesis. Muchas especies de agua dulce prosperan en valores cercanos a un pH 

de 8, aunque cada microalga tiene sus rangos específicos. En cultivos de alta 

intensidad el consumo rápido del CO2 puede elevar el pH hasta niveles que afectan 

la solubilidad de nutrientes como el fósforo (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 

 

7.10.4. Nutrientes 

 

En el agua deben existir ciertos nutrientes que promuevan el crecimiento de las 

microalgas; entre ellas, el nitrógeno y el fósforo son los más relevantes para el 

crecimiento. El nitrógeno, se representado en nitrato o amonio, participa en la 
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síntesis de proteínas y pigmentos. Una limitación de este nutriente induce a la 

acumulación de lípidos, lo cual puede ser ventajoso para la producción de 

biocombustibles, aunque reduce el crecimiento poblacional. El fósforo es 

indispensable para la formación de ácidos nucleicos y fosfolípidos, su escasez 

limita la división celular. Otros nutrientes esenciales incluyen potasio, magnesio, 

hierro y oligoelementos, además de vitaminas específicas que ciertas especies 

requieren para crecer (Pástor & Pozo, 2013). 

 

7.10.5. Agitación y Transferencia de Gases. 

 

El movimiento del cultivo es necesario para evitar la sedimentación, mejorar la 

distribución de nutrientes y asegurar que las células roten entre zonas iluminadas y 

sombreadas, reduciendo la fotoinhibición. En los laboratorios, la agitación se logra 

mediante aireadores o burbujeo de aire; mientras que, en tanques abiertos, se 

emplean ruedas de paleta. El movimiento también facilita la transferencia de 

oxígeno y dióxido de carbono, lo que optimiza el intercambio gaseoso en la 

interfase aire-líquido (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 
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7.10.6. Contaminación y Depredadores 

 

En los sistemas abiertos, como tanques o cultivos masivos, puede haber 

proliferación de microorganismos competidores y presencia de zooplancton, lo que 

puede ocasionar pérdidas significativas. Mientras que, en sistemas cerrados, la 

contaminación proviene generalmente de bacterias resistentes al proceso de 

esterilización o de un mal filtrado del agua que se utiliza. Para minimizar estos 

riesgos, se recomienda trabajar en condiciones axénicas en laboratorio, usar un 

filtro adecuado para evitar el paso de otros microorganismos, utilizar aire filtrado y 

mantener controles de inoculación (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 

 

7.11. Tipos de Sistemas de Cultivo 

 

7.11.1. Sistemas Abiertos 

 

Los sistemas abiertos son los más antiguos y de menor costo. Se caracterizan por 

emplear estanques poco profundos, generalmente de forma circular o en canales 

tipo raceway, los cuales se mezclan mediante ruedas de paleta. Su principal ventaja 

es la simplicidad constructiva y la posibilidad de cultivar grandes volúmenes con 

bajo costo. Sin embargo, presenta limitaciones significativas en el control de 
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parámetros ambientales y contaminación del cultivo, además se requiere de 

extensas áreas de terreno (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 

 

7.11.2. Sistemas Cerrados 

 

Los sistemas cerrados o fotobiorreactores permiten mantener un control más 

estricto de las condiciones de cultivo. Los diseños más comunes son tubulares y de 

panel plano, fabricados en materiales transparentes como el vidrio, lo que permite 

el paso de la luz. Sus ventajas incluyen la reducción de contaminaciones, un mayor 

control de parámetros como el pH y los nutrientes, y la posibilidad de obtener 

cultivos casi axénicos. No obstante, requieren una inversión inicial más elevada, 

sistemas de enfriamiento o calentamiento y presentan dificultades técnicas en su 

escalado a nivel industrial (Hernández-Pérez & Labbé, 2014). 

 

7.11.3. Régimen Operativo 

 

Los cultivos pueden ser continuos, discontinuos o semicontinuos. El cultivo 

continuo se basa en el suministro constante de nutrientes y la extracción simultánea 

de biomasa, manteniendo la población en fase exponencial de crecimiento, lo cual 

permite obtener un flujo continuo de producto, aunque exige una infraestructura 

más sofisticada. El cultivo semicontinuo, en cambio, implica la extracción periódica 
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de parte del volumen, que se reemplaza con medio fresco, prolongando así el tiempo 

de operación. Finalmente, el cultivo discontinuo, o cultivo batch, consiste en 

inocular un volumen fijo de medio nutritivo y mantenerlo sin entradas ni salidas 

hasta agotar los recursos, momento en el cual se cosecha la biomasa (Pástor & Pozo, 

2013). 

 

7.12. Cultivo Discontinuo (batch) 

 

El cultivo discontinuo es la modalidad más utilizada en laboratorios e 

investigaciones básicas. Consiste en un sistema cerrado en el cual las microalgas 

crecen dentro de un volumen limitado de medio de cultivo, sin agregar nutrientes 

durante el proceso. El cultivo consiste en una serie de etapas en las que el cultivo 

va pasando de un reservorio a otro, aumentando su volumen y, por ende, la densidad 

microalgal; estas etapas pueden dividirse en tubos de ensayo, matraz Erlenmeyer 

de 100, 250, 1000 hasta 2000 mL de capacidad (Figura 1). El ciclo de cultivo 

finaliza ya sea por la falta de nutrientes o de espacio debido al aumento de la 

densidad, lo que genera que su crecimiento se ralentice, provocando lo que se 

conoce como fase de declive o fase de muerte (Pástor & Pozo, 2013).  
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Figura 1  

Etapas en un sistema discontinuo o batch 

 

 

Tabla 1  

Descripción de las fases de crecimiento en un cultivo discontinuo/Batch 

Fase Crecimiento 
Tasa de 

Crecimiento 
Descripción 

1 Lag Cero 
Las células se ajustan al nuevo medio, 

mediante adaptación fisiológica 

2 Aceleración Crecimiento 
Aumentan progresivamente la división 

celular 

3 Exponencial Constante 
Representa el periodo de mayor interés 

productivo 

4 Retraso Decreciente 
Causada por la reducción de nutrientes 

y cambios en el pH 

5 Estacionaria Cero 
La tasa de división celular se equilibra 

con la mortalidad 

6 Declive Negativo 
Caracterizada por el predominio de la 

mortalidad celular 

Nota. Adaptado de Cognita. (2023), con modificaciones propias 
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Figura 2  

Fases del cultivo de las microalgas. 

 
Nota Tomado de Cognita. (2023). Modos de cultivo de las microalgas. 

 

7.12.1. Ventajas, Limitaciones, y Aplicaciones 

 

Entre las principales ventajas del cultivo discontinuo se destacan su bajo costo, la 

facilidad de implementación y su utilidad para evaluar parámetros fisiológicos y 

cinéticos de crecimiento, tales como la tasa específica de crecimiento y el tiempo 

generacional. Pese a estas ventajas, presenta también claras desventajas, como la 

necesidad de reiniciar periódicamente los cultivos, la baja productividad sostenida 

en comparación con sistemas continuos y la susceptibilidad a la contaminación 

durante las primeras fases (Pástor & Pozo, 2013). En cuanto a las aplicaciones, es 

utilizado en el ámbito académico y experimental. Se emplea en la determinación de 

curvas de crecimiento, la evaluación de parámetros ambientales como pH, 
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intensidad lumínica y disponibilidad de nutrientes, así como en ensayos de 

acumulación de metabolitos de interés. Su simplicidad lo convierte en el punto de 

partida ideal para investigaciones previas a la implementación de sistemas 

semicontinuos o continuos a mayor escala (Verdugo, 2016; Pástor & Pozo, 2013). 

 

7.13. Características Generales de las Microalgas. 

 

Las microalgas son microorganismos fotosintéticos que incluyen tanto organismos 

eucariotas unicelulares o multicelulares, autótrofos, heterótrofos o mixotróficos, así 

como procariotas en el caso de las cianobacterias. Poseen presencia de flagelo o 

ausencia de este durante alguna etapa de su ciclo. (Montaño, 2015). Se distribuyen 

en una gran diversidad de hábitats acuáticos, tanto en aguas dulces hasta ambientes 

marino, salinos y extremos, desempeñando un papel importante en el ciclo global 

del carbono y en las redes tróficas acuáticas. Aproximadamente se tiene que las 

microalgas contribuyen con el 50% de la producción primaria mundial de carbono 

orgánico, adicionalmente de participar activamente en los ciclos biogeoquímicos 

del nitrógeno y otros nutrientes. (Borowitzka, 2018). Taxonómicamente se agrupan 

diversos linajes que abarcan múltiples filos como son las Cyanophyceae 

(cianobacterias), Bacillariophyceae (diatomeas), Dinophyceae (dinoflagelados), 

Cryptophyceae, Haptophyceae, Euglenophyceae. Así como también de numerosas 

clases de algas verdes conocidas como Chlorophyta (Montaño, 2015). 
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7.13.1. Generalidades del filo Chlorophyta. 

 

Las microalgas clorofitas pertenecen al filo Chlorophyta, microalgas verdes que se 

caracterizan por poseer clorofila a y b como pigmentos principales, así como por 

almacenar almidón en el interior de sus cloroplastos como sustancia de reserva. Sus 

cloroplastos están rodeados por dos membranas y, en algunos casos, presentan 

tilacoides apilados (Borowitzka, 2018). Muestra una notable diversidad 

morfológica, siendo unicelulares, coloniales, o filamentosas. Están presentes tanto 

en ambientes marino como en agua dulce, y abarcan clases de relevancia 

biotecnológica como Trebuxiophyceae, Chlorophyceae y Chlorodendrophyceae. 

Entre estas están presentes varios géneros como Chlorella, utilizada en la 

producción de suplementos alimenticios y tratamiento de aguas, y Tetraselmis, 

empleada ampliamente como alimento en acuicultura y perfil nutricional (Núñez, 

2024) (Andreotti, 2019). 

 

7.14. Generalidades del Género Chlorella 

 

El género Chlorella, corresponde a microalgas verdes del filo Chlorophyta y a la 

clase Trebouxiophyceae. Las células de este grupo son unicelulares, redondeadas, 

subesféricas o elipsoidales y pueden existir solas o formar colonias de hasta 64 

células. De la misma forma, pueden presentar o no mucilago envolvente (Okoro et 

al., 2019). 
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7.14.1. Clasificación Taxonómica 

 

Figura 3  

Microalga del género Chlorella 

Nota Foto obtenida de Algatex Biotechnology; https://www.microalgas.algatex.org/chlorella-

vulgaris/ 

 

Reino: Plantae 

   Filo: Chlorophyta 

    Clase: Trebouxiophyceae 

      Orden: Chlorellales 

        Familia: Chlorellaceae 

          Género: Chlorella (Beijerinck, 1890) 
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7.14.2. Morfología de Chlorella 

 

Las células del género Chlorella presentan un tamaño pequeño, entre 2 y 10 µm de 

diámetro, y carecen de flagelo, lo que las distingue como formas no móviles. Su 

pigmentación fotosintética incluye clorofila a y b, las cuales residen en un 

cloroplasto parietal único que contiene un pirenoide rodeado de gránulos de 

almidón. Su reproducción sucede mediante autosporulacion; el contenido celular se 

divide en varias autosporas que maduran y son liberadas tras romperse la pared 

parental (Okoro et al., 2019). 

 

7.15. Generalidades del Género Tetraselmis 

 

El género Tetraselmis. Descrito por F.Stein en 1878, agrupa microalgas verdes 

unicelulares que poseen un flagelo, lo que les permiten movilidad en el medio. 

Algunas especies pueden formar quistes con paredes gruesas en etapa vegetativa, 

los cuales germinan dividiéndose en cuatro células (Borowitzka, 2018). 
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7.15.1. Clasificación Taxonómica 

 

Figura 4  

Microalga del generó Tetraselmis 

Nota. Foto obtenida de Wingerter, 2017; 

https://www.algaebarn.com/blog/phytoplankton/tetraselmis-the-big-and-fatty-alga/ 

Reino: Plantae 

   Filo: Chlorophyta 

    Clase: Chlorodendrophyceae 

      Orden: Chlorodendrales 

        Familia: Chlorodendraceae 

          Género: Tetraselmis (Stein, 1878). 
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7.15.2. Morfología de Tetraselmis 

 

Presenta células de formas variadas como pueden ser esféricas, elípticas, aplanadas 

o combinadas entre sí, su tamaño oscila entre 3,5 y 25 µm. Posee cuatro flagelos de 

igual longitud, los cuales emergen en pares desde una depresión apical, lo que les 

ayuda en la motilidad activa en el medio acuático. Internamente incluye un 

cloroplasto principal de forma lobulada que ocupa gran parte del citoplasma y 

contiene pirenoide central (Borowitzka, 2018). 

 

7.16. Inmovilización de Microalgas 

 

La inmovilización de microorganismos es una estrategia biotecnológica que se 

remonta a más de cuatro décadas, cuando surgió como una herramienta para 

estabilizar células en distintos procesos industriales, principalmente en la 

producción de metabolitos y en la biocatálisis enzimática (Tampion & Tampion, 

1987, citado en de-Bashan & Bashan, 2010). En el caso de las microalgas, esta 

técnica comenzó a ganar relevancia a partir de los años ochenta, cuando de la Noüe 

y colaboradores en Canadá propusieron su uso en el tratamiento de aguas residuales, 

introduciendo el concepto de “algas inmovilizadas” como alternativa para superar 

las limitaciones de cultivo en suspensión (Chevalier & de la Noüe, 1985; de la Noüe 

& de Pauw, 1988). 
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El alginato de sodio se consolidó como el polímero de preferencia para la 

inmovilización de células microalgales, debido a su origen natural, bajo costo, 

inocuidad, facilidad de gelificación en presencia con iones de calcio y alta 

porosidad (de-Bashan & Bashan, 2010). Por ello, la encapsulación en alginato ha 

sido aplicado no solo en el ámbito ambienta, sino también en farmacología, 

biotecnología agrícola y producción de compuestos de valor agregado. Esta técnica, 

conocida también como encapsulación o atrapamiento en perlas de polímero, 

resulto de gran aprovechamiento de las microalgas, al resolver el problema de la 

recolección de biomasa y al mismo tiempo mejorara la eficiencia en la remoción de 

contaminantes de agua. 

 

7.16.1. Proceso de Inmovilización de Microalgas 

 

El proceso para inmovilizar mediante el uso de alginato consiste en mezclar una 

suspensión de células microalgales con una solución de alginato de sodio, para 

posteriormente depositarlo en forma de goteo sobre una solución de Cloruro de 

calcio (CaCl2). El contacto con los iones calcio produce una gelificación inmediata 

que origina microesferas o perlas esféricas, dentro de las cuales las células quedan 

atrapadas, pero metabólicamente activas (de-Bashan & Bashan, 2010). Esta técnica 

constituye una forma de “inmovilización activa”, ya que implica intervención 

artificial mediante el uso de agentes gelificantes (Cohen, 2001; Moreno-Garrido, 

2008). 
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Cuando una solución acuosa de alginato de sodio que contiene microalgas se gotea 

sobre una solución de cloruro de calcio (CaCl₂), ocurre una reacción de reticulación 

iónica. Los iones Ca²⁺ reemplazan a los iones Na⁺ asociados a los grupos 

carboxilato, generando enlaces entre cadenas poliméricas adyacentes. 

2 (Alg-COO- Na+) + CaCl2 = (Alg-COO-)2Ca2+ + 2 NaCl 

Donde: 

• Alg-COO- representa el grupo carboxilato del alginato 

• (Alg-COO-)2Ca2+ corresponde a la unión iónica entres dos cadenas de 

alginato mediante Ca2+ 

 

La calidad y dureza depende de variables como la concentración de alginato, la 

densidad celular inicial, la viscosidad de la solución y el tiempo de exposición a los 

iones de calcio. La estructura final del gel determina factores críticos como la 

porosidad, la resistencia mecánica y la capacidad de difusión de nutrientes y 

contaminantes hacia el interior de la perla (Han, Zhang, & Ho, 2023). Una de las 

principales ventajas de este método radica en que permite mantener densidades 

celulares elevadas dentro de un espacio reducido, facilitando la reutilización del 

sistema y reduciendo la necesidad de cosecha de biomasa. 
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7.16.2. Interacción Entre Agua Residual, Perla de Alginato y 

Microalga 

 

El funcionamiento de las perlas de alginato con microalgas inmovilizada se basa en 

un sistema de intercambio y retención de contaminantes dentro de una matriz 

porosa (Figura 5). Cuando el agua residual entra en contacto con las perlas, sus 

compuestos difunden a través de los poros del gel y llegan hasta las células 

microalgales atrapadas en el interior. Allí, los nutrientes como nitrógeno y fosforo 

son asimilados metabólicamente y transformados en biomasa celular, mientras 

algunos contaminantes orgánicos e inorgánicos pueden ser adsorbidos o 

transformados en formas menos toxicas (de-Bashan & Bashan, 2010; Han et al., 

2023). Este micro ecosistema controlado, que algunos autores comparan con los 

biofilms naturales (Han et al., 2023), permite que las microalgas mantengan su 

actividad fotosintética y metabólica durante periodos prolongados, al tiempo que se 

facilita el proceso de sedimentación y separación de las perlas del efluente tratado, 

eliminando la necesidad de operaciones costosas como centrifugación o filtración. 
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Figura 5  

Procesos intracelulares de Nitrógeno y Fósforo en microalgas inmovilizadas 

aplicadas al tratamiento de aguas residuales 

 
Nota. Adaptado de Han, M., Zhang, C. & Ho, S.-H. (2023), con modificaciones propias. 

