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“Mejor es adquirir sabiduría que oro preciado; y adquirir 

inteligencia vale más que la plata” 
(Proverbios 16:16) 

 
 
 

“La mente es como un paracaídas, sólo funciona si se abre” 
(Albert Einstein) 

 
 

 
“Lo que hace al desierto tan bello es que esconde un pozo de 

agua en algún lado” 
(Antoine de Saint-Exupéry) 

 
 
 

“El tiempo es el mejor autor: siempre encuentra el final perfecto” 
(Charles Chaplin) 

 
 
 

“Solamente cuando vea el último árbol derrumbado, o el último 
animal extinto y el último río contaminado, el hombre verá que no 

se puede comer dinero” 
(Proverbio indígena) 
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RESUMEN 

El presente trabajo se realizó con el fin de evaluar la efectividad del método de 

sedimentación para la cosecha de microalgas en un cultivo de Scenedesmus 

obliquus y un cultivo mixto (Scenedesmus obliquus-Desmodesmus spp). Las 

microalgas se cultivaron en agua residual (grupo control) y agua residual 

enriquecida con lixiviado en una proporción del 10% (grupo experimental). En 

estos cultivos se evaluó la producción de biomasa, la remoción de nutrientes y la 

cuantificación de carbohidratos y lípidos. Para la evaluación de la sedimentación 

los cultivos fueron colocados en conos imhoff y puestos a sedimentar durante un 

lapso de 10080 minutos (7 días). Se obtuvo que para el cultivo de S. obliquus la 

recuperación de biomasa fue del 36% en agua residual y 37% en agua residual 

enriquecida con lixiviado mientras para el cultivo mixto fue del 72% y 73% 

respectivamente. Se determinaron las ventajas y desventajas del uso de la 

sedimentación como método de cosecha.  Por lo que a partir de los resultados 

obtenidos se concluye que: a) el porcentaje de lixiviado utilizado afectó la 

producción de biomasa; b) los cultivos de S. obliquus y Desmodesmus spp. son 

una opción para el tratamiento de lixiviados; c) el tipo de microalga utilizada influye 

directamente en el proceso de sedimentación; d) la principal desventaja de la 

sedimentación es el tiempo que se invierte en dicho método.  

 

  



   
 

13 
 

INTRODUCCIÓN 

Actualmente existen dos grandes problemas que enfrenta el mundo en el área 

energética: la disminución de las reservas petroleras y la contaminación causada 

por la quema de combustibles fósiles.  

Durante muchas décadas los combustibles fósiles han sido la principal fuente de 

energía y también el principal motor de la economía mundial, sin embargo, no se 

han descubierto nuevos yacimientos petroleros de gran importancia o impacto en 

la producción mundial, la Agencia  Internacional de la Energía (AIE) señala la 

necesidad de desarrollar tecnologías que sustituyan el uso de petróleo, ya que 

para 2020 se pronostica la disminución de la producción de petróleo convencional. 

Uno de los retos más importantes que enfrentará la sociedad en las próximas 

décadas será cubrir la creciente demanda de energía de forma segura y 

sustentable que permita cubrir la demanda energética de las actividades 

antropogénicas (Fernández, et. al., 2012). 

Entre las diversas fuentes potenciales de energía renovable, los biocombustibles 

son los de mayor interés (Peralta, et.al., 2012). Sin embargo, la sostenibilidad de 

producción de los biocombustibles se ha visto fuertemente  cuestionada ya que la 

demanda de cultivos tradicionales como, aceite de canola, soja o girasol destinado 

a los biocombustibles de primera generación y maíz, caña de azúcar destinado a 

los biocombustibles de segunda generación aumenta el riesgo de cambio de uso 

de suelo al ser mayor el número de áreas de cultivo requeridas (Bermeo, 2011; 

Tapia, et.al., 2015). Los expertos han reconocido el biocombustible obtenido a 

partir de microalgas (biocombustibles de tercera generación) como una opción 

viable para disminuir la dependencia a los combustibles fósiles y reducir las 

emisiones de gases de efecto invernadero (Gupta, et. al., 2017). 

Además del uso que se le da a las microalgas para la producción de 

biocombustibles, también se presentan como una alternativa para la 

biorremediación de medios acuáticos, ya que permiten la remoción de fósforo y 

nitratos del agua, debido a que lo usan como alimento para poder potencializar su 
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crecimiento, por lo que el uso de aguas residuales como medio de cultivo es una 

ventaja ya que mientras las microalgas eliminan el exceso de nutrientes en las 

aguas residuales, al mismo tiempo acumulan biomasa con elevado valor, como 

materia prima para la producción de energía a un mejor costo (Ayala, 2015; 

Bermeo, 2011). Los lixiviados de rellenos sanitarios contienen altas 

concentraciones de nitrógeno (1,000 a 5,000 mg/) y fósforo así como otros 

compuestos por lo que pueden ser utilizados como una alternativa para ser medio 

de cultivo de microalgas (Zhao, et. al., 2014; Sforza, et. al., 2015).  

Una de las principales limitaciones en el cultivo de microalgas es el método de 

cosecha. De hecho, es considerado el paso más costoso y complejo del sistema, 

el cual depende en gran medida de las características del cultivo. La selección del 

método de cosecha es de gran importancia para la economía durante el proceso 

producción de biocombustibles puesto que puede encarecer el costo total entre 

20-30% (Hernández y Labbé, 2014).   

A pesar de la amplia gama de aplicaciones, la cosecha de microalgas todavía no 

es económicamente viable, por lo que se han realizado diversos estudios para 

lograr una reducción de costos (Barros et. al., 2015). 

En este contexto, en el presente trabajo se evaluó la recuperación de biomasa 

microalgal de Scenedesmus obliquus y un cultivo mixto (Scenedesmus obliquus y 

Desmodesmus spp.) utilizando agua residual y agua residual enriquecida con 

lixiviado como medios de cultivo, mediante el método de cosecha de 

sedimentación por gravedad. Se monitoreo la generación de biomasa, 

carbohidratos y lípidos durante la duración de la curva de crecimiento (40 y 44 

días respectivamente), así como la remoción de nutrientes en ambos medios de 

cultivo.  
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1. MARCO TEÓRICO 

1.1 Panorama Energético Mundial 

En 2015 la producción mundial de energía primaria totalizó 13,790.02 millones de 

toneladas equivalentes de petróleo (MMtep), 0.6% mayor que en 2014. Los países 

con mayor producción primaria fueron China, Estados Unidos, Rusia, Arabia 

Saudita e India, con participaciones de 18.1%, 14.6%, 9.7%, 4.7% y 4.0% 

respectivamente. México se situó en el decimoquinto lugar, con 1.5% de la energía  

total producida en todo el mundo (SENER, 2017).  

Figura 1: Producción mundial de energía primaria, 2015, 13,790.02 MMtep (SENER, 2017). 

 

Actualmente alrededor del 80% de la demanda mundial de energía se satisface a 

partir de combustibles fósiles. Un problema es la reducción de las reservas de 

estos combustibles así como las dificultades para su extracción, esta situación es 

particularmente difícil en el sector del transporte, donde no hay grandes 

alternativas para sustituir a los combustibles fósiles (Peralta, et. al., 2012; Mata, et. 

al., 2010).  
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1.2 Sector energético en México  

Entre 2000 y 2011, el consumo de energía en México se incrementó en promedio 

2% anual, mientras que la producción primaria de energía se redujo 0.3%. La 

producción de petróleo alcanzó su máximo entre 2000 y 2004 (3.3 millones de 

barriles diarios) para descender a 2.5 millones de barriles por día en el 2012.         

A pesar de que las inversiones en exploración y producción de hidrocarburos casi 

se triplicaron en los últimos 10 años (pasaron de 113,332 millones de pesos en 

2004 a 301,682 millones de pesos en 2014). Para el mismo periodo, las reservas 

probadas de petróleo también han disminuido en más de 30%, pasando de 

18,895.2 millones de barriles de petróleo crudo equivalente (Mmbpce) a 13,017.4 

Mmbpce, al igual que las reservas probables, las cuales decrecieron un 29%, de 

16,005.1 Mmbpce a 11,377.2 Mmbpce. En este periodo, México se ha convertido 

en un importador neto de gasolina, diésel, gas natural, gas licuado de petróleo 

(GLP) y productos petroquímicos. De continuar con esta tendencia es probable 

que México enfrente un déficit energético para 2020. De acuerdo con la 

información del Sistema de Información Energética de la Secretaría de Energía 

(SENER), el consumo total de energía en el año 2014 ascendió a 4895.79 

Pentajoules (PJ). El sector transporte se ubicó como el más intensivo en energía, 

representando casi el 50% del consumo total, seguido por el sector industrial con 

32.08%. Para el mismo año, el consumo energético del sector residencial alcanzó 

15.4% mientras que los sectores comercial y agropecuario representaron 2.76% y 

3.26%, respectivamente. Según el Inventario Nacional de Emisiones de Gases de 

Efecto Invernadero (INEGEI), entre 1990 y 2006 el sector energético fue la 

principal fuente de emisiones de GEI en el país, alcanzando el 60.7% del total 

(SENER, 2016). Los biocombustibles pueden constituir una alternativa 

prometedora para subsanar dicha problemática, ya que pueden reemplazar 

parcialmente el uso de los combustibles fósiles (Serna, et. al., 2011). 
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1.3 Biocombustibles  

Los biocombustibles son aquellos biocarburantes como alcoholes, éteres, ésteres 

y otros productos químicos que provienen de compuestos orgánicos de base 

celulósica (biomasa) extraída de tejidos de plantas y animales, los residuos de la 

agricultura y de la actividad forestal, y de algunos desechos industriales, por 

ejemplo los de la industria de la alimentación. El término biomasa, se refiere a 

cualquier tipo de materia orgánica que haya tenido su origen a partir de 

organismos vivos; el concepto de biomasa comprende productos tanto de origen 

vegetal como de origen animal (Salinas y Gasca, 2009; Espinosa de Aquino, et. 

al., 2009).  

1.3.1 Clasificación de biocombustibles 

A los biocombustibles, se les clasifica de acuerdo al insumo o materia prima y a la 

tecnología empleada para producirlos, en biocombustibles de primera, segunda, 

tercera y cuarta generación (Maciel, 2009): 

Los de primera generación son de procedencia agrícola y están conformadas por 

las partes alimenticias de las plantas, las cuales tienen un alto contenido de 

almidón, azúcares y aceites. Ejemplos de estas materias son el jugo de la caña de 

azúcar, granos de maíz, jugo de betabel, aceites de semilla de girasol, de soya, de 

palma, de ricino, de algodón, de coco, de cacahuate, entre otros.  También se 

emplean como insumos las grasas animales, grasas y aceites de desecho 

provenientes de la cocción y elaboración de alimentos, así como desperdicios 

sólidos orgánicos. La producción de estos biocombustibles se lleva a cabo 

utilizando tecnología convencional como la fermentación (para azúcares y 

carbohidratos) obteniendo metanol, etanol y n-butano; transesterificación (para 

aceites y grasas) que da como resultado biodiesel y la digestión anaerobia (para 

los desperdicios orgánicos) teniendo biogás.  

Los de segunda generación utilizan de insumos a los residuos agrícolas y 

forestales compuestos principalmente por celulosa. Algunos ejemplos de estos 
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insumos son el bagazo de la caña de azúcar, el rastrojo de maíz (tallo, hojas y 

olote), paja de trigo, paja de trigo, aserrín, hojas y ramas secas de árboles.   

Para estos, los procesos de producción tienen una complejidad más alta que los 

de primera generación y entre ellos destacan la sacarificación-fermentación y el 

proceso Fischer-Tropsch que permiten la fabricación de etanol, metanol, gas de 

síntesis, biodiesel, 2.5-dimetilfurano, entre otros.  

Para los biocombustibles de tercera generación los insumos utilizados son 

vegetales no alimenticios de crecimiento rápido y con una alta densidad energética 

almacenada en sus componentes químicos, por lo que se les denomina “cultivos 

energéticos”. Entre estos vegetales están los pastos perennes, árboles y plantas 

de crecimiento rápido, algas verdes y cianobacterias. Los procesos de obtención 

de estos biocombustibles se encuentran en fase de desarrollo, sin embargo, se ha 

logrado producir biodiesel y etanol a nivel piloto.  

En los biocombustibles de cuarta generación la materia prima utilizada son 

microalgas o bacterias manipuladas genéticamente para mejorar la eficiencia del 

proceso así como mejorar la captación y almacenamiento de carbono (CAC) a 

medida que el cultivo crece (Sanz, 2016).  