Abreviaturas: P, fósforo; Pi, fosfato inorgánico; ADN, ácido desoxirribonucleico; ADP, adenosín 

difosfato; ATP, adenosín trifosfato; NH₄⁺, ion amonio; NADH, nicotinamida adenina  dinucleótido 

reducido; NADPH, nicotinamida adenina dinucleótido fosfato reducido; Fd, ferredoxina; GS, 

glutamina sintetasa; GOGAT, glutamato sintasa; GO, glutamato oxidasa; IDH, isocitrato 

deshidrogenasa; CO₂, dióxido de carbono. Colores: A (nitrógeno) = rosado; B (fósforo) = celeste. 



39 
 

7.16.3. Beneficios de las Perlas de Alginato 

 

Ofrecen una variedad de ventajas tanto técnicas como económicas frente a los 

sistemas de cultivo en suspensión. En primer lugar, resuelve uno de los principales 

problemas de la biotecnología con microalgas: la cosecha de biomasa. Al concentrar 

las células en una matriz sólida y fácilmente separable, se eliminan los altos costos 

asociados a centrifugación, filtración o floculación (Han et al., 2023). En segundo 

lugar, la inmovilización permite trabajar en densidades celulares más elevadas, lo 

que incrementa su efectividad en la reducción de compuestos contaminantes y 

acelera los tiempos de tratamientos (de-Bashan & Bashan, 2010). Además, se ha 

confirmado que las microalgas inmovilizadas, al estar recubiertas por el alginato, 

poseen una mayor resistencia a condiciones ambientales adversas, como son las 

variaciones de pH, temperatura y presencia de compuestos tóxicos (Wang et al., 

2020, citado en Han et al., 2023). 
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8. MARCO METODOLÓGICO 

 

8.1.  Tipo de Investigación 

 

Se trata de una investigación de tipo cuantitativa y experimental, en donde se orienta 

a la recolección de datos numéricos, como los porcentajes de reducción de 

nutrientes, sometidos a análisis estadísticos para determinar su significancia. 

También, implica la manipulación de variables controladas, como son la proporción 

de alginato:microalga y el número de perlas utilizadas. 

 

8.2.  Área De Recolección de Muestras. 

 

Las muestras de agua residual para el estudio de la remoción de nitratos, nitritos y 

fosfatos serán recolectadas en la desembocadura situada en la provincia de Santa 

Elena, cantón Salinas - "La Chueca", con coordenadas 2°13'28"S 80°58'15"W 

(Figura 6).  
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Figura 6  

Área de recolección de muestras "La Chueca - Salinas - Santa Elena" 

 

Nota:  El triángulo verde muestra el área donde se ubica la poza al final de la desembocadura y 

donde se recolectaron las muestras. 

 

8.3. Calidad admisible de agua marina. 

 

En la Tabla 2 se observa que de acuerdo con el Libro VI del Texto Unificado de 

Legislación Secundaria del Ministerio del Ambiente sobre la Norma de Calidad 

Ambiental y de Descarga de Efluentes al Recurso Agua, las concentraciones 

permitidas en efluentes que desembocan en estuarios o aguas marinas son de hasta 

200 mg/L para nitratos y 0 mg/L para nitritos. En cuanto a los fosfatos, Hanna 
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Instruments (2021) y Maza (2017) establece que el rango ideal es de 0,01 a 0,03 

mg/L. Mientras que en el caso del agua marina Pesantes & Pérez en 1993, afirmaron 

que la concentración en el mar de la costa ecuatoriana poseía concentraciones de 

nitrito que oscilaban valores de 0,1 a 0,6 µg/L. Por otro lado, DHN en 2021 presento 

que las concentraciones de nitrato y fosfato en las costas peruanas oscilaban entre 

< 1mg/L y 0,3 mg/L respectivamente. 

 

Tabla 2  

Parámetros fisicoquímicos (pH, Salinidad, Temperatura, Fosfato, Nitrato, Nitrito) 

del TULSMA y el Agua Marina. 

Parámetro Unidad LMP – vertido al mar Agua de mar natural 

pH - 6,5 – 9,5 7,8 – 8,2 

Salinidad ups 35 30 – 35 

Temperatura °C <35 - 

Nitrito (NO2) µg/L 1000 0,1 – 0,6  

Nitrato (NO3) mg/L 200  <1 

Fosfato (PO4) mg/L 10  0,3 

Nota. * Límites Máximos Permisibles – vertido al mar (Ministerio del Ambiente del Ecuador, 

2015 - TULSMA – Tabla 13)  
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8.4. Trabajo de Campo 

 

8.4.1. Toma de Muestras de las Aguas Residuales. 

 

Para la recolección de muestras del cuerpo de agua se siguió la Norma Técnica 

Ecuatoriana NTE INEN 2169:2013 sobre calidad del agua, muestreo, manejo y 

conservación de muestras (INEN, 2013). Las muestras fueron tomadas cada 15 días, 

considerando tres muestreos para la primera fase experimental en la que se 

emplearon únicamente botellas y cuatro muestreos para la segunda fase 

experimental en la que se utilizaron peceras, cada uno con tres réplicas. En la 

primera fase, las muestras se recolectaron en frascos de polipropileno previamente 

esterilizados, lo que garantizó la ausencia de contaminantes externos. La toma se 

realizó en sentido horizontal y en dirección contraria al flujo del canal, con el 

propósito de minimizar la introducción de aire en la muestra. Posteriormente, los 

frascos fueron sellados herméticamente para evitar alteraciones en el contenido y 

se conservaron en una caja térmica, manteniendo una temperatura entre 2 °C y 5 °C 

durante el traslado al laboratorio (INEN, 2013). En la segunda fase experimental se 

utilizaron fundas larveras con el fin de transportar un mayor volumen de agua al 

laboratorio para el análisis de nutrientes. 
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8.4.2. Registro de parámetros fisicoquímicos. 

 

Se registraron los parámetros fisicoquímicos del agua, siendo específicos, la 

temperatura, salinidad, pH, fosfato, nitrato y nitrito. Las mediciones se realizaron 

in situ con el fin de asegurar la precisión de los valores y evitar posibles alteraciones 

durante el transporte de las muestras. La temperatura y el pH fueron determinados 

mediante el uso de un medidor multiparámetros de la marca Hanna, mientras que 

la salinidad se obtuvo utilizando un refractómetro, por ultimo los nutrientes como 

fosfato, nitrato y nitrito se obtuvieron mediante los análisis en un Fotómetro 

HI97105 marca Hanna, los análisis se realizaron en el laboratorio transportando las 

muestras en refrigeración. 

 

8.5. Trabajo De Laboratorio. 

 

8.5.1. Análisis de nitrato, nitrito y fosfatos por métodos fotométricos. 

 

Nitrato: Para el análisis de nitrato primero se recogió una muestra de agua, esta a 

su vez fue filtrada para la eliminación de cualquier sólido o microorganismo, una 

vez filtrada la muestra se recolectó y añadió 7 mL del agua en la cubeta del equipo, 

se adicionó también 4 mL de HI781A-0 junto al sobre HI781B-0 del reactivo 

Nitrato LR, posteriormente se agitó vigorosamente durante 1 minuto hasta que la 

muestra tomara una coloración azulada, posteriormente la muestra se recolectó con 
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una jeringa de 10 mL y se usó un soporte de filtro en donde se colocó un filtro de 2 

micras para eliminar los residuos del sobre HI781B-0, una vez filtrada, el agua tomó 

una coloración cristalina, que después se colocó en el fotómetro para hacer el zero 

o prueba en blanco mediante la opción “Zero”, una vez hecho esto se retiró la cubeta 

y se adicionó el sobre HI781C-0, este se agitó vigorosamente durante 2 minutos 

hasta que se homogeneizó, una vez pasado este tiempo se colocó la cubeta en el 

equipo, empezando el análisis, este duro un tiempo de 8 minutos que al terminar se 

obtuvo el resultado en ppm (Hanna Instruments, 2021).  

 

Nitrito: Para el análisis del nitrito, se recogió una muestra de agua, se pasó por 

filtración para eliminar cualquier sólido o microorganismo posteriormente se llenó 

la cubeta del equipo con 10 mL, la cubeta fue colocada en el equipo para la 

elaboración del análisis en blanco y posteriormente se retiró la cubeta del equipo 

para añadir el sobre HI764-25 Reactivo Nitrito ULR, una vez adicionado el reactivo 

se agitó suavemente durante 15 segundos de forma que se disuelva y homogeneice 

el reactivo con la muestra de agua, se colocó la cubeta nuevamente en el fotómetro 

y se selecciona la opción de análisis, el cual tiene un tiempo estimado de 15 

minutos, al final se obtiene el resultado en ppm (Hanna Instruments, 2021). 

 

Fosfato: Para el análisis del fosfato, se recolectó 10 mL del agua a analizar y se 

filtró para eliminar cualquier sustancia que pueda interferir en el análisis, los 10 mL 

fueron colocados en la cubeta del fotómetro y se colocó la cubeta en el equipo para 
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hacer el blanco de la muestra, posteriormente se retiró la cubeta y se adicionó el 

sobre HI774-0 del Reactivo de Fosfato ULR, se agitó durante 2 minutos de forma 

suave sin generar burbujas, después de este tiempo se colocó la cubeta en el equipo 

y se hizo el análisis el cual duro 3 minutos, al final se obtuvo el resultado en ppm 

(Hanna Instruments, 2021). 

 

8.5.2. Cultivo Discontinuo o Batch. 

 

Para el cultivo de microalgas se empleó un método discontinuo, también conocido 

como método batch en donde se cultiva en diferentes fases, aumentando el volumen 

de agua de forma que la densidad de microalgas también aumenta con forme pasan 

los días, como se observa en la Figura 7 (Pástor & Pozo, 2013). 
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Figura 7  

Cultivo de microalgas siguiendo el modelo discontinuo/Batch hasta matraces de 

2000 mL. 

 

 

8.5.3. Preparación del medio guillar f/2 para Chlorella sp. y Tetraselmis sp. 

 

Para el cultivo de Chlorella sp. y Tetraselmis sp. se aplicó un medio de cultivo 

Guillar F/2 de Guillard & Ryther ; 1962. El cual fue modificado para cultivar estas 

cepas, omitiendo la solución de metasilicato que afecta el crecimiento de las 

microalgas clorophytas, las concentraciones de estas soluciones se observan en la 

Tabla 3, mientras que en la Tabla 4, se observa el contenido de los metales traza (*). 
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Tabla 3  

Medio F/2 modificado a partir de Guillard & Ryther, 1962; Guillard, 1975. 

 Componentes Cantidad (ppm) 

Solución 1 Tripolifosfato 6500 

 Nitrato de sodio 65000 

Solución 2 EDTA disodium 4500 

 Metales Traza (*) 750 

 Cloruro férrico 750 

Solución 3 Vitamina B 150 

 Vitamina B12 500 

 Biotina 150 

 

Tabla 4  

Medio F/2: Contenido de metales trazas. 

Metales Cantidad (ppm) 

CoCl2· 6H2O 5000 

CuSO4· 5H2O 9000 

MnCl2· 4H2O 90000 

ZnSO4· 7H2O 12500 

Na2MnO4.2H2O 6000 

Nota. CoCl2: Cloruro de cobalto, CuSO4: Sulfato de cobre, MnCl2: Cloruro de manganeso, 

ZnSO4: Sulfato de zinc, Na2MnO4: Manganato de sodio. 
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8.6. Preparación del Sistema de Cultivo. 

 

Las cepas madre de Chlorella sp. y Tetraselmis sp. fueron obtenidas del CENAIM. 

A partir de ellas se generaron subcepas mediante cultivos en placas Petri y tubos de 

ensayo, utilizando diluciones seriadas con el fin de mantener los cultivos lo más 

puros posible, sin presencia de bacterias u hongos. Las cepas madre se conservaron 

en refrigeración, con el propósito de preservarlas intactas ante eventuales 

contingencias o pérdidas futuras (Foo et al., 2023). 

 

8.6.1. Dilución de la cepa madre 

 

A partir de la cepa madre se realizó una dilución (Figura 8), esto idealmente se 

empleó para minimizar la proliferación de posibles microorganismos como 

bacterias u hongos al momento de sembrar en el agar, para ello se utilizó una 

dilución 1:9 , para el primer tubo de ensayo se colocó 1 mL de la cepa madre y 9 

mL del medio de cultivo. Este medio se preparó con agua de mar filtrada y nutrida 

con 1 mL de la solución 1, solución 2 y 0,15 mL de la solución 3, esto para elaborar 

1 L de medio enriquecido, para los posteriores tubos se extrajo 1 mL del primer 

tubo y se lo colocó en 9 mL del medio de cultivo, esto sucesivamente hasta un total 

de 5 tubos por cepa (Sandoval Herrera., Malo Malo., Caragena Arévalo., Rubio 

Fernández. 2018). 
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Figura 8  

Dilución seriada para cultivo de microalgas. 

 

8.6.2. Preparación de agar 

 

Para la elaboración del agar destinado al cultivo de las subcepas se empleó el agar 

Bacto-Agar, un medio simple que permite el crecimiento de una amplia variedad 

de microorganismos. El medio de cultivo se preparó con 200 mL de agua de mar 

filtrada, a la que se adiciono 1 mL de las soluciones 1 y 2, y 0,25 mL de la solución 

3. Posteriormente, se incorporaron 4 g de agar y la mezcla se homogeneizó durante 

cinco minutos hasta reducir la mayor cantidad de grumos. Una vez homogenizada, 

la preparación se sometió a calentamiento en una hornilla a una temperatura de 121 

°C, hasta lograr la completa disolución del agar y la formación de espuma, la cual 

ascendió tres veces. Finalmente, el medio se dejó enfriar hasta una temperatura de 



51 
 

45 °C y 55 °C, con el propósito de evitar inconvenientes al momento de plaqueo 

(Tenorio et al., 2018). 

 

8.6.3. Siembra en agar 

 

Para el vertido del agar en las cajas Petri se empleó una cámara de flujo laminar y 

se encendió un mechero Bunsen, con el fin de generar una barrera térmica que 

eliminara posibles contaminantes. Una vez garantizadas las condiciones de 

esterilidad, el medio se distribuyó en las cajas Petri, colocando 20 mL de agar en 

cada una, lo que permitió obtener un total de diez cajas Petri con agar, de las cuales 

cinco fueron a Chlorella y otras cinco a Tetraselmis. Posteriormente, las cajas se 

dejaron enfriar sin tapa dentro de la cámara de flujo laminar, durante un lapso 

aproximado treinta minutos a una hora, hasta que el agar solidificara y alcanzara 

una temperatura adecuada para la siembra (25 °C – 32 °C). En cada caja se 

depositaron dos gotas provenientes de los tubos diluidos y se efectuó una Siembra 

por Extensión en Superficie con un asa de vidrio, previamente esterilizada en el 

mechero antes de cada uso (Tenorio et al., 2018). Cada caja Petri fue rotulada con 

la cepa inoculada y su respectiva dilución, obteniéndose cinco series 

correspondientes a 10E-1, 10E-2, 10E-3, 10E-4, 10E-5. Finalmente, las cajas se 

mantuvieron bajo condiciones establecidas en la Tabla 5, con fotoperiodo de 12:12 

horas luz - oscuridad, durante un periodo de siete días, a fin de favorecer el 

crecimiento de las colonias en el agar. 
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Tabla 5  

Parámetros ideales para cultivo de microalgas (Torrentera. et al. 1989). 

Parámetros Rango optimo 

Temperatura 18 – 22 °C 

Iluminación 13.5 µmol/m2/seg (2,000 – 4,000 lux) 

Salinidad 37 ups 

pH 7 – 8.5 

 

8.6.4. Siembra en tubos 

 

Una vez obtenidas las colonias en el agar, estas fueron evaluadas tanto a nivel 

macroscópico y microscópico, con el propósito de seleccionar las de mejor 

desarrollo y verificar que no presentaran contaminación por otros microorganismos. 

Las colonias seleccionadas se recolectaron utilizando un asa de inoculación, la cual, 

se esterilizaba previamente al pasarla por la flama del mechero, a fin de evitar 

cualquier riesgo de contaminación. Posteriormente, cada colonia fue transferida a 

tubos de ensayo que contenían 10 mL de agua de mar enriquecida con el medio de 

Guillard F/2, obteniéndose así un total de diez tubos por cada cepa cultivada. Cada 

tubo fue etiquetado y mantenido durante tres días para su crecimiento. En cuanto a 

los parámetros de cultivo aplicados, estos fueron los mismo que se habían empleado 

en la preparación del agar (Vásquez. & Chávez. 2010; Tenorio et al., 2018). 
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8.6.5. Cultivo en Matraz Erlenmeyer 

 

Para el cultivo en matraz se emplearon recipientes de 250 mL, en los cuales se 

utilizó una relación de 1:9, es decir, 10 mL del inoculo procedente del tubo de 

cultivo tras tres días de crecimiento y 90 mL del medio de cultivo. Estos matrases 

se mantuvieron bajo un fotoperiodo de 12:12 horas luz-oscuridad durante un 

periodo de tres días, siguiendo los parámetros establecidos en la Tabla 3 (Sandoval 

Herrera., Malo Malo., Caragena Arévalo., Rubio Fernández. 2018). También, se 

utilizaron recipientes de 2 L con la misma proporción 1:9, incorporando 100 mL 

proveniente de los matraces de 250 mL y 900 mL del medio de cultivo. Se 

mantuvieron en condiciones de luz-oscuridad durante diez días, con el propósito de 

determinar la curva de crecimiento y establecer el punto en el cual las microalgas 

alcanzaron su fase estacionaria (Vásquez. & Chávez. 2010). 