Una de las alternativas más utilizadas ha sido la de la producción de 

biocombustibles de tercera generación utilizando microalgas, ya que a diferencia 

de los biocombustibles de primera y segunda generación no compiten por los 

recursos propios de la agricultura como las tierras de cultivo y agua de buena 

calidad (MALGAS, 2014). 

1.4 Microalgas   

Las microalgas son organismos procariontes (cianobacterias) o eucariontes (algas 

verdes, algas rojas o diatomeas). Las microalgas se encuentran presentes en 

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

bajo un amplio rango de temperaturas, pH y disponibilidad de nutrientes.  
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Se han identificado alrededor de 40,000 especies aunque se estima que existen 

más de 100,000 (Garibay, et. al., 2009; Mata, et. al., 2010).   

El uso de microalgas ha despertado gran interés en los últimos años debido, 

principalmente, a su plasticidad metabólica y su elevada velocidad de crecimiento. 

Las fases de crecimiento de un cultivo típico de microalgas son cinco, que se 

definen por el número de células presentes en un tiempo (edad) determinado y por 

las condiciones generales del cultivo: fase de latencia, fase de adaptación o inicial, 

fase exponencial o desarrollo logarítmico, fase estacionaria y la fase de 

declinación o muerte (García, et. al., 2017). 

Las principales ventajas del uso de las microalgas son las siguientes (Gouveia, 

2011):  

 Tienen mayor rendimiento de crecimiento y producción de biomasa por 

hectárea, aproximadamente 3.8% frente a un 0.5% que producen los 

cultivos energéticos convencionales a partir de plantas terrestres como 

caña de azúcar, palma o maíz.  

 Tienen una alta capacidad para capturar CO2. 

 Son capaces de crecer en un medio líquido marino o aguas residuales, lo 

que reduce el consumo de agua dulce para su producción. 

 Se utilizan para la biorremediación de aguas residuales (industriales y 

municipales) ya que utilizan el nitrógeno y fósforo para su crecimiento.  

 Pueden ser cultivadas en áreas no aptas para la agricultura por lo que no 

compiten por las zonas cultivables.  

 La producción de biomasa no es estacional por lo que puede ser cosechada 

prácticamente todo el año.  

 Los cultivos pueden manipularse para producir una alta concentración de la 

materia prima deseada.  

 Pueden ser cultivadas sin el uso de fertilizantes y pesticidas, lo que resulta 

en menos contaminación para el cultivo.  

 Tienen un impacto ambiental mínimo.  
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 Además de su utilidad como bioremediadores de aguas residuales 

producen biomasa con un valor añadido generando co-productos o 

subproductos (por ejemplo: proteínas, polisacáridos, pigmentos, 

biopolímeros, alimentos para animales o fertilizantes), además de ser una 

fuente de energía en la generación de biocombustibles (combustible para 

aviones, gasolina de aviación, biodiesel, gasolina y bioetanol). No obstante, 

las microalgas poseen otros compuestos como los carbohidratos (20-30%), 

lípidos (10-30%) y proteínas (30-60%), estos porcentajes varían en función 

de la especie y las condiciones de cultivo.  

1.4.1 Composición bioquímica de las microalgas 

La concentración de proteínas, carbohidratos y lípidos de las microalgas puede 

modificarse alterando las condiciones ambientales como: concentración de 

nutrientes, temperatura, intensidad luminosa, así como el estado fisiológico, edad 

de la población, densidad de la población, desarrollo autotrófico o heterotrófico.  

a) Carbohidratos: Son los principales productos derivados de la fotosíntesis y 

el metabolismo de fijación de carbono. La fotosíntesis se puede expresar 

como una reacción redox impulsada por energía lumínica en la que el 

dióxido de carbono y el agua se convierte en carbohidratos y oxígeno. La 

conversión es tradicionalmente dividida en dos etapas, las llamadas 

reacciones de luz y oscuridad (Figura 2). En las reacciones de luz, que 

están ligadas a la membrana la energía de la luz se convierte en energía 

química que proporciona un reductor bioquímico NADPH2 y un compuesto 

ATP de alta energía. En las reacciones oscuras, que tienen lugar en el 

estroma, NADPH2 y ATP son utilizados en la reducción bioquímica 

secuencial de dióxido de carbono a carbohidratos. Los azúcares pueden 

presentarse como monosacáridos, disacáridos, oligosacáridos o 

polisacáridos. Los carbohidratos se pueden acumular como material de 

reserva como el almidón o convertirse en un componente principal de la 

pared celular (por ejemplo, celulosa, pectina y polisacáridos). Las paredes 

celulares de microalgas consisten principalmente en pared celular interna y 
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una pared celular externa, que se pueden agrupar en tres tipos: 1) una capa 

externa trilaminar, 2)  una monocapa exterior delgada y 3) sin una capa 

externa. La composición de la pared celular externa varía de una especie a 

otra, pero usualmente contiene polisacáridos específicos, como pectina, 

agar y alginato. La pared celular interna de las microalgas está compuesta 

principalmente de celulosa y otros materiales (como hemicelulosa y 

glicoproteína). Las microalgas se consideran una materia prima 

prometedora para la producción de bioetanol porque tienen células basadas 

en paredes celulares de celulosa, con almidón acumulado como fuente 

principal de carbohidratos. Tanto el almidón como la mayoría de los 

polisacáridos de la pared celular se pueden convertir en azúcares 

fermentables para la posterior producción de bioetanol a través de 

fermentación microbiana (Chen, et. al., 2013; Richmond, 2004).  

 

 

 

 

 

Figura 2: Productos principales de las reacciones de luz y oscuridad (Richmon, 2004).  

 

Las rutas metabólicas de síntesis de carbohidratos y lípidos están estrechamente 

relacionadas, ya que la fotosíntesis convierte el CO2 en glicerato-3-fosfato (G3P) 

que es un material de partida de compuestos de almacenamiento que incluye 

lípidos y carbohidratos. La ruta biosintética para la producción de lípidos se inicia 

mediante la transformación de G3P en piruvato y posteriormente a acetil-CoA en 

el plástido.  

Lípidos: La fracción lipídica puede dividirse en dos grupos principales: los lípidos 

polares (que incluyen glicolípidos y fosfolípidos) y los lípidos neutros (que incluyen 

a los triglicéridos, diglicéridos, hidrocarburos, alquenonas, esteroles y pigmentos). 
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La mayoría de los lípidos microalgales son lípidos polares, que son componentes 

de membranas; y los triglicéridos que son una reserva de ácidos grasos para la 

división celular, energía metabólica, mantenimiento de la membrana, síntesis y 

una amplia variedad de funciones fisiológicas. Los triglicéridos pueden llegar a 

constituir hasta el 80% del total de lípidos en microalgas eucariotas. Las 

cantidades relativas de cada clase de lípido en las células microalgales pueden 

cambiar considerablemente con variaciones de las condiciones de cultivo. El alto 

contenido de lípidos está asociado a la síntesis de triacilgliceroles (TAG), lípidos 

con alto porcentaje de ácidos grasos y ausencia de fosfato, que son ideales para 

la producción de biodiesel por su baja sensibilidad a la oxidación (Band, 1999; 

(Fernández, et. al., 2012). 

Los cultivos de microalgas presentan la ventaja de que el contenido  de 

carbohidratos y lípidos  puede ser controlado en función de las condiciones de 

cultivo, principalmente mediante la limitación de nutrientes, sin embargo, aunque 

la limitación de nutrientes principalmente el nitrógeno, logra aumentar 

significativamente el contenido de carbohidratos y lípidos a nivel celular en las 

microalgas, también involucra una disminución de la división celular, lo que 

conlleva a una baja productividad de la biomasa en este proceso (Fernández, et. 

al., 2012). 

Los géneros de microalgas más utilizados para la producción de biocombustibles 

debido a sus altos contenidos de carbohidratos y lípidos son: Chlorella, 

Desmodesmus, Dunaliella, Chlamydomonas, y  Scenedesmus (Fernández, et. al., 

2012). En este trabajo fue utilizada la especie Scenedesmus obliquus y el género 

Desmodesmus spp. 

1.4.2 Características de Scenedesmus obliquus 

Es una microalga perteneciente a la clase Chlorophyceae, es una célula pequeña  

formadora de colonias en la que se alinean en forma de plato. Las células 

contienen un único núcleo, que consiste en un cloroplasto en la parte central. Las 

estructuras de este tipo de microalgas solo pueden ser observadas con un 

microscopio electrónico.  
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Su principal característica morfológica es la ausencia de una pared celular rígida 

de polisacárido. La célula está incluida en una delgada y elástica membrana 

plasmática y envuelta mucídica. Esto le permite responder rápidamente a cambios 

osmóticos, alterando su forma y volumen celular. Por otro lado, ésta falta de pared 

celular rígida aumenta su sensibilidad a fuerzas de tensión externa e impone 

algunas limitaciones a la manipulación de los cultivos (Olivares, 2010). 

1.4.3 Características de Desmodesmus spp. 

Algas pertenecientes a la clase Chlorophyceae, son organismos coloniales, la 

colonia es plana y formada en general por 2, 4, 8, 16 e incluso 32 células, 

dispuestas lado a lado, con sus ejes más largos paralelos entre sí, organizado 

linealmente o en zigzag. Las células pueden ser elipsoides, ovoides, fusiformes o 

lunadas. Todas de igual forma en el mismo cenobio, o las células externas 

diferentes de las internas. La pared celular es más compleja que la de 

Scenedesmus, además de que puede ser ornamentada con diminutas verrugas o 

tener una costilla mediana más o menos evidente. El origen del género 

Desmodesmus proviene de Scenedesmus ya que todas las especies de 

Scenedesmus que poseen espinas en las células externas y/o intermedias del 

cenobio fueron recientemente transferidas para el género Desmodesmus 

basándose en la comparación de la secuencia de DNA ribosómico ITS-2 (Aboal, 

2012). 

La selección de una  microalga en específico es importante ya que como se 

mencionó anteriormente entre mayor sea su contenido de carbohidratos o lípidos 

será mejor la biomasa recuperada para la producción de biocombustibles, 

principalmente bioetanol o biodiesel.  

Las investigaciones acerca de los cultivos de microalgas además de centrarse en 

incrementar la producción de biomasa, carbohidratos y lípidos, también se han 

basado en el diseño e innovación de los sistemas de cultivo ya que también el tipo 

de sistema utilizado influye directamente sobre producción de biomasa.  
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1.5 Sistemas de cultivo 

Los sistemas de cultivo de las microalgas se pueden clasificar según su 

configuración y tipo de funcionamiento, en sistemas abiertos (estanques)  y 

fotobiorreactores (FBRs).  

Los sistemas abiertos son lo más comunes para la producción comercial de 

microalgas y son una tecnología relativamente sencilla, cultivándose las 

microalgas en estanques de 20 a 50 cm de profundidad. La producción mediante 

estanques tiene la gran ventaja de ser un método más barato que los FBRs, en 

inversión, mantenimiento y consumo energético. Sin embargo, los estanques 

presentan desventajas, como facilidad de contaminación (es difícil mantener una  

sola especie), mezclado poco eficiente, la falta potencial de CO2 y la limitación de 

luz en las capas inferiores. A diferencia de los estanques los FBRs son sistemas 

cerrados transparentes, de plástico o vidrio, con geometrías de diversos tipos 

(tubulares, cilíndricos o planos). En estos sistemas se obtiene una mayor  

productividad, fundamentalmente porque mejora la eficiencia de la fotosíntesis y la 

capacidad de fijación de CO2. Necesitan un espacio menor y el costo de la 

cosecha de la biomasa también es menor.  

Otra ventaja muy importante es su mayor facilidad para mantener un monocultivo 

sin contaminación por otras especies, lo que permite obtener un producto de 

pureza para su procesado (Santos, et. al., 2014).  

En la presente tesis se simularon biorreactores con botellas PET de 5 litros, de 

forma cilíndrica y se tomaron en cuenta los parámetros que se enlistan a 

continuación para el sistema de cultivo.  