 

8.7.Cuantificación de Microalgas Mediante Cámara Neubauer 

 

La cuantificación de la densidad celular de los cultivos de Chlorella y Tetraselmis 

se realizó mediante el uso de una cámara Neubauer, con el propósito de monitorear 

el crecimiento poblacional y determinar el inicio de la fase estacionaria. Para ello, 

las muestras fueron homogeneizadas suavemente. Posteriormente se tomó una 

muestra utilizando una pipeta Pasteur. Dicha muestra se depositó en la cámara, la 

cual había sido cubierta previamente con un cubreobjetos, procurando evitar la 
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formación de burbujas o desbordes (Pástor & Pozo, 2013). En el caso particular de 

las muestras de Tetraselmis, se empleó Lugol 2% con el fin de al fijarlas y prevenir 

inconvenientes durante la cuantificación de las microalgas. Para el recuento celular 

se consideraron los cuatro cuadros grandes de 1mm2 situados en la esquina de la 

cámara (Arredondo-Vega & Voltolina, 2007). Finalmente, la densidad celular 

(cel/mL) se calculó mediante la siguiente formula formula: 

𝐶 =
𝑁 × 104 × 𝑑𝑖𝑙

𝑁ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑎𝑑𝑟𝑜𝑠
 

Donde: 

C: Es la densidad obtenida en células/mL 

N: Es la suma de células por cuadrado 

dil: Es la dilución empleada en caso de muestras con gran cantidad de microalgas 

 

8.8. Curva de Crecimiento 

 

La densidad celular de Chlorella y Tetraselmis, se registró diariamente durante un 

período de 10 días. Estos datos permitieron elaborar la curva de crecimiento de cada 

microalga, representando la densidad celular (cel/mL) en función del tiempo (días). 

La curva se utilizó para identificar las diferentes fases de crecimiento: lag, 

exponencial y estacionaria. Para complementar la interpretación visual de la curva, 

se calculó la tasa de crecimiento específica (µ) mediante la ecuación: 
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µ =  
𝐼𝑛 𝑁𝑡 − 𝐼𝑛 𝑁0

𝑡2 −  𝑡1

 

Donde: 

Nt: Corresponde a la densidad celular final. 

N0: Corresponde a la densidad celular inicial. 

t2 – t1: Corresponden a un intervalo de tiempo. 

Esta tasa permite cuantificar el aumento relativo de la población celular y 

determinar objetivamente los días correspondientes a la fase exponencial, que es el 

período de mayor actividad metabólica (Arredondo-Vega & Voltolina, 2007). 

 

8.9. Inmovilización de las Microalgas. 

 

Para la preparación de las perlas de alginato con microalgas, los cultivos de 1L de 

ambas microalgas se refrigeraron 2 °C en al sexto día, momento en el que la 

densidad era mayor y aun no iniciaba completamente su fase estacionaria. La 

refrigeración se empleó para mantener la densidad y reducir la actividad 

metabólica. Al momento de utilizar el cultivo, se agito suavemente el matraz para 

homogeneizar el cultivo, se retiró en un vaso de precipitación la cantidad a emplear. 

Posteriormente se expuso a luz continua durante 24 horas, lo que permitió reactivar 

la fotosíntesis y restablecer la fisiología celular antes del proceso de encapsulación.  
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En la Figura 9, se observa el proceso de elaboración de las perlas de alginato. En 

donde se disolvió alginato de sodio al 4 % utilizando 4 g de alginato en 100 mL de 

agua de mar previamente filtrada y esterilizada. El alginato se agitó con una varilla 

de vidrio hasta lograr la homogeneización de la mezcla y reducir al máximo la 

presencia de grumos. Posteriormente, la solución se esterilizó en autoclave a 0,10 

MPa durante 15 minutos, lo que permitió eliminar los grumos restantes. Una vez 

frio, el alginato se mezcló con las microalgas recolectadas en un vaso de 

precipitación, dichas microalgas habían permanecido un día en luz con el fin de 

reactivarse después de su almacenamiento en refrigeración y alcanzar la densidad 

adecuada antes de ingresar a la fase estacionaria (Marconi et al., 2022). 

 

La mezcla de microalgas con la solución de alginato se preparó en tres distintas 

proporciones: 50:50, 70:30 y 90:10 v/v, esto para poder verificar si la densidad varia 

en la reducción de nutrientes (Forero-Cujiño et al., 2016). Mediante agitación 

constante se homogenizó la mezcla y, posteriormente, se transfirió a jeringas para 

la formación de las perlas de alginato. Para su solidificación se utilizó una solución 

de cloruro de calcio al 2 %, la cual, al reaccionar con el alginato, permitió su 

gelificación. Las perlas permanecieron en esta solución durante 2 horas para 

asegurar su correctamente formación y, finalmente, se lavaron con agua destilada a 

fin de eliminar el exceso de cloruro de calcio. Una vez purificada, las perlas fueron 

almacenadas para su uso posterior (Bashan et al., 2002). 
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Figura 9  

Procesos para la elaboración de perlas de alginato con microalgas. 

 
 

8.9.1. Cálculo de la Densidad Celular Inicial 

 

La cuantificación de la biomasa inicial inmovilizada en los reactores (botellas) se 

determinó mediante un cálculo teórico basado en la densidad de los cultivos stock 

y el volumen atrapado por perla (de-Bashan & Bashan, 2010). Primero, se calculó 

el volumen de cultivo en una perla (Vcultivo/perla ) multiplicando el volumen 

promedio de una perla (Vgota ≈ 0,028 mL ) por la fracción de cultivo de la proporción 

(Fcultivo), la cual fue de 0,5; 0,3 y 0,1 para las proporciones 50:50, 70:30 y 90:10 

(alginato:microalga), respectivamente (Moreno-Garrido, 2008). 

Vcultivo/perla =Vgota×Fcultivo  
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Posteriormente, se calculó la densidad total por reactor (Dreactor). Para los 

tratamientos monoespecíficos, se multiplico la densidad por perla por el número de 

perlas añadidas (Nperlas =50). 

Dreactor-mono=Dperla ×50 

Para los tratamientos en consorcio (mezcla 1:1), la densidad total fue la suma de las 

células aportadas por las 25 perlas de Chlorella sp. (Dperla-C) y las 25 perlas de 

Tetraselmis sp. (Dperla-T ), calculadas según su proporción correspondiente. 

Dreactor-consorcio = (Dperla-C× 25) + (Dperla-T  × 25) 

 

8.10. Determinación de la Densidad de Microalgas para Biorremediar 

Aguas Residuales 

 

En todos los grupos experimentales, el agua residual fue previamente filtrada  

empleando un papel filtro de dos micras, con el fin de eliminar microorganismos o 

material orgánico que pudiera alterar la concentración de nutrientes. 

Posteriormente, en botellas de vidrio con una capacidad de 400 mL se 

implementaron 8g de esferas de alginato que contenían células de Chlorella sp. y 

Tetraselmis sp. para el tratamiento de 200 mL de agua residual (Hernández, 2011).  
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En el diseño experimental se establecieron un grupo control y tres tratamientos 

principales: uno con Tetraselmis sp., otro con Chlorella sp. y un tercero conformado 

por un consorcio de ambas especies. Dentro de cada tratamiento se evaluaron tres 

proporciones de alginato-microalga (50:50, 70:30 y 90:10), lo que permitió analizar 

el efecto de la densidad celular sobre la reducción de nutrientes (Forero-Cujiño et 

al., 2016). Cada combinación de tratamiento y proporción fue realizada por 

triplicado, asegurando así la validez estadística de los resultados (Figura 10). 

 

Cabe señalar que, debido al reducido volumen de agua empleado en cada unidad 

experimental (200 mL), las muestras solo se recolectaron al inicio y al final de los 

diez días de tratamiento. Esta decisión metodológica se tomó con el fin de evitar 

una alteración significativa en el volumen disponible, lo cual podría haber 

interferido en la precisión de los datos obtenidos debido a un cambio del volumen 

a lo largo del tratamiento. 
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Figura 10 Diseño experimental en botellas de vidrio de 400mL. 

 

  

8.11. Comparación de Efectividad del Sistema de Biorremediación en 

Escalado 

 

Para el sistema de biorremediación se implementó un modelo de tratamiento por 

etapas (Figura 11), en el cual se emplearon microalgas inmovilizadas en alginato. 

Para ello, se recolectaron 20 litros de agua del área de estudio, los cuales fueron 

sometidos a un proceso de filtrado mediante un bolso filtro de 5 micras, con el 

propósito de eliminar solidos suspendidos y posibles microorganismos. 

Posteriormente, el agua filtrada se colocó en un recipiente de vidrio de 30 litros, 

destinado al tratamiento y a la observación de las perlas de alginato.  
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La cantidad de perlas empleada se calculó en proporción a la utilizada previamente 

en las botellas de vidrio. Con el fin de estimular la actividad fotosintética de las 

microalgas, se utilizó luz artificial a través de un reflector Led de 4000 lux (Chicaiza 

Ortiz et al., 2021), garantizando la intensidad lumínica adecuada. Dicho sistema se 

mantuvo bajo un fotoperiodo de 12:12 horas luz-oscuridad, durante diez días, 

periodo en el cual se recolectaron muestras cada 2 días para el análisis de los 

nutrientes. Posterior al tiempo se tratamiento se compararon los análisis obtenidos 

en la versión de botella, peceras, límite máximo permisible (Tuslma) y la calidad 

del agua de mar natural. 

 

Figura 11  

Sistema de biorremediación por etapas. 
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8.12. Programa y Pruebas Estadística para el Análisis de Datos. 

 

8.12.1. Programas Empleados 

 

Para poder graficar los resultados, se empleó RStudio (RStudio, 2020), un programa 

con desarrollo integrado para el lenguaje de programación R, que fue utilizado en 

este estudio para la generación de todas las visualizaciones y gráficos. Para los datos 

estadísticos, se empleó pruebas estadísticas como ANOVA, Levene, Kruskal-Wallis 

y comparaciones post hoc, se utilizó tanto la aplicación de RStudio como el 

software PAST (Hammer et al., 2001). Esto se realizó para validar de forma cruzada 

los resultados estadísticos, que garantizo la precisión y fiabilidad. 

 

8.12.2. Pruebas Estadísticas 

 

Prueba de Normalidad de Shapiro-Wilk 

 

Para evaluar si los datos se ajustan a una distribución normal, se aplicó la prueba 

de Shapiro-Wilk (Gribble Lab, 2019), cuyo estadístico W se calcula como: 

𝑊 =
(∑𝑖=1

𝑛  𝑎𝑖𝑥(𝑖))2

(∑𝑖=1
𝑛 (𝑥𝑖 −  𝑥ˉ)2
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Donde: 

x(i): Son los valores ordenados de la muestra, 

ai: Son coeficientes basados en los valores esperados de los órdenes estadísticos de 

una distribución normal 

xˉ: Es la media de la muestra, 

n: Es el tamaño de la muestra. 

 

Prueba de Homogeneidad de Varianzas de Levene 

 

Se empleó la prueba de Levene (Levene, 1960) para evaluar la homogeneidad de 

las varianzas (homocedasticidad) entre los diferentes grupos de tratamiento. Esta 

prueba es fundamental para validar el uso de análisis paramétricos como el 

ANOVA. Se interpreta el estadístico W; un valor p > 0,05 indica que las varianzas 

son homogéneas, cumpliendo el supuesto. Un valor p < 0,05 indica 

heterocedasticidad, sugiriendo el uso de pruebas no paramétricas. La fórmula del 

estadístico W es: 

𝑥 2 =  
(𝑁 − 𝑘)∑𝑖=1

𝑘 (𝑍𝑖. − 𝑍. .)
2

(𝑘 − 1)∑𝑖=1
𝑘 ∑𝑗=1

𝑁𝑖 (𝑍𝑖𝑗 − 𝑍𝑖.)
2
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Donde: 

N: Tamaño total de observaciones. 

Ni: Las observaciones en el grupo i 

k: Número de grupos. 

Zij: |Yij - Yi| (El valor absoluto de la diferencia entre una observación y la media de 

su grupo. 

 

ANOVA de una vía 

 

Se empleó la prueba de ANOVA de una vía (Datanovia, 2020) para comparar las 

medias de tres o más grupos independientes y de esta forma determinar si existen 

diferencias significativas entre ellos. La prueba se basa en el análisis de varianzas, 

utilizando el estadístico F, que se calcula como: 

𝐹 =  
𝑀𝑆𝑒𝑛𝑡𝑟𝑒

𝑀𝑆𝑑𝑒𝑛𝑡𝑟𝑜

 

Donde: 

MSentre: 
𝑆𝑆𝑒𝑛𝑡𝑟𝑒

𝑘−1
 la media de los cuadrados entre los grupos. 
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MSdentro: 
𝑆𝑆𝑑𝑒𝑛𝑡𝑟𝑜

𝑁−𝑘
 la media de los cuadrados dentro de los grupos. 

SSentre y SSdentro: las sumas de cuadrados entre y dentro de los grupos. 

k: Número de los grupos. 

N: Tamaño total de las muestras. 

 

Prueba de post hoc de Tukey (HSD) 

 

Tras obtener un resultado significativo en el ANOVA (indicando que existía una 

diferencia entre los tratamientos), se aplicó la prueba de Diferencia Significativa 

Honesta (HSD) de Tukey (Tukey, 1949) para realizar comparaciones múltiples por 

pares. Esta prueba paramétrica identifica cuáles medias de grupo son 

significativamente diferentes entre sí, controlando la tasa de error tipo I para el 

conjunto de todas las comparaciones. Se considera que un par de grupos difiere 

significativamente si el p-valor de su comparación es < 0,05. El estadístico q de la 

prueba es: 

q = 
|Yi-Yj|

√MSw
n
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Donde: 

𝑌𝑖 − 𝑌𝑗: Son las medias de los grupos comparados. 

𝑀𝑆𝑤: Es el cuadrado medio del error obtenido del ANOVA. 

n: Es el tamaño de muestra por grupo. 

 

Kruskal-Wallis 

 

Cuando los datos no cumplieron con los supuestos de normalidad (según Shapiro-

Wilk) o de homocedasticidad (según Levene), se utilizó la prueba H de Kruskal-

Wallis (Kruskal y Wallis, 1952) como alternativa no paramétrica al ANOVA de 

una vía. Esta prueba determina si existen diferencias estadísticamente significativas 

entre las medianas de dos o más grupos independientes, basándose en el rango de 

los datos. Un valor p < 0,05 indica que al menos un grupo difiere significativamente 

de los demás. El estadístico H se calcula como: 

H = (
12

N(N + 1)
∑

R i
2

ni

)

k

i=1

 - 3(N + 1) 

Donde: 

N: Número total de observaciones. 
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k: Número de grupos. 

Ri: Suma de los rangos del grupo i. 

ni: El tamaño del grupo i. 

 

Prueba post hoc de Dunn 

 

Tras obtener un resultado significativo en la prueba de Kruskal-Wallis, se aplicó la 

prueba de Dunn (Dunn, 1964) como análisis post hoc no paramétrico. Esta prueba 

realiza comparaciones por pares de los rangos promedio de cada grupo con el fin 

de identificar qué grupos específicos difieren entre sí. Generalmente, se utiliza una 

corrección para los valores de p por ejemplo, la corrección de Bonferroni con el 

propósito de ajustar los resultados debido a la presencia de comparaciones 

múltiples. Un p-valor ajustado < 0,05 indica una diferencia significativa entre el par 

de grupos analizado. El estadístico Z para la comparación entre el grupo i y j es: 

Z = 
|Ri  - R j|

√
N(N + 1)

12
 (

1
ni

 + 
1
nj

)

 

Donde: 

𝑅𝑖: Es el rango promedio del grupo i. 
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𝑅𝑗: Es el rango promedio del grupo j. 

 

ANOVA de Medidas Repetidas (RM-ANOVA) 

 

Cuando los datos cumplieron el supuesto de normalidad, se utilizó el ANOVA de 

Medidas Repetidas (Fisher, 1934) para comparar las medias de las concentraciones 

de nutrientes entre los seis puntos de muestreo (Día 0 al Día 10) en el sistema de 20 

L. Esta prueba se empleó para determinar si existió un cambio estadísticamente 

significativo en la concentración a lo largo del tiempo. Se consideró que existía una 

diferencia significativa si el p-valor asociado al estadístico F era menor a 0,05. El 

estadístico F de la prueba es: 

F = 
MSBetween

MSWithin

 

Donde: 

𝑀𝑆𝐵𝑒𝑡𝑤𝑒𝑒𝑛 : Varianza Media entre los diferentes tiempos. 