1.5.1 Parámetros a considerar en un sistema de cultivo  

a) Especie de microalga: La elección de las especies a cultivar depende 

directamente de la finalidad que se le desea brindar a la biomasa resultante y/o si 

el cultivo es para ficorremediación. Las especies algales predominantes dentro de 

un sistema abierto dependen de factores ambientales, operacionales y parámetros 
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biológicos, mientras que en un cultivo cerrado se pueden lograr cultivos 

monoespecíficos aislados del medio ambiente.  

b) Luz: La intensidad lumínica es uno de los principales parámetros a considerar 

en un cultivo. En ausencia de limitación por nutrientes, la fotosíntesis se 

incrementa con el aumento de la intensidad lumínica hasta alcanzar la máxima 

tasa de crecimiento específica para cada especie en el punto de saturación por 

luz. Pasado este punto, se alcanza el punto de fotoinhibición con resultados 

perjudiciales para la misma célula e incluso la muerte, implicando pérdida de 

eficiencia fotosintética y productividad del cultivo.  

c) Temperatura: La producción algal aumenta proporcionalmente con la 

temperatura hasta alcanzar la temperatura óptima de cada especie. Por encima de 

esta, aumenta la respiración y la fotorrespiración reduce la productividad global.  
La temperatura óptima varía entre las especies, pero en general está entre 28° y 

35°C.  

d) pH: El pH del cultivo está influenciado por varios factores como la productividad 

algal, la respiración, la alcalinidad y composición iónica del medio de cultivo, la 

actividad microbiana autotrófica y heterotrófica y la eficiencia del sistema de 

adición de CO2. Como en los otros parámetros, cada especie necesita un rango 

determinado de pH que permita un crecimiento óptimo, siendo pH 8 el más 

indicado para especies dulceacuícolas. Por encima o debajo de éste, presentan un 

descenso en la productividad, que no solo afecta el crecimiento algal, sino también 

la capacidad de remover el nitrógeno en sistemas de tratamientos de aguas.  

e) Nutrientes: El nitrógeno es el nutriente más importante para las microalgas 

(después del carbono) y se incorpora como nitrato (NO3-) o como amonio (NH4+).  

Es también un factor crítico para regular el contenido de lípidos de las microalgas. 

Típicamente, las microalgas tienen un contenido lipídico aproximadamente del 

20%, pero cuando el nitrógeno se convierte en el factor limitante del crecimiento, 

la acumulación de los niveles de lípidos aumenta en más de 40%. Sin embargo, 

usando la limitación de nitrógeno para estimular la acumulación de lípidos en las 

células de algas, a menudo reduce la producción de algas, lo que sugiere que las 

2 condiciones, alto contenido en lípidos y alta productividad, pueden ser 
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mutuamente excluyentes. El fósforo es fundamental en muchos procesos 

celulares, tales como la formación de ácidos nucleicos y transferencia de energía. 

Aunque el contenido en fósforo de las microalgas es menor al 1%, su deficiencia 

en el medio de cultivo es una de las mayores limitaciones al crecimiento. En los 

medios de cultivo suele incorporarse en forma de HPO4
2- o HPO4 (Hernández y 

Labbé, 2014).  

En condiciones apropiadas, las microalgas poseen una capacidad depuradora 

conocida como ficorremediación definida como el uso de macroalgas y/o 

microalgas para la eliminación o biotransformación de contaminantes desde aguas 

residuales (Hernández y Labbé, 2014).  

1.6 Aguas residuales  

La descarga de aguas residuales domésticas, industriales, agrícolas y pecuarias 

sin tratamiento provoca la contaminación de los cuerpos de agua receptores 

disminuyendo la calidad de las aguas superficiales y subterráneas, poniendo en 

riesgo la salud de la población y la integridad de los ecosistemas. 

La descarga de aguas residuales de origen urbano proviene de viviendas, edificios 

públicos y de la escorrentía urbana que se colecta en el drenaje. Sus principales 

contaminantes son el nitrógeno y fósforo, compuestos orgánicos, bacterias 

coliformes fecales, materia orgánica, entre muchos otros. Para la remoción de los 

contaminantes en las aguas residuales municipales existen diversos procesos de 

tratamiento. En el país los procesos de tratamiento de aguas residuales 

municipales incluyen lodos activados, lagunas de estabilización, primario 

avanzado, lagunas aireadas, filtros biológicos, dual y otros (SEMARNAT, 2014). El 

requisito principal en el tratamiento de aguas residuales es la necesidad de 

eliminar el exceso de nutrientes, en particular nitrógeno  y fosforo, ya que la 

acumulación de estos compuestos en ríos y lagos puede causar eutrofización. 

Para la remoción de nitrógeno y fósforo se ha promovido durante mucho tiempo el 

uso de microalgas, ya que varias especies de microalgas son capaces de crecer 

efectivamente en aguas residuales. La gran ventaja del uso de las microalgas para 

el tratamiento de aguas residuales sobre los procesos químicos convencionales, 



   
 

27 
 

está basado en el posible ahorro de costos y la tecnología de nivel inferior que se 

utiliza, además la remediación es más sostenible con el medio ambiente ya que no 

genera contaminantes adicionales como subproductos de lodo y brinda una 

oportunidad para el reciclaje eficiente de nutrientes (Pittman, et. al., 2011). 

La mayoría de los trabajos publicados se centran en la importancia del tratamiento 

de aguas residuales municipales, industriales y agrícolas debido a que contiene 

los dos elementos fundamentales requeridos por las microalgas, nitrógeno y 

fosforo, sin embargo, una alternativa para la adición de estos nutrientes y con 

ventajas económicas y ambientales es el lixiviado de rellenos sanitarios (Sforza, 

2015).   

1.7 Lixiviados de rellenos sanitarios 

La mayoría de los rellenos sanitarios son sitios de disposición final de residuos 

sólidos urbanos (RSU) y en nuestro país no cumplen en su totalidad con la 

normatividad vigente para que ésta sea una alternativa efectiva, continúan siendo 

sitios de disposición final a cielo abierto que pueden llegar a ocasionar graves 

problemas ambientales. Los impactos ambientales de mayor consideración son los 

relacionados con los lixiviados que se generan en ellos, el cual se produce durante 

la descomposición de los residuos almacenados debido a la percolación del agua 

de lluvia. Estos líquidos arrastran todo tipo de contaminantes, muchos de ellos en 

concentraciones elevadas, por lo que son considerados como uno de los residuos 

más complejos y difíciles de tratar.  Los lixiviados contienen concentraciones 

elevadas de contaminantes orgánicos e inorgánicos, incluyendo ácidos húmicos, 

nitrógeno amoniacal en concentraciones que oscilan entre 1000 y 5000 mg L-1 y 

metales pesados, así como sales inorgánicas si estos líquidos no son controlados 

pueden permear hasta llegar al agua subterránea o mezclarse con aguas 

superficiales y ocasionar la contaminación de suelos y cuerpos de agua (Huichapa 

y Bernal, 2015; Vera, 2013). 

La NOM-083-SEMARNAT-2003 define al lixiviado como: Líquido que se forma por 

la reacción, arrastre o filtrado de los materiales que constituyen los residuos y que 

contiene en forma disuelta o en suspensión, sustancias que pueden infiltrarse en 
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los suelos o escurrirse fuera de los sitios en los que se depositan los residuos y 

que puede dar lugar a la contaminación del suelo y de cuerpos de agua, 

provocando su deterioro y representar un riesgo potencial a la salud humana y de 

los demás organismos vivos.  