𝑀𝑆𝑊𝑖𝑡ℎ𝑖𝑛: Varianza Media dentro de las unidades experimentales. 
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Prueba de Mauchly (Esfericidad) 

 

Antes de interpretar los resultados del RM-ANOVA, se aplicó la prueba de 

Mauchly (Mauchly, 1940) con el fin de verificar el supuesto de esfericidad. Esta 

prueba evalúa si las varianzas de las diferencias entre todos los pares posibles de 

días de muestreo son aproximadamente iguales. Cuando el valor de p es mayor a 

0,05, se asume que el supuesto de esfericidad se cumple; Por el contrario si era 

menor a 0,05, se utilizó la corrección de Greenhouse-Geisser para ajustar los grados 

de libertad y el p-valor del RM-ANOVA. 

 

Prueba de Friedman 

 

Cuando los datos no cumplieron el supuesto de normalidad, se utilizó la prueba de 

Friedman (Friedman, 1937) como alternativa no paramétrica al RM-ANOVA. Esta 

prueba se empleó para comparar las medianas de las concentraciones de nutrientes 

entre los seis puntos de muestreo (Día 0 al Día 10). Se consideró que existía una 

diferencia significativa si el p-valor asociado al estadístico X2era menor a 0,05. El 

estadístico Xr
2 (o Q) de la prueba es: 

Q = 
12

Nk(k + 1)
∑ R j

2 - 3N (k + 1)

k

j=1
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Donde: 

N: Número de unidades experimentales (replicas). 

k: Número de tiempos de muestreo (días). 

Rj: Suma de los rangos para el tiempo j. 

 

Prueba de Wilcoxon por Pares (Post-hoc) 

 

Tras obtener un resultado significativo en la prueba de Friedman, se aplicó la prueba 

de Wilcoxon por pares (Wilcoxon, 1945) con corrección de Bonferroni con el fin 

de identificar cuáles pares específicos de días de muestreo diferían 

significativamente entre sí. Se consideró que un par de días difería 

significativamente si el p-valor corregido de su comparación era menor a 0,05. 

 

Prueba t de Student 

 

Cuando los datos de porcentaje de remoción cumplieron el supuesto de normalidad, 

se utilizó la prueba t de Student (Student, 1908) para comparar las medias de 

eficacia entre las dos escalas experimentales (200mL y 20000mL) para cada 
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nutriente. Se empleó la variante de Welch (que no asume varianzas iguales). Se 

consideró que existía una diferencia significativa entre las escalas si el p-valor era 

menor a 0,05. El estadístico t de la prueba (Welch) es: 

t = 
X1  - X2

√
s1

2

n1
 + 

s2
2

n2

 

Donde: 

𝑋1,𝑋2: Medias de los grupos. 

𝑠1
2, 𝑠2

2 : Varianzas de los grupos 1 y 2. 

n1, n2: Tamaños de muestras de los grupos 1 y 2. 

 

Prueba U de Mann-Whitney 

 

Cuando los datos de porcentaje de remoción no cumplieron el supuesto de 

normalidad, se utilizó la prueba U de Mann-Whitney (Mann & Whitney, 1947) 

como alternativa no paramétrica a la prueba t. Esta prueba se empleó para comparar 

las distribuciones (medianas) de eficacia entre las dos escalas experimentales 

(200mL y 20000mL) para cada nutriente. Se consideró que existía una diferencia 



72 
 

significativa entre las escalas si el p-valor era menor a 0,05. El estadístico U de la 

prueba es: 

U1 = R1 - 
n1(n2 + 1)

2
 

Donde: 

n1: Tamaño de muestra del grupo 1. 

R1: Suma de los rangos de las observaciones del grupo 1 cuando ambos grupos se 

ordenaron juntos. 
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9. ANÁLISIS E INTERPRETACIÓN DE LOS RESULTADOS 

 

9.1.  Caracterización Fisicoquímica del Agua Residual 

 

Tras el análisis de los datos presentados en la Tabla 6, se observó que los parámetros 

fisicoquímicos del agua de estudio se mantuvieron estables durante el periodo de 

muestreo. El pH (7,77 ± 0,05) y la Temperatura (25,33 ± 1,12 °C) se encontraron 

dentro de los rangos establecidos por la normativa TULSMA. Por su parte, la 

salinidad (39 ± 0,82 ups) se registró ligeramente por encima del valor de referencia 

para lo admitido por la normativa TULSMA (<35) y el agua de mar natural (20 – 

25 ups). 

 

En lo referente a los nutrientes, se registraron concentraciones de Fosfato (PO4), 

con una media de 0,88 ± 0,01 mg/L, las cuales están por debajo del Límite Máximo 

Permisible (10 mg/L) pero para el caso del agua de mar natural este estuvo muy por 

encima (0,3 mg/L). De forma similar, el Nitrito (NO2) 15,15 ± 0,92 µg/L estuvo 

dentro del rango admisible por la normativa TULSMA (1000 µg/L) y por encima 

de lo reportado para el agua de mar natural (0,1 – 0,6 µg/L). Finalmente, la 

concentración de Nitrato (NO3) 2,52 ± 0,18 mg/L se mantuvo por debajo del LMP 

(200 mg/L), pero por encima del valor de referencia natural (<1 mg/L). Estas 
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concentraciones promedio se establecieron como los valores iniciales para los 

posteriores ensayos de remoción. 

 

Tabla 6  

Parámetros fisicoquímicos de agua de mar, límites máximos en efluentes al mar y 

área de estudio 

Parámetro Unidad 
LMP – vertido 

al mar 

Agua de mar 

natural 

Promedio de 

muestreos 

pH - 6,5 – 9,5 7,8 – 8,2 7,77 ± 0,05 

Salinidad ups 35 30 – 35 39 ± 0,82 

Temperatura °C <35 - 25,33 ± 1,12 

Nitrito (NO2) µg/L 1000 0,1 – 0,6  15,15 ± 0,92 

Nitrato (NO3) mg/l 200  <1 2,52 ± 0,18 

Fosfato (PO4) mg/L 10  0,3 0,88 ± 0,01 

Nota. * Límites Máximos Permisibles – vertido al mar (TULSMA – Tabla 13) 

 

9.2.  Curva de Crecimiento de los Cultivos de Microalgas 

 

El crecimiento de Chlorella sp. y Tetraselmis sp. se evaluó mediante la densidad 

celular en un período de 10 días, con el objetivo de identificar las fases de 

crecimiento y determinar el momento óptimo para la elaboración de perlas de 

alginato. La recolección para encapsulado se realizó al día 6, aprovechando que 
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ambos cultivos presentaban densidades celulares elevadas y aún mantenían 

actividad metabólica significativa, lo que garantiza la viabilidad dentro de las 

perlas. Cabe destacar que los cultivos no contaron con réplicas biológicas, por lo 

que los resultados corresponden a un seguimiento individual de cada cultivo. Por lo 

que, los datos presentados (Tabla 6) solo caracterizan el estado fisiológico y la 

densidad celular específica de los cultivos que se emplearon como inóculo para los 

ensayos de biorremediación. 

 

9.2.1. Curva de Crecimiento de Chlorella sp. 

 

Figura 12  

Curva de crecimiento de Chlorella sp. 

 
Nota. La zona sombreada representa el inicio de la fase exponencial hasta el inicio de la fase 

estacionaria. 
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La Figura 12 mostró que la densidad celular de Chlorella sp. aumentó de 8,3×10⁵ 

cel/mL al inicio del cultivo en el día cero a 7,75×10⁶ cel/mL al día cuatro, lo que 

correspondió a la fase exponencial, caracterizada por un incremento diario 

promedio superior a 1,5×10⁶ cel/mL entre los días dos y cuatro. A partir del día 

cuatro, el aumento diario comenzó a desacelerarse, alcanzando 8,25×10⁶ cel/mL al 

día cinco, lo que indicó la transición hacia la fase de crecimiento más lento. Al día 

seis, la densidad fue de 9,12×10⁶ cel/mL, evidenciando que todavía se mantenía un 

crecimiento relativamente activo. Posteriormente, entre los días siete y diez, la 

densidad se estabilizó alrededor de 1,1×10⁷ cel/mL, confirmando la entrada en la 

fase estacionaria, en la cual el incremento diario se volvió mínimo y la tasa de 

crecimiento específica disminuyó notablemente. En la Tabla 7 con los valores de 

densidad celular se evidenció que la tasa de crecimiento específica alcanzó su valor 

máximo entre los días dos y cinco, coincidiendo con la fase exponencial. De este 

modo, la recolección al día seis permitió aprovechar una densidad elevada y 

garantizar la viabilidad celular para la elaboración de perlas. 
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9.2.2. Curva de Crecimiento de Tetraselmis sp. 

 

Figura 13  

Curva de crecimiento de Tetraselmis sp. 

 
Nota. La zona sombreada representa el inicio de la fase exponencial hasta el inicio de la fase 

estacionaria. 

 

En la Figura 13, se indicó que la densidad celular de Tetraselmis sp. aumentó de 

2,0×10⁴ cel/mL al inicio del cultivo a 1,20×10⁶ cel/mL al día cuatro, identificando 

la fase exponencial con incrementos diarios de hasta 3,0×10⁵ cel/mL entre los días 

tres y cuatro. Entre los días cuatro y cinco, el crecimiento comenzó a desacelerarse, 

alcanzando 1,68×10⁶ cel/mL, lo que señaló la transición hacia la fase de crecimiento 

más lento. Al día seis, cuando se recolectó el cultivo para la elaboración de perlas, 

la densidad alcanzó 2,0×10⁶ cel/mL, evidenciando que, aunque el crecimiento 

natural se había reducido, las células permanecían viables y metabólicamente 
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activas. Entre los días siete y diez, la densidad se estabilizó alrededor de 2,25×10⁶ 

cel/mL, indicando la entrada en la fase estacionaria. Mientras que, en la Tabla 7 se 

presentó los datos de densidad celular y mostró que la tasa de crecimiento específica  

fue máxima entre los días uno y cuatro, coincidiendo con la fase exponencial. Por 

lo tanto, la selección del día seis para encapsulado permitió maximizar la densidad 

celular y asegurar la viabilidad de las células dentro de las perlas de alginato, a pesar 

de que la fase de crecimiento rápido ya había comenzado a disminuir. 

 

Tabla 7  

Densidad de Chlorella y Tetraselmis 

Día 
Chlorella 

(cel/mL) 

µ Chlorella 

(día⁻¹) 

Tetraselmis 

(cel/mL) 

µ Tetraselmis 

(día⁻¹) 

0 8,30E+05 - 2,00E+04 - 

1 1,60E+06 0,69 1,00E+05 1,61 

2 3,00E+06 0,69 2,08E+05 0,73 

3 4,92E+06 0,66 6,00E+05 0,98 

4 7,75E+06 0,53 1,20E+06 0,69 

5 8,25E+06 0,06 1,68E+06 0,34 

6 9,12E+06 0,1 2,00E+06 0,18 

7 1,05E+07 0,13 2,32E+06 0,14 

8 1,08E+07 0,03 2,28E+06 -0,01 

9 1,12E+07 0,04 2,25E+06 -0,01 

10 1,10E+07 -0,02 2,26E+06 0 

Nota. “µ” representa la tasa específica de crecimiento (día⁻¹), calculada como la pendiente de la 

curva de Ln(Densidad Celular) vs. Tiempo durante la fase exponencial. Un valor positivo indica 

crecimiento, un valor cercano a cero indica la fase estacionaria, y un  valor negativo indicaría una 

fase de declive. 
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9.2.3. Densidad Celular de Inmovilización en Perlas de Alginato 

 

Las densidades celulares iniciales, calculadas para cada uno de los nueve 

tratamientos, se presentan en la Tabla 8. Estos valores cuantifican la biomasa 

microalgal efectiva que se introdujo en cada unidad experimental. El análisis de los 

datos de la tabla revela una dependencia directa tanto de la especie utilizada como 

de la proporción alginato:microalga. Siendo, la proporción 50:50 (que contenía el 

mayor volumen de cultivo) resultó consistentemente en la mayor densidad de 

biomasa para los tres tipos de inóculo (Chlorella sp., Tetraselmis sp. y Consorcio).  

 

Contrariamente, la proporción 90:10 generó las densidades de inóculo más bajas. 

Al comparar los tratamientos, se identifica un rango claro de biomasa. La dosis más 

alta se obtuvo con el tratamiento Chlorella sp. 50:50, alcanzando 6,40E+06 células 

totales por botella. Esto se debe a la combinación de la alta densidad del cultivo 

stock de Chlorella sp. y la alta proporción de cultivo en la perla. En el extremo 

opuesto, la dosis más baja de todo el experimento se registró en el tratamiento 

Tetraselmis sp. 90:10, con un valor de 2,80E+05 células por botella. Los 

tratamientos en consorcio, conformados por una mezcla 1:1 de perlas, arrojaron 

valores intermedios; por ejemplo, el consorcio 50:50 (3,90E+06 célula por botella) 

se situó entre los valores de Chlorella 50:50 (6,40E+06) y Tetraselmis 50:50 

(1,40E+06). 
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Tabla 8  

Cálculo de células/ml en perlas de alginato 

Tratamiento 
Proporción 

(Alginato:Microalga) 

Células 

promedio / 

Perla 

Células totales 

/ Botellas 

Chlorella 

50:50 1,28E+05 6,40E+06 

70:30 7,66E+04 3,83E+06 

90:10 2,55E+04 1,28E+06 

Tetraselmis 
 

50:50 2,80E+04 1,40E+06 

70:30 1,68E+04 8,40E+05 

90:10 5,60E+03 2,80E+05 

Consorcio 

50:50 7,80E+04 3,90E+06 

70:30 4,67E+04 2,34E+06 

90:10 1,56E+04 7,78E+05 

 

9.3.  Determinar la Efectividad en la Reducción de Nutrientes en 

Función de la Densidad Celular a Partir de Distintas Proporciones. 

 

Con el fin de determinar una densidad óptima para reducción de fosfatos, nitratos y 

nitritos, se usó tres proporciones de alginato:microalga a partir de diez días de 

tratamiento compararon las concentraciones iniciales y finales en cada uno de los 

tratamientos, también se calcularon las concentraciones de reducción.  
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9.3.1 Reducción De Fosfato (PO4) 

 

Figura 14  

Concentración inicial y final del fosfato 

 
Nota. Comparación de las concentraciones medias de Fosfato (PO₄) al inicio y al final después 

del tratamiento de biorremediación en 10 días. Las barras representan la media y las barras de 

error indican el error estándar de la media. Los valores numéricos sobre las barras indican el 

promedio exacto para cada etapa. 

 

La Figura 14 presenta la comparación de las concentraciones de fosfato (PO4) antes 

y después de los diez días de tratamiento para los nueve tratamientos 

experimentales. Se observó una notable homogeneidad en la línea base, con 

concentraciones iniciales que promediaron entre 0,87 y 0,88 mg/L en todos los 

tratamientos. La evaluación de los resultados finales demuestra que todos los 
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tratamientos poseían una capacidad significativa en remoción. Sin embargo, se 

evidenció una tendencia irrefutable ligada a la densidad empleada: la proporción 

50:50 (mayor biomasa) resultó en la mayor eficiencia de remoción para los tres 

tipos de inóculo. El tratamiento más eficaz fue Chlorella sp. 50:50, el cual alcanzo 

la concentración final más baja (0,13 ± 0,02), logrando así la mayor remoción 

absoluta, con 0,75 mg/L. Este fue seguido por el Consorcio 50:50, que obtuvo una 

concentración final de 0,16 ± 0,03 (una remoción absoluta de 0,72 mg/L). Por el 

contrario, los tratamientos con la proporción 90:10 (menor densidad) presentaron 

las concentraciones finales más elevadas, en donde Tetraselmis sp. 90:10 obtuvo 

0,33 mg/L como el de menor eficiencia, y una remoción absoluta de solo 0,54 mg/L. 
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Tabla 9  

Concentración de fosfato en botellas de 200ml al Inicio y Final de diez días 

Tratamiento 
Proporción 

Alginato:Microalgas 

PO4 inicial 

(mg/L) 

PO4 final 

(mg/L) 

Reducción 

(mg/L) 

Control - 0,87 ± 0,02 0,86 ± 0,01 
0,0074 ± 

0,02 

Tetraselmis 

50/50 0,87 ± 0,02 0,2 ± 0,01 0,67 ± 0,02 

70/30 0,87 ± 0,02 0,24 ± 0,01 0,63 ± 0,03 

90/10 0,88 ± 0,02 0,33 ± 0,02 0,54 ± 0,03 

Chlorella 

50/50 0,88 ± 0,01 0,13 ± 0,02 0,76 ± 0,03 

70/30 0,88 ± 0,01 0,18 ± 0,03 0,7 ± 0,03 

90/10 0,87 ± 0,02 0,27 ± 0,04 0,61 ± 0,06 

Consorcio de 

microalgas 

50/50 0,88 ± 0,01 0,16 ± 0,03 0,72 ± 0,04 

70/30 0,88 ± 0,02 0,22 ± 0,02 0,66 ± 0,03 

90/10 0,87 ± 0,02 0,3 ± 0,02 0,58 ± 0,04 

 

9.3.2 Reducción de Nitrato (NO3) 

 

En la Tabla 10 se presentó los resultados de remoción de nitrato (NO3). Las 

concentraciones iniciales fueron notablemente homogéneas, situándose en un rango 

de 2,37 a 2,43 mg/L para todos los tratamientos evaluados. 
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Figura 15  

Concentración inicial y final del nitrato 

 

Nota. Comparación de las concentraciones medias de Nitrato (NO3) al inicio y al final después 

del tratamiento de biorremediación en 10 días. Las barras representan la media y las barras de 

error indican el error estándar de la media. Los valores numéricos sobre las barras indican el 

promedio exacto para cada etapa. 