Por esta razón, el lixiviado debe de ser contenido y tratado, sin embargo, por su 

composición altamente toxica y heterogénea, así como la variabilidad de los 

volúmenes generados es difícil encontrar y establecer un solo tratamiento para la 

mitigación y manejo de los lixiviados. Se han realizado diversas investigaciones 

para encontrar el tratamiento adecuado  para éstos entre los que se incluyen el 

tratamiento aeróbico o anaeróbico convencional que son capaces de producir 

lixiviados de calidad adecuada para su reutilización o eliminación, pero el consumo 

de energía es muy elevado (Huichapa y Bernal, 2015; Richards y Mullins, 2013).  

1.7.1 Composición típica de los lixiviados  

La composición de los lixiviados va cambiando debido al proceso de degradación 

de los residuos sólidos biodegradables.  Este proceso consiste en diferentes 

fases, la primera es un corto periodo que se caracteriza por la degradación 

aerobia de la materia orgánica, cuando el oxígeno se agota la degradación 

continua anaeróbicamente. El proceso de degradación anaeróbica consiste en dos 

fases de fermentación, la fase acidogénica que genera lixiviado joven y la fase 

metanogénica que genera lixiviado estabilizado o viejo. Una forma típica de 

clasificar el lixiviado puede ser en función de su edad como se muestra en la tabla 

1. 
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Tabla 1: Características de lixiviado según su edad (Bhalla, et. al., 2012) 

Parámetro Joven Intermedio Viejo 

Edad (años) <5 5-10 >10 

pH 6.5 6.5-7.5 >7.5 

DQO (mg/L) >10,000 4,000-10,000 <4,000 

DBO5/DQO >0.3 0.1-0.3 <0.1 

Compuestos 
orgánicos 

80% 

 ácidos grasos  

volátiles (AGV) 

5-30 AGV+ 

ácidos húmicos y 

fúlvicos 

Ácidos húmicos y 

fúlvicos 

Metales pesados Bajo-medio Bajo Bajo 

Biodegradabilidad Importante Media Baja 

 

El uso de una biorremediación basada en microalgas parece un método viable 

para tratar lixiviados y simultáneamente producir biomasa valiosa, ya que se trata 

de un proceso biológico económico y eficiente para la remoción de nutrientes 

además las microalgas son conocidas por la capacidad que tienen para la 

biocumulación de metales. Se ha demostrado que en la eliminación de fósforo 

pueden ser tan eficientes como en los tratamientos químicos convencionales. 

Además es un proceso global ya que permite: la remoción de sales (amonio, 

nitratos, nitritos, ortofosfatos), el aumento del pH (proceso fotosintético), lo cual 

favorece la precipitación de los ortofosfatos, la eliminación del nitrógeno amoniacal 

por efecto de intercambio gaseoso, disminuye la Demanda Bioquímica de Oxígeno 

(DBO), reduce la sobrevivencia de organismos patógenos, etcétera (Huichapa y 

Bernal, 2015; Richards y Mullins, 2013). 

El reto de utilizar microalgas como tratamiento de lixiviado radica en la toxicidad 

de éste ya que puede inhibir el crecimiento microalgal. Sin embargo, el uso de 

lixiviado diluido de acuerdo a lo reportado por Mustafa et. al. (2012), Orta, et. al. 

(2012), Sforza (2015) y Hernández (2017),  puede resolver este problema.  
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Otro de los inconvenientes que se presenta para el producción de biocombustibles 

a partir de microalgas, es el proceso de cosechado de la biomasa, ya que las 

tecnologías aplicadas actualmente no son lo suficientemente eficientes  o 

económicas para mejorar la viabilidad comercial del cultivo de microalgas.  

1.8 Cosecha de microalgas 

Las microalgas son difíciles de separar debido a su pequeño tamaño, la técnica de 

separación depende del tipo de microalga, la densidad del cultivo y su uso 

posterior (Santos, et. al. 2014). La cosecha de microalgas se ha visto 

obstaculizada por la incapacidad para encontrar un método confiable y rentable 

que permita cosechar la biomasa microalgal. Se ha sugerido que alrededor de 20 

30% del costo total del proceso se debe a la etapa de cosecha. A través de los 

años se ha demostrado que no existe un proceso universal para los métodos de 

cosecha de la biomasa. Este tema sigue siendo un área activa de investigación, 

buscando desarrollar una recolección apropiada y económica para todas las 

especies de microalgas, ya que cada una tiene sus características particulares 

(Bermeo, 2011; Christenson y Sims, 2011; Milledge y Heaven, 2013). 

Algunas de las técnicas de cosecha de biomasa se mencionan a continuación:  

1.8.1 Centrifugación  

Es utilizada a nivel de laboratorio y ha demostrado que alrededor del 80-90% de 

las microalgas puede ser recuperada por este sistema, aunque la centrifugación 

genera altas eficiencias de recuperación, este método presenta algunas 

desventajas como el daño en la estructuras de las células ante altas fuerzas 

gravitatorias (Peralta, et. al., 2012) 

1.8.2 Coagulación-floculación  

Es un proceso que consiste en añadir al cultivo productos químicos conocidos 

como floculantes con el objeto de favorecer la formación de partículas más 

grandes que llevan una rápida sedimentación: Estos productos químicos coagulan 

las algas sin embargo, pueden llegar a contaminar el cultivo. Entre las variables 
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que afectan el proceso se encuentra el tipo de floculante, la dosis aplicada, el 

tiempo de agitación y la especie de microalga (Bermeo, 2011). 

1.8.3 Ozonoflotación  

Es un proceso físico-químico que combina las propiedades oxidativas del ozono 

con las propiedades físicas de la flotación para la remoción de partículas 

suspendidas en agua, que al aplicarse a cultivos de microalgas provoca un 

fenómeno de espumación, promoviendo la recuperación de biomasa. El ozono 

provoca lisis celular en las microalgas permitiendo la liberación de biopolímeros 

como lípidos, carbohidratos y proteínas que pueden ser utilizados para producir, 

biodiesel, bioetanol, biogás y otros productos de valor agregado. Adicionalmente 

se tienen beneficios tales como: tratamiento y desinfección del agua residual, así 

como  biocombustibles de mejor calidad (Valeriano, et al., 2016). 