 

En la Figura 15 se observó una clara correlación entre la densidad inmovilizada y 

la eficiencia de remoción, siendo esta una tendencia consistente en los tratamientos. 

La proporción 50:50 alcanzo las concentraciones finales más bajas, seguido de la 

proporción 70:30 y, finalmente, la 90:10, que demostró la menor capacidad de 

remoción. El rendimiento más eficiente se obtuvo con el Consorcio 50:50, el cual 

redujo la concentración a 0,53 ± 0,06 mg/L, logrando una remoción absoluta más 

alta (1,84 ± 0,08). El consorcio 70:30 también mostro una remoción destacada, con 
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un valor final de 0,69 ± 0,11. Al comparar los tratamientos monoespecíficos en su 

proporción más eficaz (50:50), Tetraselmis sp. obtuvo 0,73 ± 0,11 que superó el 

rendimiento de Chlorella sp. 0,84 ± 0,12. Sin embargo estos siguieron por debajo 

de los resultados obtenidos en el Consorcio. Mientras que el tratamiento con el 

menor desempeño fue Chlorella sp. 90:10, que solo redujo la concentración a un 

valor final de 1,22 ± 0,11. 

 

Tabla 10  

Concentración de nitrato en botellas de 200ml al Inicio y Final de diez días 

Tratamiento 
Proporción 

Alginato:Microalgas 

NO3 inicial 

(mg/L) 

NO3 final 

(mg/L) 

Reducción 

(mg/L) 

Control - 2,40 ± 0,17 2,37 ± 0,12 
0,0271 ± 

0,17 

Tetraselmis 

50/50 2,39 ± 0,11 0,73 ± 0,11 1,67 ± 0,07 

70/30 2,41 ± 0,12 0,9 ± 0,16 1,51 ± 0,13 

90/10 2,42 ± 0,17 1,07 ± 0,12 1,35 ± 0,16 

Chlorella 

50/50 2,43 ± 0,17 0,84 ± 0,12 1,59 ± 0,12 

70/30 2,38 ± 0,15 0,95 ± 0,1 1,44 ± 0,09 

90/10 2,41 ± 0,17 1,22 ± 0,11 1,19 ± 0,12 

Consorcio de 

microalgas 

50/50 2,37 ± 0,12 0,53 ± 0,06 1,84 ± 0,08 

70/30 2,41 ± 0,16 0,69 ± 0,11 1,72 ± 0,11 

90/10 2,43 ± 0,2 0,93 ± 0,14 1,51 ± 0,11 
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9.3.3 Reducción de Nitrito (NO2) 

 

En la Tabla 11 se presentaron los resultados de la remoción de nitrito (NO3). Las 

concentraciones iniciales para este diseño experimental mostraron mayor 

variabilidad que en los nutrientes anteriores, oscilando entre 14,81 y 15,94 µg/L. 

 

Figura 16  

Concentración inicial y final del nitrito 

 

Nota. Comparación de las concentraciones medias de Nitrito (NO2) al inicio y al final después 

del tratamiento de biorremediación en 10 días. Las barras representan la media y las barras de 

error indican el error estándar de la media. Los valores numéricos sobre las barras indican el 

promedio exacto para cada etapa. 

 



87 
 

En la Figura 16 se observa los análisis de los resultados finales que revelaron 

tendencias más complejas. Si bien Chlorella sp. 50:50 alcanzo concentración final 

más baja (1,02 ± 0,86 µg/L), no fue le tratamiento con la mayor remoción absoluta. 

Este corresponde al Consorcio 70:30, que logro una concentración final de 1,17 ± 

0,87 µg/L y una remoción absoluta de 14,41 ± 1,34 µg/L. A diferencia de, fosfato y 

el nitrato la proporción 50:50 no fue sistemáticamente la más eficaz. Para los 

tratamientos monoespecíficos de Chlorella sp. y Tetraselmis sp., la proporción 

50:50 sí fue la más efectiva (1.02 µg/L y 1.21 µg/L, respectivamente). Sin embargo, 

en el caso del Consorcio de microalgas, la proporción 70:30 (1.17 µg/L) demostró 

ser superior a la proporción 50:50 (1.42 µg/L). De manera consistente con los 

análisis previos, las proporciones 90:10 fueron las menos eficientes. El tratamiento 

Chlorella sp. 90:10 fue el que presentó el menor desempeño, resultando en la 

concentración final más alta de 2.45 ± 0.88 µg/L. 
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Tabla 11  

Concentración de nitrito en botellas de 200ml al Inicio y Final de diez días 

Tratamiento 
Proporción 

Alginato:Microalgas 

NO2 inicial 

(µg/L) 

NO2 final 

(µg/L) 

Reducción 

(µg/L) 

Control - 15,60 ± 1,63 
14,17 ± 

1,95 
1,4344 ± 1,3 

Tetraselmis 

50/50 15,49 ± 1,45 1,21 ± 1,2 14,28 ± 2,1 

70/30 15,29 ± 1,35 1,98 ± 0,89 13,31 ± 1,71 

90/10 15,39 ± 1,52 2,33 ± 0,92 13,06 ± 0,92 

Chlorella 

50/50 15,17 ± 1,42 1,02 ± 0,86 14,16 ± 1,21 

70/30 15,94 ± 1,47 1,7 ± 0,8 14,24 ± 1,68 

90/10 14,91 ± 1,34 2,45 ± 0,88 12,46 ± 0,99 

Consorcio 

de 

microalgas 

50/50 15,51 ± 1,19 1,42 ± 0,93 14,09 ± 1,46 

70/30 15,58 ± 1,15 1,17 ± 0,87 14,41 ± 1,34 

90/10 14,81 ± 1,55 2,15 ± 1,07 12,66 ± 1,36 
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9.4.  Análisis Estadístico Comparativo de la Reducción de Nutrientes (PO4, 

NO3 y NO2). 

 

9.4.1. Reducción Porcentual de Fosfato (PO4) 

  

Figura 17  

Reducción porcentual de PO₄ por tratamiento y proporción (Media ± DE) 

 

Nota. Porcentaje de remoción de Fosfato (PO4) por los tres tratamientos (Chlorella sp., Consorcio y 

Tetraselmis sp.) en las tres proporciones. Las barras indican la mediana y las barras de error el error 

estándar de la media. Las etiquetas muestran la mediana del porcentaje y el grupo estadístico. Las 

letras distintas: a, b, c… indican diferencias estadísticamente significativas (Prueba de Kruskal-

Wallis con post-hoc de Dunn, p < 0.05) 
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Para la validación estadística de la remoción de fosfato (Figura 17), se evaluaron 

inicialmente los supuestos paramétricos. La prueba de Shapiro-Wilk (Tabla 12) 

indicó que no se ajustaban a una distribución normal, ya que presentaron 

desviaciones significativas (p < 0.05). Debido a que no se cumplió el supuesto de 

normalidad, se empleó la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis. Los resultados 

confirmaron que existían diferencias estadísticamente significativas entre las 

medianas de remoción de los nueve tratamientos (H = 60.31, p = 3,97×10-10). La 

prueba post-hoc de Dunn (Tabla 12) permitió identificar los grupos homogéneos. 

Chlorella 50:50 fue el grupo de mayor eficiencia con un porcentaje de remoción de 

85,6577 ± 2,5 (grupo "a"), seguido de Consorcio 50:50 que logro un 81,4929 ± 

3,39. Notablemente, el desempeño del Consorcio fue significativam00ente superior 

al de Tetraselmis en la misma proporción. Se reitera la tendencia de que la 

proporción 90:10 fue la menos eficaz en todos los casos, siendo Tetraselmis 90:10 

el menos efectivo con porcentaje de 62,1426 ± 2,13 (grupo "c"). 
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Tabla 12  

Prueba estadística de Shapiro-Wilk, Kruskal - Wallis y prueba post-hoc de Dunn 

para la reducción porcentual de PO₄. 

Tratamiento Proporción 
Shapiro 

(p) 

Kruskal-

Wallis (p) 

Dunn 

(Post-

hoc) 

% Reducción 

(media ± DE) 

Tetraselmis 

50:50 0.0025 3,97×10-10 ab 76,5158 ± 1,2 

70:30 0.5152 3,97×10-10 b 72,2476 ± 1,71 

90:10 0.0101 3,97×10-10 c 62,1426 ± 2,13 

Chlorella 

50:50 0.9769 3,97×10-10 a 85,6577 ± 2,5 

70:30 0.8509 3,97×10-10 ab 79,7325 ± 3,07 

90:10 0.9373 3,97×10-10 b 69,3453 ± 5,48 

Consorcio 

50:50 0.9514 3,97×10-10 a 81,4929 ± 3,39 

70:30 0.9571 3,97×10-10 b 74,8356 ± 2,83 

90:10 0.9468 3,97×10-10 c 66,1014 ± 3,26 



92 
 

9.4.2. Reducción Porcentual de Nitrato (NO3) 

 

Figura 18  

Reducción porcentual de NO3 por tratamiento y proporción (Media ± DE) 

 

Nota. Porcentaje de remoción de Nitrato (NO3) por los tres tratamientos (Chlorella sp., Consorcio y 

Tetraselmis sp.) en las tres proporciones. Las barras indican la mediana y las barras de error el error 

estándar de la media. Las etiquetas muestran la mediana del porcentaje y el grupo estadístico. Las 

letras distintas a, b, c… indican diferencias estadísticamente significativas (Prueba de Kruskal-

Wallis con post-hoc de Dunn, p < 0.05) 

 

Para los datos de remoción de nitrato (Figura 18), se siguió un procedimiento 

similar al descrito previamente. Se empleó la prueba de Shapiro-Wilk el cual 
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determinó que no cumplían con el supuesto de normalidad, presentando 

desviaciones significativas (p < 0.05) en los grupos Tetraselmis 90:10 y Chlorella 

50:50. Debido a esto, se aplicó la prueba no paramétrica de Kruskal-Wallis, la cual 

indicó un resultado altamente significativo (H = 66,4; p = 2,55×10-11), lo que 

demostró que las diferencias en la remoción de nitrato entre cada tratamiento eran 

estadísticamente válidas (Tabla 13).  

 

La prueba post-hoc de Dunn permitió establecer un rango de efectividad y destacó 

la efectividad del Consorcio de microalgas. Particularmente, el Consorcio 50:50 

que presentó la mayor eficiencia de remoción promedio (77.6173% ± 1.75, grupo 

'a'), siendo estadísticamente similar a los tratamientos monoespecíficos (Tetraselmis 

50:50 y Chlorella 50:50). Es importante destacar que el Consorcio 70:30 

(71.4787% ± 3.37, grupo 'ab') mantuvo un rendimiento elevado, comparable al 

grupo superior y significativamente mejor que Chlorella 70:30. El tratamiento con 

el menor desempeño se atribuyo ha Chlorella 90:10 (49.2879% ± 3.54). 
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Tabla 13  

Prueba estadística de Shapiro-Wilk, Kruskal - Wallis y prueba post-hoc de Dunn 

para la reducción porcentual de NO3. 

Tratamiento Proporción 
Shapiro 

(p) 

Kruskal-

Wallis (p) 

Dunn 

(Post-

hoc) 

% Reducción 

(media ± DE) 

Tetraselmis 

50:50 0.9694 2,55×10-11 b 
69,7220 ± 

3,49 

70:30 0.9596 2,55×10-11 c 62,5425 ± 5,6 

90:10 0.0160 2,55×10-11 cd 
55,5830 ± 

4,35 

 

Chlorella 

 

50:50 0.0125 2,55×10-11 b 
65,6381 ± 

3,59 

70:30 0.9642 2,55×10-11 c 
60,2563 ± 

2,78 

90:10 0.8585 2,55×10-11 d 
49,2879 ± 

3,54 

Consorcio 

50:50 0.9134 2,55×10-11 a 
77,6173 ± 

1,75 

70:30 0.9475 2,55×10-11 ab 
71,4787 ± 

3,37 

90:10 0.8949 2,55×10-11 c 
62,0231 ± 

3,43 
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9.4.3. Reducción Porcentual de Nitrito (NO2) 

 

Figura 19  

Reducción porcentual de NO2 por tratamiento y proporción (Media ± DE) 

 

Nota. Porcentaje de remoción de Nitrito (NO2) por los tres tratamientos (Chlorella sp., Consorcio y 

Tetraselmis sp.) en las tres proporciones. Las barras indican la mediana y las barras de error el error 

estándar de la media. Las etiquetas muestran la mediana del porcentaje y el grupo estadístico. Las 

letras distintas a, b, c… indican diferencias estadísticamente significativas (Prueba ANOVA con 

post-hoc de Tukey, p < 0.05) 

 

A diferencia de los otros nutrientes, el análisis de remoción porcentual de nitrito 

(Figura 19) siguió una ruta paramétrica. La prueba de Shapiro-Wilk (Tabla 14) 
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indicó que los nueve grupos de datos se ajustaban a una distribución normal (p > 

0.05 para todos los grupos). Adicionalmente, la prueba de Levene confirmó la 

homocedasticidad de las varianzas (p = 0.7914). Al cumplirse ambos supuestos 

paramétricos, se procedió a emplear ANOVA de una vía. El análisis resultó 

significativo (p = 0.0037), lo que confirmó la existía de diferencias estadísticamente 

válidas en el desempeño de los tratamientos (Tabla 14). Posteriormente, se aplicó 

la prueba post-hoc de Tukey HSD para las comparaciones múltiples.  

 

Los resultados evidenciaron una alta eficiencia general en la remoción de nitrito. 

Aunque el tratamiento Chlorella 50:50 (93.4757% ± 5.01, grupo 'a') mostro el mejor 

desempeño promedio, es crucial señalar que los tres tratamientos del Consorcio 

(50:50, 70:30 y 90:10) se ubicaron en el grupo "ab", con medianas de remoción de 

90.8112%, 92.4881% y 85.7287% respectivamente. Esto indica que el Consorcio, 

en todas sus proporciones, no fue estadísticamente diferente del mejor tratamiento 

monoespecífico, demostrando una capacidad de remoción de nitrito. 
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Tabla 14  

Prueba estadística de Shapiro-Wilk, Levene, Anova y prueba post-hoc de Tukey para la reducción porcentual de NO2. 

Tratamiento Proporción Shapiro (p) Levene (p) ANOVA (p) 
Tukey (Post-

hoc) 

% Remoción 

(Mediana) 

Tetraselmis 

50:50 0.2011 0.7914 0.0037 ab 91,9606 ± 8,14 

70:30 0.2261 0.7914 0.0037 ab 86,8999 ± 6,2 

90:10 0.3370 0.7914 0.0037 ab 85,1911 ± 5,05 

Chlorella 

50:50 0.5782 0.7914 0.0037 a 93,4757 ± 5,01 

70:30 0.5638 0.7914 0.0037 ab 89,2700 ± 4,89 

90:10 0.4042 0.7914 0.0037 b 83,7758 ± 5,17 

Consorcio 

50:50 0.7179 0.7914 0.0037 ab 90,8112 ± 6,01 

70:30 0.2765 0.7914 0.0037 ab 92,4881 ± 5,33 

90:10 0.9914 0.7914 0.0037 ab 85,7287 ± 7,09 
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9.5. Eficiencia de Remoción en el Sistema de Tratamiento (20000 mL) 

 

9.5.1 Cinética de Remoción en el Sistema de 20000ml. 

 

Para validar la efectividad del tratamiento con mejores resultados (Consorcio 

50:50) se empleó en condiciones de mayor volumen, en donde se implementó un 

sistema de tratamiento por lotes (20000 mL). Este sistema, se monitoreo las 

concentraciones de nutrientes durante 10 días, con mediciones cada 48 horas.  
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9.5.1.1. Cinética de Remoción de Fosfato (PO4) 

 

Figura 20  

Cinética de Remoción de Fosfato (PO4) en Sistema de 20000mL 

 

Nota. Cinética de remoción de Fosfato (PO₄) en el sistema de escalado (20000 mL). Los puntos 

representan la concentración media y las barras de error indican la desviación estándar (± DE). 

La línea azul punteada indica el límite superior de concentración en agua de mar natural (0.3 

mg/L); el indicador rojo discontinuo señala el Límite Máximo Permisible (LMP = 10 mg/L) según 

TULSMA. 

 

La cinética de remoción del fosfato se presentó en la Figura 20. Para determinar si 

la reducción observada a lo largo del tiempo fue estadísticamente significativa, se 

evaluaron los supuestos de normalidad. La Prueba de Shapiro-Wilk indicó que los 

datos de concentración en el Día 8 no seguían una distribución normal (p = 0,012), 

por lo que se descartó el uso de un ANOVA paramétrico de medidas repetidas. En 
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consecuencia, se empleó la Prueba de Friedman, la cual confirmo que el factor 

“Tiempo” tuvo un efecto altamente significativo en la reducción de la concentración 

de fosfato (X2(5) = 60; p = 1,257E-11). 

 

Tabla 15  

Resumen del análisis estadístico Prueba de Friedman para la cinética de remoción 

de Fosfato (PO4). 

Prueba Estadístico gl* p-valor Resultado Post-hoc** 

Prueba de 

Friedman 
X2= 60,0 5 1.26×10-11 

Todas las comparaciones 

pareadas (Días 0-10) fueron 

significativas (p < 0.05). 