1.8.4 Sedimentación por gravedad 

Es una técnica de uso común para la recolección de biomasa de aguas residuales 

debido a los grandes volúmenes que pueden ser tratados. En este proceso las 

partículas se diluyen en el fluido por la acción de la gravedad formando un 

concentrado en el fondo del contenedor y dejando el líquido claro en la parte de 

arriba. Las microalgas pueden generar un proceso de  sedimentación, esta puede 

ocurrir de forma natural o inducida por la limitación de carbono o de otros factores 

abióticos. El método de cosecha por sedimentación se basa en la Ley de Stokes 

que toma en consideración la aceleración por gravedad, densidad de la partícula, 

densidad del fluido, diámetro de la partícula  y viscosidad del fluido para calcular la 

velocidad de sedimentación.  

 A pesar de la simplicidad de la sedimentación es un proceso muy lento además 

de que se puede producir un deterioro de la biomasa debido a las altas 

temperaturas. Sin embargo, el proceso es aceptado en gran medida  como un 

método de cosecha viable para microalgas de mayor tamaño como la Spirulina. 
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La ventaja de esta técnica es que no es costosa además de que no se agregan 

productos químicos potencialmente tóxicos que puedan afectar la biomasa como 

en el método de floculación (Borowitzka, et. al., 2016; Pragya, et. al., 2013; Rawat, 

et. al., 2011).  

Para la cosecha de microalgas existen más métodos en los que se involucran 

procesos biológicos, mecánicos y en menor medida basados en la electricidad, 

pero los aquí mencionados son los utilizados más comúnmente. Es muy frecuente 

combinar dos o más de estos métodos para obtener una mayor tasa de 

separación. En la figura 3 se muestra un esquema general del proceso al que se 

somete el cultivo para la recuperación de biomasa. 
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Figura 3: Proceso general para la recuperación de biomasa (Adaptado de Barros, et. al., 2015).  
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En la tabla 2 se pueden observar las ventajas y desventajas de los métodos de 

cosecha anteriormente mencionados (Adaptado de Orta, et. al., 2017). 

 

Tabla 2: Ventajas y desventajas de los diferentes métodos de cosecha 

Método de 
cosecha 

Ventajas Desventajas 

Centrifugación   Método rápido (minutos) 

 Eficiencia de recuperación >90%  

 Puede ser utilizado en una amplia 

gama de especies de microalgas  

 Alto consumo energético 

 Alto costo operacional 

 

Coagulación-
floculación  

 Método simple y rápido (minutos) 

 La gama de floculantes disponibles es 

amplia 

 Puede presentarse contaminación química 

en la biomasa cosechada 

 Los floculantes pueden ser costosos 

Ozonoflotación  Cortos tiempos de operación 

(minutos) 

 Eficiencia de recuperación >70%  

 No requiere la adición de floculantes  

 Pretratamiento para la extracción 

metabolitos 

 La recuperación de biomasa depende de 

la especie de microalga y de la 

concentración inicial del cultivo. 

Sedimentación   Bajo costo energético   Método lento (días) 

 Posible deterioro de biomasa debido a 

largos periodos de proceso 

 Eficiencias de recuperación de biomasa < 

20% (1 día); 99% (5 días). 
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2. ANTECEDENTES 

Es vital contar con una tecnología económica, escalable y amigable con el medio 

ambiente para cosechar biomasa microalgal a fin de lograr que el proceso sea 

más económico y  permita la comercialización de microalgas (Japar, et. al., 2017).  

Se han realizado estudios con diferentes técnicas de cosecha para determinar 

cuál es el mejor método para la recuperación de biomasa de microalgas, sin 

embargo, no ha sido posible determinar un método universal ya que la elección de 

la técnica de cosecha depende principalmente del uso final que se le va a dar a la 

biomasa así como del tipo de microalga que es utilizada.  

La sedimentación es un método recomendado debido al bajo costo energético 

requerido  y aunque en general existe muy poca información respecto al uso de la 

sedimentación como método de cosecha, en trabajos previos se han realizado 

pruebas para estimar el porcentaje de recuperación de biomasa por esta técnica.  

Andrade (2008) efectuó pruebas para evaluar la capacidad de sedimentación para 

un cultivo unialgal de Scenedesmus sp. y un cultivo mixto de las microalgas 

Scenedesmus sp., Mycrocystis sp. y Chlorella sp., ambas cultivadas en agua 

residual, realizando mediciones periódicas de turbidez, obteniendo como resultado 

que en el cultivo mixto se logró recuperar el 99.83% de la biomasa algal en un 

tiempo de 1260 min., lo que corresponde a 21 horas. Mientras que en el cultivo de 

Scenedesmus sp. se obtuvo una sedimentación con un porcentaje de 

recuperación de 98.95% luego de 7200 min, es decir 5 días.  

Por su parte Milledge y Heaven en el 2012, llevaron a cabo una revisión de 

diferentes métodos de cosecha haciendo énfasis en las características de cada 

método así como el potencial de cada uno para la producción de biocombustibles, 

obteniendo como resultado un cuadro de ventajas y desventajas del uso de los 

siguientes métodos: la sedimentación, floculación, filtración y centrifugación.   
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Pragya, et. al., 2013, efectuaron una revisión sobre la cosecha, la extracción de 

petróleo y las tecnologías de producción de biocombustibles a partir de microalgas 

obteniendo como conclusiones con respecto a la cosecha de microalgas que la 

elección de la tecnología de cosecha depende de la especie de alga, tamaño, 

densidad y producto final deseado. Por otra parte, la cosecha de biomasa de 

microalgas aumenta el costo operativo general de la producción de 

biocombustibles de microalgas. Por lo tanto, para producir biocombustibles a partir 

de microalgas de una manera económica es necesario desarrollar más 

investigaciones que permitan descubrir una tecnología de cosecha eficiente y 

comercialmente viable. 

En el 2014, Barros, et. al., realizó una revisión bibliográfica acerca de los métodos 

de cosecha de biomasa microalgal en la que presenta las ventajas y desventajas 

de los siguientes métodos: coagulación-floculación, auto y biofloculación, 

sedimentación por gravedad, flotación y procesos basados en electricidad, con la 

finalidad de permitir la selección de un procedimiento adecuado para separar 

eficazmente la biomasa microalgal. 