Nota. * gl: Grados de libertad. ** Prueba post-hoc de Wilcoxon pairwise con corrección de 

Bonferroni. 

 

En la Figura 20, se observó una tendencia de remoción pronunciada y constante. La 

concentración media inicial de fosfato, que partió de 0,88 ± 0,01 mg/L en el Día 0, 

disminuyó progresivamente en cada punto de muestreo hasta alcanzar una 

concentración final de 0,22 ± 0,01 mg/L en el Día 10. El análisis post hoc (Tabla 

15) validó esta observación, revelando que la diferencia en la concentración entre 

todos los pares de días muestreados fue estadísticamente significativa (p < 0,05). 

Al comparar la cantidad final con las referencias visuales del gráfico, se constató 

que la concentración al Día 10 (0,22 mg/L) se situó por debajo del límite superior 

reportado para agua de mar natural (0,3 mg/L, línea azul) y muy por debajo del 

Límite Máximo Permisible (LMP = 10 mg/L, indicador rojo). 
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9.5.1.2. Cinética de Remoción de Nitrato (NO3) 

 

Figura 21  

Cinética de Remoción de Nitrato (NO3) en Sistema de 20000mL 

 

Nota. Cinética de remoción de Nitrato (NO₃) en el sistema de escalado (20000 mL). Los puntos 

representan la concentración media y las barras de error indican la desviación estándar (± DE). 

La línea azul punteada indica el límite superior de concentración en agua  de mar natural (< 1 

mg/L); el indicador rojo discontinuo señala el Límite Máximo Permisible (LMP = 200 mg/L) 

según TULSMA. 

 

Para la confirmación estadística de la cinética, se evaluó primero el supuesto de 

normalidad mediante la Prueba de Shapiro-Wilk, revelando que los datos cumplían 

con la distribución normal (p > 0,05). Debido a esto, se optó por utilizar ANOVA 

de medidas repetidas (RM-ANOVA) para comparar las medianas de los seis puntos 

de muestreo. Los resultados mostrados en la Tabla 6, evidenciaron un efecto 
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temporal altamente significativo en cuanto la reducción de la concentración de 

nitrato. 

 

Tabla 16  

Resumen del análisis estadístico Prueba de Friedman para la cinética de remoción 

de Nitrato (NO3). 

Prueba Estadístico gl* p-valor Resultado Post-hoc** 

RM-

ANOVA 
2538 

1.15, 

12.6

0 

1.06×10-63 

Todas las comparaciones 

pareadas (Días 0-10) fueron 

significativas (p < 0.01). 

Nota. * gl: Grados de libertad con corrección Greenhouse-Geisser (e = 0.23). ** p-valor con 

corrección Greenhouse-Geisser. *** Prueba post-hoc de Tukey HSD. 

 

En la Figura 21 se observó una clara tendencia decreciente. La concentración media 

inicial de nitrato fue de 2,60 mg/L (Día 0) y se redujo hasta 0.78 mg/L al finalizar 

el ensayo (Día 10). El análisis estadístico mediante ANOVA de medidas repetidas 

confirmó que esta reducción fue altamente significativa a lo largo del tiempo (F = 

2538; p < 0.001). A diferencia de una estabilización estadística, la prueba post-hoc 

de Tukey (Tabla 16) reveló que la disminución de la concentración se mantuvo 

significativa (p < 0.05) en todas las comparaciones entre días consecutivos, incluso 

en las etapas finales del experimento (Días 6, 8 y 10). Esto indica que el sistema de 

biorremediación continuó removiendo nitratos de manera eficiente hasta el último 

día de muestreo, sin alcanzar una meseta estadística. Finalmente, al contrastar el 

estado final con las referencias normativas, se constató que la concentración al Día 
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10 (0.86 mg/L) se situó por debajo del límite superior reportado para agua de mar 

natural (< 1 mg/L, línea azul) y cumplió holgadamente con el Límite Máximo 

Permisible (LMP = 200 mg/L, indicador rojo). 

 

9.5.1.3. Cinética de Remoción de Nitrito (NO2) 

 

Figura 22  

Cinética de Remoción de Nitrato (NO2) en Sistema de 20000mL 

 

Nota. Cinética de remoción de Nitrito (NO₂) en el sistema de escalado (20000 mL). Los puntos 

representan la concentración media y las barras de error indican la desviación estándar (± DE). 

La línea azul punteada indica el límite superior de concentración en agua  de mar natural (0.6 

µg/L); el indicador rojo discontinuo señala el Límite Máximo Permisible (LMP = 1000 µg/L) 

según TULSMA. 
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Se procedió con la evaluación de los supuestos. La Prueba de Shapiro-Wilk aplicada 

por cada día de muestreo, demostró que todos los grupos de datos seguían una 

distribución normal (p > 0.05 para todos los días). Por lo tanto, se utilizó un ANOVA 

de medidas repetidas (RM-ANOVA) para evaluar el efecto del tiempo sobre la 

concentración de nitrito. Los resultados del RM-ANOVA (Tabla 17) indicaron un 

efecto temporal altamente significativo. No obstante, se observó que el supuesto de 

esfericidad no fue cumplido (Prueba de Levene, p < 0.05), por lo que se reportó el 

estadístico con la corrección de Greenhouse-Geisser. 

 

Tabla 17  

Resumen del análisis estadístico RM-ANOVA para la cinética de remoción de 

Nitrito (NO2). 

Prueba Estadístico (F) gl* p-valor** 
Resultados Post-

hoc*** 

RM-

ANOVA 
5375 

1.213, 

13.34 
1.23×10-72 

Todas las 

comparaciones pareadas 

(Días 0-10) fueron 

significativas (p < 0.01). 

Nota. * gl: Grados de libertad con corrección Greenhouse-Geisser. ** p-valor con corrección 

Greenhouse-Geisser. *** Prueba post-hoc de Tukey HSD 
 

La tendencia observada en la Figura 22 mostró una remoción drástica y constante. 

La concentración media inicial de nitrito fue de 15,00 µg/L (Día 0) y disminuyó 

significativamente en cada intervalo medido, alcanzando un valor final de 2,06 µg/L 
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en el Día 10. El análisis post hoc (Prueba de Tukey HSD) confirmó que la 

concentración en cada punto de muestreo fue estadísticamente diferente de todos 

los demás puntos. Al comparar el estado final con las referencias visuales del 

gráfico, se constató que la concentración al Día 10 (2,06 µg/L) se situó por encima 

del límite superior reportado para agua de mar natural (0,6 µg/L, línea azul), pero 

muy por debajo del Límite Máximo Permisible (LMP = 1000 µg/L, indicador rojo).  

 

9.5.2 Comparación de Eficiencia de Remoción entre Escalas (200 mL 

vs 20000 mL) 

 

Se comparó la eficacia de remoción porcentual final al día diez del tratamiento 

Consorcio 50:50 en los dos ensayos experimentales (Tabla 18). En donde se utilizó 

el porcentaje de remoción para normalizar los datos, lo que permitió una evaluación 

estadística directa de cómo el escalado de 200 mL a 20000 mL impactó en el 

rendimiento del tratamiento.  
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Figura 23  

Comparación de Eficiencia de Remoción Final (Escala botellas vs Escalado) 

 

Nota. Comparación de la eficacia de remoción (%) de Fosfato, Nitrato y Nitrito entre la escala 

de laboratorio (200mL) y el sistema de escalado (20000mL). Las barras representan la media  las 

líneas de error indican la desviación estándar (± DE). 

 

Se realizaron pruebas estadísticas con el fin de comparar ambas escalas 

experimentales para cada nutriente. Primero, se evaluó la normalidad usando la 

prueba de Shapiro-Wilk. Segundamente, dependiendo del cumplimento de 

supuesto, se aplicó la prueba t-Student para muestras independientes (datos 

normales) o la prueba U de Mann-Whitney (datos no son normales).
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Tabla 18  

Resumen estadístico de la comparación de la eficacia de remoción final (%) entre las escalas de 200 mL y 20000 mL. 

Nutriente 
Prueba Estadística 

Utilizada 

Media 200mL 

(%) 

Media 20000mL 

(%) 
Estadístico (t o U) p-valor Significancia 

Fosfato (PO₄) t-test (Welch's) 81.49 74.82 t = 5.729 2,84×10-4 Significativo 

Nitrato (NO₃) Mann-Whitney U 77.62 66.82 U = 0 1,43×10-4 Significativo 

Nitrito (NO₂) t-test (Welch's) 90.81 86.30 t = 2.247 0,055 
No 

Significativo 
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Como se evidencia en la Figura 23 y se confirma en la Tabla 18, la eficacia de 

remoción del Fosfato (p = 2,84×10-4) y del Nitrato (p = 1,43×10-4) fue 

estadísticamente significativa en ambos casos, observándose una eficiencia 

considerablemente mayor en la escala de laboratorio (81.49% para PO₄ y 77.62% 

para NO₃) en comparación con el sistema de escalado (74.82% para PO₄ y 66.82% 

para NO₃). Por el contrario, para el Nitrito, aunque la media de remoción fue mayor 

en 200mL (90.81%) que en 20000 mL (86.30%), esta diferencia no fue 

estadísticamente significativa (p = 0.055). Estos resultados indican que el proceso 

de escalado impactó de forma negativa el rendimiento para la remoción de fosfatos 

y nitratos, mientras que el rendimiento para la remoción de nitritos se mantuvo 

estadísticamente similar entre ambas escalas. 
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10. DISCUSIÓN 

 

La caracterización fisicoquímica del efluente proveniente del canal de descarga nos 

permitió establecer la calidad base antes del tratamiento. Las muestras de agua 

recolectada en la poza presentaron una abundante materia orgánica particulada, 

restos de alimento, mudas de camarón, restos de Artemia y microalgas, entre ellas 

especies como Thalassiosira y Tetraselmis. Los datos fisicoquímicos se midieron 

mediante un método de fotometría para el caso de los nutrientes (nitratos, nitritos y 

fosfatos), mientras que el pH, la salinidad y la temperatura se midieron in situ con 

equipos multiparámetro (pHmetro y refractómetro) calibrados. 

 

Los resultados mostraron pH 7,77 ± 0,05, temperatura 25,33 ± 1,12 °C y salinidad 

39 ± 0,82 ups, además de concentraciones de NO₂⁻ 15,15 ± 0,92 µg/L, NO₃⁻ 2,52 ± 

0,18 mg/L y PO₄³⁻ 0,88 ± 0,01 mg/L. Aunque estos valores estuvieron dentro de los 

límites máximos permisibles del TULSMA (Ministerio del Ambiente del Ecuador, 

2015), superaron significativamente las condiciones del agua marina natural, que 

en el Pacífico tropical oriental presenta salinidades de 30–35 ups, pH entre 7,8 – 

8,2 y bajas concentraciones de nutrientes (nitrato < 1 µmol/L; fosfato ≈ 0,3 µmol/L) 

(Torres et al., 2019). En zonas costeras ecuatorianas como el Estero Salado, los 

valores de nitrato y fosfato son cercanos a 3,4 y 0,5 µM, respectivamente (Ormaza-

González et al., 2024). En comparación, las concentraciones obtenidas en este 
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estudio (NO₃⁻ 40 µM; PO₄³⁻ 28 µM) reflejaron un enriquecimiento de nutrientes 

atribuible a los residuos orgánicos del cultivo de camarón. 

 

Esta sobrecarga evidenció un predominio de procesos de mineralización y 

nitrificación por descomposición de materia orgánica y excretas, lo que coincide 

con lo descrito por Cao et al. (2024) para ambientes hipersalinos, donde la 

evaporación y el escaso recambio aumentan la concentración de nutrientes y alteran 

la estructura microbiana. La presencia simultánea de Thalassiosira y Tetraselmis 

confirmó un ambiente eutrófico, ya que ambos géneros son bioindicadores de 

enriquecimiento en nitrógeno y fósforo (Akinnawo, 2023). El pH ligeramente 

inferior al marino (7,77 frente a 7,8–8,2) se atribuyó a la respiración bacteriana y a 

la descomposición de compuestos nitrogenados que consumen alcalinidad y liberan 

CO₂ (Belliard et al., 2022). En conjunto, aunque el efluente cumplió con los límites 

del TULSMA, su comparación con el agua marina natural evidenció una carga de 

nutrientes 20 a 40 veces mayor, suficiente para generar eutrofización y alterar 

ecosistemas costeros, como se ha observado en el Pacífico colombiano (Duque et 

al., 2022). 

 

La inmovilización facilitó la retención de biomasa y protegió a las células frente a 

las condiciones adversas como la diferencia de salinidad del efluente, permitiendo 

un contacto sostenido con los nutrientes disueltos. Este enfoque ha sido 

ampliamente descrito como ventajoso en comparación con cultivos libres, debido a 
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su mayor estabilidad y a la facilidad de recuperación de la biomasa (de-Bashan & 

Bashan, 2010; Han et al., 2023). 

 

Los resultados mostraron que los tratamientos con microalgas inmovilizadas 

lograron remociones significativas, con porcentajes que variaron entre 65 % y 92 

%, dependiendo del nutriente y la proporción de microalgas. El tratamiento 

consorciado (50:50) fue el más eficiente, con 74,8 ± 2,8 % de PO₄³⁻, 71,4 ± 3,4 % 

de NO₃⁻ y 92,5 ± 5,3 % de NO₂⁻, superando a los monocultivos. Estos valores 

coincidieron con los rangos de eficiencia descritos por Divya Meril et al. (2022), 

Khatoon et al. (2021) y Severo et al. (2024) para sistemas de Chlorella y Tetraselmis 

inmovilizadas en alginato, donde las remociones de N y P oscilaron entre 70–90 %. 

La mayor remoción de nitrito indicó una preferencia metabólica por compuestos 

nitrogenados más reducidos, mientras que la afinidad por el fósforo se atribuyó a la 

capacidad de Chlorella para acumular polifosfatos intracelulares (Li et al., 2020). 

 

El comportamiento sinérgico del consorcio se interpretó como un resultado de la 

integración metabólica entre ambas especies. En donde Chlorella mostró una 

afinidad por el fósforo, mientras que Tetraselmis destacó por su elevada tasa de 

asimilación de nitratos, característica reconocida en este género en bajo condiciones 

salinas según lo descrito en Khatoon et al. (2021) y Mahsa Ghadamzadeh et al. 

(2024). Esta interacción permitió una remoción más equilibrada de nutrientes, lo 

que concuerda con lo reportado por Göncü et al. (2025) y Abinandan et al. (2017), 
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quienes demostraron que los consorcios de microalgas mejoran la asimilación total 

de Nitrógeno y Fósforo mediante una cooperación metabólica. De esta forma se 

confirmó que la inmovilización y el uso de consorcios mejoraron la estabilidad y la 

eficiencia de remoción de nutrientes, lo que establece una base para su evaluación 

a mayor escala. 

 

En la comparación entre escalas, se observó una disminución moderada de 

eficiencia al pasar de 200 mL (botellas) a 20000 mL (peceras). Las remociones en 

microescala alcanzaron 90,81 ± 6,01 % de NO₂⁻, 77,62 ± 1,75 % de NO₃⁻ y 81,49 

± 3,39 % de PO₄³⁻, mientras que en la escala mayor fueron de 86,28 ± 2,77 %, 66,92 

± 3,23 % y 74,81 ± 1,32 %, respectivamente. La reducción (≈ 4 – 11 puntos 

porcentuales) coincidió con lo descrito por Banerjee et al. (2019) y Han et al. 

(2023), quienes reportaron pérdidas similares por limitaciones difusivas y 

gradientes de concentración dentro de las perlas de alginato en reactores estáticos. 

Estudios como los de Divya Meril et al. (2022) y Hu et al. (2021) confirman que la 

falta de mezcla activa provoca la sedimentación parcial de las perlas y menor 

remoción de nutrientes, reduciendo la tasa de asimilación. 

 

Los valores obtenidos en microescala se ubicaron dentro del rango alto para 

microalgas inmovilizadas en alginato en efluentes acuícolas (70–90 %) (Khatoon 

et al., 2021; Li et al., 2020; Severo et al., 2024). La eficiencia del consorcio se 

mantuvo alta pese a la mayor carga volumétrica, lo que refleja la estabilidad del 



113 
 

sistema y su capacidad de adaptación a condiciones difusivamente limitantes. El 

análisis comparativo con cultivos libres evidenció que el sistema inmovilizado 

alcanzó eficiencias equivalentes o superiores a las de Chlorella y Tetraselmis en 

suspensión (Andreotti et al., 2020; Martelli et al., 2024; Nie et al., 2020). La sinergia 

funcional entre ambas especies permitió una mayor remoción de nitrógeno y 

fósforo, respaldando el potencial de los consorcios inmovilizados frente a 

monocultivos (Göncü et al., 2025). 

 

Las concentraciones finales que se obtuvieron estuvieron muy por debajo de los 

límites establecido por el TULSMA (Ministerio del Ambiente del Ecuador, 2015) y 

cercanos a los valores reportados para el agua de mar natural por Torres et al. 

(2019); Ormaza-González et al., (2024), registrándose niveles de NO₃⁻ entre 0,53–

0,86 mg/L y PO₄³⁻ entre 0,16–0,22 mg/L. Aunque las concentraciones de fosfato se 

encontraron elevadas en comparación con las condiciones del agua de mar natural 

(≈0,009 mg/L), estos se mantuvieron dentro de los rangos considerados aceptables 

para evitar procesos de eutrofización según Li et al. (2020). Por lo que, el sistema 

inmovilizado conservó una alta eficiencia operativa y permaneció con los 

estándares ambientales, demostrando una viabilidad técnica para la remoción de 

nutrientes en efluentes marinos o salobres. 

 

El sistema de biorremediación con microalgas inmovilizadas demostró un alto 

rendimiento en la eliminación de compuestos nitrogenados y fosforados, validando 
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su potencial como alternativa tecnológica en el tratamiento de efluentes 

camaroneros. Las remociones promedio superiores al 70 % en todas las escalas 

confirmaron la eficiencia del consorcio Chlorella–Tetraselmis, cuyas eficiencias de 

NO₂⁻ (90,8–86,3 %), NO₃⁻ (77,6–66,9 %) y PO₄³⁻ (81,5–74,8 %) se situaron dentro 

o por encima de los valores reportados para sistemas inmovilizados similares 

(Khatoon et al., 2021; Divya Meril et al., 2022; Li et al., 2020; Severo et al., 2024). 

La ligera pérdida de rendimiento observada al escalar coincidió con lo descrito por 

Banerjee et al. (2019) y Han et al. (2023), quienes atribuyen este comportamiento 

a la reducción de la relación área-volumen y la resistencia difusiva interna de las 

perlas. 

 

El consorcio presentó un equilibrio funcional entre ambas especies: Chlorella 

mostró mayor afinidad por el fósforo, mientras Tetraselmis favoreció la asimilación 

de nitrato en condiciones salinas (Li et al., 2020; Khatoon et al., 2021; Göncü et al., 

2025). Esta sinergia permitió mantener una remoción estable y homogénea, lo que 

respalda las observaciones de de-Bashan & Bashan (2010) sobre la eficiencia de los 

consorcios microalgales inmovilizados. Los resultados finales cumplieron 

ampliamente con los LMP del TULSMA (Ministerio del Ambiente del Ecuador, 

2015) y se acercaron a las condiciones del agua marina natural (Ormaza-González 

et al., 2024), evidenciando la eficacia del tratamiento y su potencial para reducir la 

carga eutrofizante en sistemas costeros.
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11.  CONCLUSIÓN 

 

Se caracterizó el agua residual de acuicultura, determinando que, si bien el efluente 

cumplía con la normativa TULSMA vigente (LMP PO₄²⁻: 10 mg/L; NO₃⁻: 200 

mg/L), presentó un grave desequilibrio ecológico. Las concentraciones iniciales de 

Fosfato (0.88 mg/L), Nitrato (2.52 mg/L) y Nitrito (15.15 µg/L) superaron 

drásticamente los niveles de referencia del agua de mar natural (0.3 mg/L, <1 mg/L 

y 0.1-0.6 µg/L, respectivamente), confirmando que el efluente era un agente causal 

de eutrofización y justificó plenamente la necesidad de un tratamiento. 

 

Los ensayos realizados a una escala de laboratorio en 200 mL, permitió determinar 

que la densidad celular y la proporción alginato/microalgas son factores 

determinantes en la eficiencia de remoción. El consorcio de Chlorella sp. y 

Tetraselmis sp. en una proporción de 50:50 fue el tratamiento más eficaz, que 

alcanzo una remoción de 77.62% ± 1.75 para nitrato, 93.48% ± 5.01 para nitrito y 

85.63% ± 2.14 para fosfato. También, fue el único tratamiento capaz de reducir las 

concentraciones finales a niveles similares o inferiores del agua marina de 

referencia: PO₄³⁻ 0.13 mg/L, NO₃⁻ 0.53 mg/L y NO₂⁻ ≈15 µg/L. 
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El escalado a 20000 mL nos permitió compara las concentraciones iniciales y 

finales, demostrando una disminución significativa de nitrato, nitrito y fosfato 

durante los 10 días de operación. No obstante, se notó una reducción en la eficiencia 

de remoción de nitrato y fosfato en comparación con el ensayo de 200 mL, lo que 

indica limitaciones asociadas a la transferencia de nutrientes y distribución de luz 

en volúmenes mayores, aspectos que deben ser optimizados para su 

implementación en escalas aún mayores. 

 

Los resultados obtenidos validan la viabilidad técnica y económica del uso de 

microalgas inmovilizadas como un sistema de tratamiento terciario. Su simplicidad 

del biorreactor y la estabilidad de las perlas de alginato permiten su implementación 

con modificaciones mínimas de infraestructura, adicionalmente que cuenta con la 

valorización de la biomasa residual, que es rica en lípidos y carbohidratos 

sintetizados a partir de los contaminantes removidos, que al estar inmovilizados en 

el alginato permite su fácil extracción y viabilidad para la producción de 

subproductos como biocombustibles, amortiguando los costos operativos de 

tratamiento. 

 

Por lo que, la utilización de un sistema de biorremediación que emplea microalgas 

inmovilización como son el género Chlorella sp. y Tetraselmis sp. en perlas de 

alginato resulta en una tecnología altamente efectiva y ambientalmente sostenible. 

La evidencia experimental nos permite rechazar la hipótesis nula y confirmar la 
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hipótesis alterna que indica que el sistema especialmente en proporciones de 50:50 

es capaz de reducir la cantidad de nutrientes del agua residual a condiciones 

ecológicamente seguras, lo que le permite convertirse en una alternativa de 

tratamiento de efluentes prometedora. Adicionalmente, nuestro p calculado fue < 

0,001 siendo menor al α (0,05) lo cual nos permite aceptar la hipótesis. 
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12.  RECOMENDACIONES 

 

Optimizar el diseño del biorreactor de escalado. Dado que se observó una 

disminución en la eficiencia al pasar de 200mL a 20000mL, se recomienda que 

futuras investigaciones se enfoquen en la optimización de la ingeniería del sistema. 

Se necesario evaluar configuraciones que mejoren la transferencia de masa y la 

penetración de luz, tales como la implementación de sistemas de agitación suave o 

aireación controlada, con el fin de asegurar que todas las perlas de alginato tengan 

acceso equitativo a los nutrientes y la luz. 

 

Probar el sistema en un biorreactor de flujo continuo. El presente estudio se realizó 

en un sistema por lotes (batch). Para simular de manera más fidedigna la descarga 

constante de un efluente industrial, se recomienda probar el tratamiento de 

Consorcio 50:50 en un biorreactor de flujo continuo, determinando los tiempos de 

retención hidráulica óptimos. 

 

Profundizar en los mecanismos sinérgicos del consorcio. El Consorcio 50:50 

demostró ser el tratamiento más robusto en términos integrales, superando a los 

monocultivos en la remoción de nitrato. Se sugiere desarrollar estudios a identificar 

si la mayor eficiencia se debe a mecanismos de cooperación metabólica entre 
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Chlorella sp. y Tetraselmis sp. o si responde a simplemente división 

complementaria en el uso de recursos y rutas bioquímicas. 

 

Evaluar la robustez del tratamiento bajo diferentes cargas. Aunque el fluente 

caracterizado cumplió con la normativa TULSMA, su composición refleja un 

desequilibrio ecológico. Por ello, se recomienda analizar la resiliencia del 

Consorcio 50:50 frente a efluentes con cargas de iniciales considerablemente 

elevadas, con el objetivo de determinar los umbrales de o inhibición del sistema. 

 

Realizar un análisis tecno-económico del proceso. Una vez optimizado el proceso 

de escalado, se sugiere llevar a cabo un análisis tecnoeconómico que compare los 

costos de implementación y operación (cultivo de microalgas, producción de perlas 

de alginato, mantenimiento del reactor) frente a los costos asociados a métodos 

fisicoquímicos convencionales de tratamiento de efluentes. 
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ANEXOS 

 

 

  

Anexo 1 Cultivo de microalga 

en matraz Erlenmeyer de 100 

mL 

Anexo 2 Tubos de 10 mL con subcepa de 

microalgas 

Anexo 3 Matraz erlenmeyer de 2000 mL de cultivos de 

microalgas 
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Anexo 4. Filtración del agua 

residual en las botellas. 

Anexo 5. Preparación de 

Alginato:Microalga con las tres distintas 

proporciones 

Anexo 6. Formación de 
perlas de alginato al 

reaccionar con el cloruro de 

calcio 

Anexo 7. Limpieza del exceso de cloruro 
de calcio en las perlas por medio de agua 

destilada. 
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Anexo 8. Perlas de alginato en 

botellas de 200mL (Día 1). 

Anexo 9. Perlas de 

alginato en botellas de 

200mL (Día 6). 

Anexo 10. Perlas de alginato en 

botellas de 200mL (Día 10). 

Anexo 11. Réplicas de diseño 

experimental en botellas 
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Anexo 12. Perlas de 
alginato en peceras (20000 

mL) día 0 Anexo 13 Perlas de 
alginato un día después 

de colocarlas. 

Anexo 14 Perlas de 

alginato en el agua 
residual, después del 

séptimo día 

Anexo 15 Perlas e alginato 
en el agua residual, después 

del noveno día 
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Anexo 17 Triplicado de los tratamientos 

en peceras 

Anexo 18 Resultados de los análisis en el 

Fotometro Anexo 19 Coloración de dos distintas 

muestras para analizar nitrato 

Anexo 20 Verificación de datos por 

parte del tutor 

Anexo 16. Filtración de 20000 mL 

de efluente para las peceras 
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Tabla 19  

Registro de parámetros fisicoquímicos del área de muestreo 

Anexo 21 

Parámetro 
Primer 

muestreo 

Segundo 

muestreo 

Tercer 

muestreo 

Cuarto 

muestreo 

Quinto 

muestreo 

Sexto 

muestreo 

Séptimo 

muestreo 

pH 7,8 7,7 7,8 7,8 7,7 7,8 7,8 

Salinidad 40 38 39 39 38 40 39 

Temperatura 26,4 25,7 25,2 23 26,1 25,7 25,2 

Nitrito (NO2) 14,08 15,49 16,46 14,00 15,00 16,00 15,00 

Nitrato (NO3) 2,25 2,42 2,55 2,50 2,40 2,79 2,70 

Fosfato (PO4) 0,89 0,87 0,86 0,90 0,87 0,89 0,88 
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Tabla 20  

Registro de Fosfato en las botellas al inicio y final de los distintos tratamientos. 

Muestreo Replica Tratamiento Nutriente Inicio Final 
Reducción 

Absoluta 

Reducción 

Porcentual 

M1 R1 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,87 0,21 0,66 75,8897819 

M1 R2 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,87 0,20 0,67 76,7255217 

M1 R3 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,90 0,20 0,70 78 

M1 R1 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,90 0,24 0,66 73,3555556 

M1 R2 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,88 0,23 0,65 73,6224954 

M1 R3 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,90 0,23 0,67 74,8888889 

Anexo 22 
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M1 R1 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,90 0,34 0,56 62,1555556 

M1 R2 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,89 0,33 0,55 62,4535316 

M1 R3 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,90 0,30 0,60 66,7555556 

M2 R1 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,86 0,19 0,67 77,7029381 

M2 R2 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,88 0,21 0,68 76,7045455 

M2 R3 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,88 0,22 0,66 74,8806547 

M2 R1 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,86 0,24 0,63 72,3140974 

M2 R2 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,86 0,26 0,59 69,255928 

M2 R3 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,88 0,24 0,64 73,1136364 
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M2 R1 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,88 0,33 0,55 61,9659091 

M2 R2 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,86 0,33 0,53 61,5690401 

M2 R3 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,86 0,32 0,54 63,0498192 

M3 R1 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,87 0,20 0,67 77,3563218 

M3 R2 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,84 0,22 0,63 74,5200284 

M3 R3 
Tetraselmis 

50:50 
PO4 0,86 0,20 0,66 76,8625636 

M3 R1 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,85 0,24 0,61 71,7641532 

M3 R2 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,87 0,25 0,62 70,9310345 

M3 R3 
Tetraselmis 

70:30 
PO4 0,87 0,25 0,62 70,982965 
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M3 R1 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,87 0,33 0,54 62,1609195 

M3 R2 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,87 0,34 0,52 60,1617562 

M3 R3 
Tetraselmis 

90:10 
PO4 0,87 0,36 0,51 59,0114943 

M1 R1 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,89 0,13 0,76 85,8701766 

M1 R2 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,90 0,10 0,80 88,5777778 

M1 R3 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,90 0,11 0,79 87,5222222 

M1 R1 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,88 0,14 0,74 84,3279357 

M1 R2 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,90 0,17 0,73 80,8555556 

M1 R3 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,90 0,17 0,73 81,4111111 
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M1 R1 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,90 0,22 0,68 76 

M1 R2 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,89 0,25 0,64 71,4893141 

M1 R3 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,90 0,22 0,68 75,1111111 

M2 R1 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,88 0,13 0,75 84,8068182 

M2 R2 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,88 0,16 0,72 81,7331813 

M2 R3 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,88 0,09 0,79 89,3977273 

M2 R1 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,88 0,16 0,72 82,1363636 

M2 R2 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,88 0,21 0,67 75,9090909 

M2 R3 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,88 0,18 0,70 79,8636364 
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M2 R1 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,86 0,27 0,59 68,7478321 

M2 R2 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,88 0,29 0,59 67,2812109 

M2 R3 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,87 0,23 0,64 73,1859019 

M3 R1 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,87 0,14 0,73 84,3563218 

M3 R2 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,87 0,15 0,72 83,2068966 

M3 R3 
Chlorella 

50:50 
PO4 0,87 0,13 0,74 85,4482759 

M3 R1 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,87 0,22 0,64 74,3074792 

M3 R2 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,87 0,18 0,69 79,3678161 

M3 R3 
Chlorella 

70:30 
PO4 0,87 0,18 0,69 79,4137931 
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M3 R1 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,84 0,25 0,59 70,0962338 

M3 R2 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,87 0,34 0,52 60,1617562 

M3 R3 
Chlorella 

90:10 
PO4 0,86 0,33 0,53 62,0340168 

M1 R1 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,90 0,16 0,74 82,5444444 

M1 R2 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,88 0,15 0,73 82,5588001 

M1 R3 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,90 0,15 0,75 83,5777778 

M1 R1 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,90 0,19 0,71 78,7333333 

M1 R2 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,90 0,24 0,66 72,9333333 

M1 R3 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,90 0,19 0,71 79,0333333 
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M1 R1 
Consorcio 

90:10 
PO4 0,90 0,26 0,64 70,9444444 

M1 R2 
Consorcio 

90:10 
PO4 0,90 0,31 0,59 65,9888889 

M1 R3 
Consorcio 

90:10 
PO4 0,89 0,29 0,61 67,7823799 

M2 R1 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,88 0,12 0,75 85,877123 

M2 R2 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,88 0,14 0,74 84,1414718 

M2 R3 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,87 0,18 0,69 79,1188619 

M2 R1 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,88 0,22 0,66 74,9545455 

M2 R2 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,86 0,21 0,65 75,755814 

M2 R3 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,87 0,22 0,66 75,194419 
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M2 R1 
Consorcio 

90:10 
PO4 0,88 0,32 0,56 64,0568182 

M2 R2 
Consorcio 

90:10 
PO4 0,87 0,27 0,60 68,8191882 

M2 R3 
Consorcio 

90:10 
PO4 0,88 0,27 0,61 69,0568182 

M3 R1 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,87 0,16 0,71 81,3563218 

M3 R2 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,87 0,22 0,65 74,3563218 

M3 R3 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,86 0,17 0,69 79,9051365 

M3 R1 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,87 0,26 0,61 70,4022989 

M3 R2 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,87 0,24 0,63 72,2873563 

M3 R3 
Consorcio 

70:30 
PO4 0,86 0,22 0,64 74,2263226 
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M3 R1 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,85 0,32 0,52 61,7094219 

M3 R2 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,86 0,33 0,53 62,0340168 

M3 R3 
Consorcio 

50:50 
PO4 0,85 0,30 0,55 64,5210638 

M1 R1 Control 
PO4 

0,90 0,86 0,04 4,130023377 

M1 R2 Control PO4 0,90 0,88 0,02 2,352023186 

M1 R3 Control PO4 0,89 0,87 0,03 2,918157424 

M2 R1 Control 
PO4 

0,87 0,88 -0,01 -1,012192317 

M2 R2 Control PO4 0,87 0,87 0,00 0,011518083 

M2 R3 Control PO4 0,84 0,88 -0,04 -4,339577899 

M3 R1 Control 
PO4 

0,86 0,85 0,01 0,697836706 

M3 R2 Control PO4 0,87 0,85 0,02 1,977011494 
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M3 R3 Control PO4 0,87 0,87 0,00 0,528735632 

Nota. M1: Primer muestreo, M2: Segundo muestreo, M3: Tercer muestreo, R1: Primera replica, R2: Segunda replica, R3: Tercera 

replica. 

 

 

Anexo 23 

Tabla 21  

Registro de Nitrato en las botellas al inicio y final de los distintos tratamientos. 

Muestreo Replica Tratamiento Nutriente Inicio Final 
Reducción 

Absoluta 

Reducción 

Porcentual 

M1 R1 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,31 0,60 1,70 73,8275997 

M1 R2 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,31 0,64 1,67 72,2270252 
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M1 R3 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,19 0,65 1,54 70,3296703 

M1 R1 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,33 0,67 1,66 71,0716126 

M1 R2 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,22 0,83 1,39 62,5523672 

M1 R3 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,25 0,76 1,49 66,3658992 

M1 R1 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,29 1,04 1,24 54,4023094 

M1 R2 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,23 1,02 1,22 54,484024 

M1 R3 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,20 0,95 1,25 56,9909574 

M2 R1 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,36 0,72 1,65 69,5968527 

M2 R2 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,39 0,61 1,78 74,3959127 
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M2 R3 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,42 0,80 1,62 66,9734236 

M2 R1 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,36 0,90 1,46 61,8137109 

M2 R2 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,53 0,92 1,61 63,5982436 

M2 R3 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,56 0,82 1,74 67,8406692 

M2 R1 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,34 1,06 1,28 54,6948558 

M2 R2 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,42 1,07 1,35 55,6753853 

M2 R3 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,61 0,90 1,71 65,6960037 

M3 R1 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,53 0,78 1,75 69,0892546 

M3 R2 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,55 0,93 1,62 63,3987696 
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M3 R3 
Tetraselmis 

50:50 
NO3 2,47 0,80 1,67 67,6590753 

M3 R1 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,52 1,16 1,36 54,0535168 

M3 R2 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,46 0,97 1,49 60,6446106 

M3 R3 
Tetraselmis 

70:30 
NO3 2,47 1,11 1,36 54,9420724 

M3 R1 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,68 1,21 1,47 54,9443988 

M3 R2 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,46 1,25 1,21 49,1654822 

M3 R3 
Tetraselmis 

90:10 
NO3 2,54 1,17 1,38 54,1931934 

M1 R1 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,31 0,82 1,49 64,630448 

M1 R2 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,18 0,70 1,48 67,8795944 
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M1 R3 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,23 0,69 1,54 69,2252511 

M1 R1 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,15 0,86 1,29 60,1164687 

M1 R2 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,24 0,79 1,46 64,8778748 

M1 R3 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,37 0,87 1,50 63,4254377 

M1 R1 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,26 1,09 1,17 51,8294032 

M1 R2 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,19 1,22 0,98 44,4322945 

M1 R3 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,16 1,01 1,15 53,1239883 

M2 R1 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,57 0,88 1,69 65,8803379 

M2 R2 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,37 0,80 1,58 66,4701423 
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M2 R3 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,46 0,81 1,64 66,8960182 

M2 R1 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,36 1,04 1,32 56,0897028 

M2 R2 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,34 0,92 1,42 60,5995809 

M2 R3 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,34 0,98 1,36 58,2599025 

M2 R1 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,44 1,20 1,24 50,8889071 

M2 R2 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,56 1,24 1,32 51,5531591 

M2 R3 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,49 1,22 1,27 50,8910653 

M3 R1 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,49 0,87 1,62 65,0108512 

M3 R2 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,68 0,86 1,82 67,8720861 
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M3 R3 
Chlorella 

50:50 
NO3 2,57 1,11 1,46 56,8780184 

M3 R1 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,46 0,97 1,49 60,5785662 

M3 R2 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,63 1,12 1,51 57,3641346 

M3 R3 
Chlorella 

70:30 
NO3 2,58 1,01 1,57 60,9948861 

M3 R1 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,54 1,30 1,24 48,8909863 

M3 R2 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,39 1,37 1,02 42,5771128 

M3 R3 
Chlorella 

90:10 
NO3 2,61 1,32 1,29 49,4045568 

M1 R1 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,22 0,47 1,76 79,0141225 

M1 R2 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,26 0,49 1,77 78,2957416 
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M1 R3 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,28 0,55 1,73 76,0045572 

M1 R1 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,23 0,57 1,66 74,5398361 

M1 R2 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,27 0,64 1,64 71,9034428 

M1 R3 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,22 0,60 1,62 73,0661612 

M1 R1 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,13 0,78 1,35 63,4992246 

M1 R2 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,29 0,86 1,43 62,3319951 

M1 R3 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,41 0,75 1,67 69,0988902 

M2 R1 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,33 0,48 1,85 79,2826805 

M2 R2 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,37 0,49 1,88 79,477549 
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M2 R3 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,32 0,51 1,81 78,1422414 

M2 R1 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,45 0,80 1,65 67,2433491 

M2 R2 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,34 0,70 1,64 70,186521 

M2 R3 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,42 0,54 1,88 77,7828316 

M2 R1 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,30 0,93 1,37 59,4262117 

M2 R2 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,40 0,88 1,53 63,5996839 

M2 R3 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,53 1,06 1,47 58,0935038 

M3 R1 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,52 0,65 1,86 74,0926257 

M3 R2 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,60 0,60 2,01 77,084454 
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M3 R3 
Consorcio 

50:50 
NO3 2,40 0,55 1,86 77,1617519 

M3 R1 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,54 0,83 1,71 67,2013558 

M3 R2 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,67 0,78 1,88 70,6645665 

M3 R3 
Consorcio 

70:30 
NO3 2,54 0,74 1,80 70,7199937 

M3 R1 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,68 1,08 1,60 59,8185958 

M3 R2 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,76 1,14 1,62 58,8580538 

M3 R3 
Consorcio 

90:10 
NO3 2,40 0,88 1,52 63,4817409 

M1 R1 Control NO3 2,30 2,30 -0,0025 -0,108714559 

M1 R2 Control NO3 2,23 2,28 -0,0531 -2,383517371 

M1 R3 Control NO3 2,21 2,19 0,0209 0,947459087 
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M2 R1 Control NO3 2,46 2,29 0,1734 7,042196321 

M2 R2 Control NO3 2,22 2,51 -0,2935 -13,23025604 

M2 R3 Control NO3 2,55 2,42 0,1295 5,083614666 

M3 R1 Control NO3 2,53 2,44 0,0901 3,565633781 

M3 R2 Control NO3 2,46 2,57 -0,111 -4,514580876 

M3 R3 Control NO3 2,68 2,39 0,2902 10,81866985 

Nota. M1: Primer muestreo, M2: Segundo muestreo, M3: Tercer muestreo, R1: Primera replica, R2: Segunda replica, R3: Tercera 

replica. 
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Anexo 24 

Tabla 22  

Registro de Nitrito en las botellas al inicio y final de los distintos tratamientos. 

Muestreo Replica Tratamiento Nutriente Inicio Final 
Reducción 

Absoluta 

Reducción 

Porcentual 

M1 R1 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 15,05 1,38 13,67 90,8305648 

M1 R2 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 14,78 1,19 13,59 91,9485792 

M1 R3 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 13,59 3,07 10,52 77,4098602 

M1 R1 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 13,13 2,73 10,40 79,2079208 

M1 R2 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 14,16 0,69 13,47 95,1271186 
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M1 R3 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 13,56 2,34 11,22 82,7433628 

M1 R1 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 13,26 0,86 12,40 93,5143288 

M1 R2 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 15,54 2,80 12,74 81,981982 

M1 R3 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 13,49 1,39 12,10 89,6960712 

M2 R1 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 14,82 2,19 12,63 85,2226721 

M2 R2 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 14,16 0,00 14,16 100 

M2 R3 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 15,57 0,00 15,57 100 

M2 R1 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 15,62 1,81 13,81 88,4122919 

M2 R2 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 16,15 0,98 15,17 93,9318885 
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M2 R3 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 15,29 2,97 12,32 80,5755396 

M2 R1 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 14,15 1,34 12,81 90,5300353 

M2 R2 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 15,70 2,73 12,97 82,611465 

M2 R3 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 15,16 3,05 12,11 79,8812665 

M3 R1 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 18,00 0,00 18,00 100 

M3 R2 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 17,44 2,63 14,81 84,9197248 

M3 R3 
Tetraselmis 

50:50 
NO2 16,01 0,43 15,58 97,3141786 

M3 R1 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 16,63 1,99 14,64 88,0336741 

M3 R2 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 16,57 3,13 13,44 81,1104406 



165 
 

M3 R3 
Tetraselmis 

70:30 
NO2 16,47 1,16 15,31 92,9568913 

M3 R1 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 17,24 2,36 14,88 86,3109049 

M3 R2 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 16,73 2,88 13,85 82,7854154 

M3 R3 
Tetraselmis 

90:10 
NO2 17,24 3,55 13,69 79,4083527 

M1 R1 
Chlorella 

50:50 
NO2 14,47 0,94 13,53 93,503801 

M1 R2 
Chlorella 

50:50 
NO2 13,69 0,19 13,50 98,6121256 

M1 R3 
Chlorella 

50:50 
NO2 13,36 1,13 12,23 91,5419162 

M1 R1 
Chlorella 

70:30 
NO2 13,67 1,70 11,97 87,5640088 

M1 R2 
Chlorella 

70:30 
NO2 15,66 2,09 13,57 86,6538953 
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M1 R3 
Chlorella 

70:30 
NO2 14,29 1,06 13,23 92,5822253 

M1 R1 
Chlorella 

90:10 
NO2 12,25 1,19 11,06 90,2857143 

M1 R2 
Chlorella 

90:10 
NO2 13,59 1,71 11,88 87,4172185 

M1 R3 
Chlorella 

90:10 
NO2 15,04 2,22 12,82 85,2393617 

M2 R1 
Chlorella 

50:50 
NO2 15,19 0,29 14,90 98,0908492 

M2 R2 
Chlorella 

50:50 
NO2 15,60 0,98 14,62 93,7179487 

M2 R3 
Chlorella 

50:50 
NO2 15,36 1,93 13,43 87,4348958 

M2 R1 
Chlorella 

70:30 
NO2 15,71 2,08 13,63 86,7600255 

M2 R2 
Chlorella 

70:30 
NO2 17,60 1,56 16,04 91,1363636 
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M2 R3 
Chlorella 

70:30 
NO2 16,59 1,25 15,34 92,4653406 

M2 R1 
Chlorella 

90:10 
NO2 14,78 3,67 11,11 75,1691475 

M2 R2 
Chlorella 

90:10 
NO2 16,81 3,13 13,68 81,3801309 

M2 R3 
Chlorella 

90:10 
NO2 14,69 1,78 12,91 87,8829135 

M3 R1 
Chlorella 

50:50 
NO2 16,16 0,00 16,16 100 

M3 R2 
Chlorella 

50:50 
NO2 14,62 0,98 13,64 93,2968536 

M3 R3 
Chlorella 

50:50 
NO2 18,10 2,70 15,40 85,0828729 

M3 R1 
Chlorella 

70:30 
NO2 14,91 2,32 12,59 84,4399732 

M3 R2 
Chlorella 

70:30 
NO2 17,33 0,22 17,11 98,7305251 
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M3 R3 
Chlorella 

70:30 
NO2 17,69 2,99 14,70 83,0977954 

M3 R1 
Chlorella 

90:10 
NO2 15,60 3,66 11,94 76,5384615 

M3 R2 
Chlorella 

90:10 
NO2 15,42 2,10 13,32 86,381323 

M3 R3 
Chlorella 

90:10 
NO2 16,00 2,61 13,39 83,6875 

M1 R1 
Consorcio 

50:50 
NO2 13,80 1,32 12,48 90,4347826 

M1 R2 
Consorcio 

50:50 
NO2 15,18 0,00 15,18 100 

M1 R3 
Consorcio 

50:50 
NO2 13,98 1,73 12,25 87,6251788 

M1 R1 
Consorcio 

70:30 
NO2 13,58 1,11 12,47 91,826215 

M1 R2 
Consorcio 

70:30 
NO2 14,45 0,84 13,61 94,1868512 
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M1 R3 
Consorcio 

70:30 
NO2 14,88 0,72 14,16 95,1612903 

M1 R1 
Consorcio 

90:10 
NO2 14,78 1,61 13,17 89,1069012 

M1 R2 
Consorcio 

90:10 
NO2 12,75 0,26 12,49 97,9607843 

M1 R3 
Consorcio 

90:10 
NO2 14,31 2,30 12,01 83,9273235 

M2 R1 
Consorcio 

50:50 
NO2 15,42 1,69 13,73 89,0402075 

M2 R2 
Consorcio 

50:50 
NO2 15,35 3,04 12,31 80,1954397 

M2 R3 
Consorcio 

50:50 
NO2 15,48 0,24 15,24 98,4496124 

M2 R1 
Consorcio 

70:30 
NO2 15,71 2,28 13,43 85,486951 

M2 R2 
Consorcio 

70:30 
NO2 16,39 2,79 13,60 82,9774253 
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M2 R3 
Consorcio 

70:30 
NO2 15,74 0,42 15,32 97,3316391 

M2 R1 
Consorcio 

90:10 
NO2 13,14 0,94 12,20 92,8462709 

M2 R2 
Consorcio 

90:10 
NO2 14,10 2,98 11,12 78,8652482 

M2 R3 
Consorcio 

90:10 
NO2 17,84 2,37 15,47 86,7152466 

M3 R1 
Consorcio 

50:50 
NO2 17,28 1,09 16,19 93,6921296 

M3 R2 
Consorcio 

50:50 
NO2 17,16 2,17 14,99 87,3543124 

M3 R3 
Consorcio 

50:50 
NO2 15,91 1,51 14,40 90,5091138 

M3 R1 
Consorcio 

70:30 
NO2 16,63 1,57 15,06 90,5592303 

M3 R2 
Consorcio 

70:30 
NO2 17,29 0,31 16,98 98,2070561 
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M3 R3 
Consorcio 

70:30 
NO2 15,55 0,52 15,03 96,6559486 

M3 R1 
Consorcio 

90:10 
NO2 14,80 3,81 10,99 74,2567568 

M3 R2 
Consorcio 

90:10 
NO2 15,36 2,35 13,01 84,7005208 

M3 R3 
Consorcio 

90:10 
NO2 16,23 2,73 13,50 83,1792976 

M1 R1 Control NO2 12,79 12,56 0,23 1,798279906 

M1 R2 Control NO2 15,33 12,77 2,56 16,69928245 

M1 R3 Control NO2 13,94 11,47 2,47 17,71879484 

M2 R1 Control NO2 15,96 13,09 2,87 17,98245614 

M2 R2 Control NO2 16,93 14,06 2,87 16,95215594 

M2 R3 Control NO2 14,22 14,09 0,13 0,914205345 

M3 R1 Control NO2 17,24 15,71 1,53 8,874709977 
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M3 R2 Control NO2 17,12 16,53 0,59 3,446261682 

M3 R3 Control NO2 16,92 17,26 -0,34 -2,009456265 

Nota. M1: Primer muestreo, M2: Segundo muestreo, M3: Tercer muestreo, R1: Primera replica, R2: Segunda replica, R3: Tercera 

replica. 

 

Anexo 25 

Tabla 23  

Registro de Fosfato, Nitrato y Nitrito, a lo largo de los diez días de tratamiento. 

M1 

 

Dia 

Replica 1 Replica 2 Replica 3 

PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) 

0 0,9 2,48 14,2 0,89 2,51 13,8 0,9 2,51 14 

2 0,66 1,88 8 0,63 1,92 7,6 0,65 1,9 7,8 

4 0,49 1,5 4,3 0,48 1,55 4 0,5 1,52 4,5 

6 0,36 1,18 3,1 0,35 1,21 2,9 0,37 1,16 3,3 
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8 0,28 0,95 2,2 0,27 0,98 2 0,29 0,93 2,4 

10 0,23 0,78 1,9 0,22 0,79  1,7 0,24 0,76 2 

M2 

 

Dia 

Replica 1 Replica 2 Replica 3 

PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) 

0 0,87 2,41 14,8 0,88 2,39 15,3 0,86 2,4 14,9 

2 0,61 1,81 8,4 0,62 1,79 8,8 0,6 1,8 8,5 

4 0,46 1,46 4,7 0,48 1,43 5,1 0,45 1,45 4,8 

6 0,35 1,16 3,4 0,36 1,14 3,7 0,34 1,17 3,5 

8 0,27 0,91 2,4 0,28 0,89 2,6 0,26 0,92 2,3 

10 0,21 0,71 2 0,23 0,73 2,2 0,2 0,7 1,9 

M3 

 

Dia 

Replica 1 Replica 2 Replica 3 

PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) 

0 0,87 2,8 16,3 0,9 2,79 15,8 0,89 2,79 15,9 

2 0,63 2,13 9,3 0,65 2,1 8,9 0,64 2,11 9 

4 0,48 1,71 5,2 0,5 1,68 4,9 0,49 1,69 5 

6 0,36 1,36 4,1 0,38 1,33 3,8 0,37 1,34 3,9 
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8 0,28 1,06 2,9 0,29 1,04 2,6 0,28 1,05 2,7 

10 0,22 0,86 2,5 0,23 0,84 2,3 0,23 0,84 2,3 

M4 

 

Dia 

Replica 1 Replica 2 Replica 3 

PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) PO4 (ppm) NO3 (ppm) NO2 (ppb) 

0 0,89 2,68 14,8 0,87 2,71 15,2 0,88 2,7 15 

2 0,62 2,06 8,5 0,64 2,03 8,1 0,63 2,05 8,3 

4 0,48 1,61 4,8 0,5 1,58 4,4 0,49 1,6 4,6 

6 0,36 1,31 3,5 0,38 1,28 3,2 0,37 1,3 3,4 

8 0,27 1,01 2,4 0,29 0,98 2,1 0,23 1 2,3 

10 0,23 0,81 2,1 0,21 0,78 1,8 0,22 0,8 2 

Nota. M1: Primer muestreo, M2: Segundo muestreo, M3: Tercer muestreo, M4: Cuarto muestreo. 

 