Valladares, 2014, calculó la velocidad de sedimentación de la microalga Chlorella 

sp. en un medio Guillard o F/2 para la construcción de un sedimentador 

gravitacional, utilizando un litro de cultivo y midiendo la altura de sedimentación en 

una probeta cada 15 y 30 minutos, después en intervalos de una hora hasta la 

sexta hora y en adelante cada dos horas hasta que la altura de sedimentación se 

mantuvo constante, obteniendo como resultados una velocidad de sedimentación 

de 2.12X10-2 m/h y una eficiencia de sedimentación por gravedad correspondiente 

al 96.6%.  

En el 2016 Cerón et. al., realizaron un estudio en el que compararon tres métodos 

de cosecha: centrifugación, sedimentación y floculación (utilizando NaOH al 5N 

como floculante), para cultivos estáticos de Chlamydomonas sp.,  encontrando 

que la centrifugación tiene un porcentaje de recuperación del 97% en 5 minutos 

pero con un elevado consumo energético, la sedimentación del 96% en un periodo 

de 8 días y finalmente la floculación con la que se recupera un 93% en un lapso de 
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5 días pero presenta un efecto negativo en el color del conglomerado así como en 

el contenido de las proteínas.  

La importancia del presente trabajo radica en que si bien se encontraron escasas 

referencias con respecto a la cosecha de microalgas mediante el método de 

sedimentación, dichas investigaciones se realizaron utilizando como medio de 

cultivo agua residual o un medio sintético. En la presente tesis se utilizó como 

medio de cultivo microalgal agua residual y una combinación de agua residual 

enriquecida con lixiviado. Ambas condiciones de cultivo fueron llevadas a cabo 

con la finalidad de buscar producir mayor cantidad de biomasa, además de lograr 

una sinergia entre el tratamiento de desechos como el agua residual y el lixiviado 

al mismo tiempo en que se obtiene biomasa microalgal valorizable para la 

producción de biocombustibles. Todo esto aunado a un método de cosecha de 

bajo costo para la recuperación de la biomasa. 
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3. HIPÓTESIS 
 El cultivo de microalgas en agua residual enriquecida con lixiviado, permitirá 

aporte de nutrientes y en consecuencia mejorará la producción de la biomasa 

microalgal, además el lixiviado ayudará a que el proceso de sedimentación sea 

más efectivo debido a su composición por lo que la biomasa será recuperada 

en mayor cantidad.   
 

4. OBJETIVOS 

4.1 Objetivo general  

 Evaluar la efectividad del método de sedimentación para la recuperación de 

biomasa microalgal de Scenedesmus obliquus y una mezcla de 

Scenedesmus obliquus-Desmodesmus spp. con potencial para la 

producción de biocombustibles, usando como medio de cultivo agua 

residual y agua residual enriquecida con lixiviado. 

4.2 Objetivos específicos  

1) Adaptar el cultivo de la microalga Scenedesmus obliquus y un cultivo mixto 

(Scenedesmus obliquus-Desmodesmus spp.) para su crecimiento en agua 

residual enriquecida con lixiviado.  

2) Evaluar el contenido de carbohidratos y lípidos presentes en la biomasa del 

cultivo de Scenedesmus obliquus y el cultivo mixto (Scenedesmus obliquus-

Desmodesmus spp.) mediante métodos colorimétricos 

3) Determinar el efecto del lixiviado en el crecimiento y la cosecha mediante 

sedimentación de la biomasa microalgal de Scenedesmus obliquus y un 

cultivo mixto (Scenedesmus obliquus-Desmodesmus spp.) 

4) Evaluar las ventajas y desventajas del uso del método de sedimentación 

para la recuperación de biomasa de un cultivo de Scenedesmus obliquus y 

un cultivo mixto (Scenedesmus obliquus-Desmodesmus spp.) 

 

 



   
 

39 
 

Curva de crecimiento, 
remoción de nutrientes y 

cuantificación  de 
carbohidratos y lípidos  

Cultivo de la microalga 
Scenedesmus obliquus y un 
cultivo mixto (Scenedesmus 

obliquus- Desmodesmus spp.) 
en agua residual enriquecida 

con lixiviado    

Pruebas de cosecha de 
microalgas mediante el 

método de sedimentación por 
gravedad. 

Muestreo de agua residual en 
Planta de Tratamiento de Aguas 
Residuales Cerro del Agua y de 

lixiviado en Bordo Poniente  

Observación 
microscópica de los 

cultivos al inicio y final 
de la curva de 

crecimiento así como 
después de la cosecha  

Caracterización 
fisicoquímica del 
agua residual y 

lixiviado. 

Evaluación de la efectividad de 
la sedimentación para la 

recuperación de biomasa. 

5. MATERIALES Y MÉTODOS 
El presente trabajo se realizó en el Instituto de Ingeniería de la UNAM, en el 

Laboratorio de Ingeniería Ambiental (LIA). Para llevar a cabo la evaluación de la 

efectividad del método de la sedimentación como método de cosecha de 

microalgas con potencial para la producción de biocombustibles, se utilizaron 

microalgas de la especie Scenedesmus obliquus, así como un cultivo mixto de las 

microalgas Scenedesmus obliquus-Desmodesmus spp. Ambas microalgas fueron 

cultivadas usando como medio de crecimiento agua residual enriquecida con 

lixiviado y como control agua residual, recuperando la biomasa mediante 

sedimentación. Así mismo se determinó la remoción de nutrientes del medio de 

cultivo (agua residual-lixiviado) al final de la cosecha y se estimó la cantidad de 

carbohidratos y lípidos como productos de valor agregado para la producción de 

biocombustibles. La metodología general se muestra en la figura 4 y en el 

apartado siguiente se describe cada una de las etapas. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4: Diagrama general de la metodología. 
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5.1 Muestreo de agua residual y lixiviado  

La muestra de agua residual fue tomada de la Planta de Tratamiento de Aguas 

Residuales  Cerro del Agua (PTAR) ubicada en el campus Ciudad Universitaria de 

la UNAM, se realizó un único muestreo en el mes de julio del 2017, mientras que 

el muestreo de lixiviado fue realizado en la etapa III del relleno sanitario Bordo 

Poniente ubicado en la zona federal del ex Lago de Texcoco, esta muestra fue 

colectada en el mes de diciembre de 2016. Ambas muestras fueron tomadas en 

bidones de polietileno con capacidad de 20 L. Para su utilización como medio de 

cultivo de las microalgas ambas muestras fueron sometidas a un proceso de 

filtrado para retirar los sólidos, utilizando conos Imhoff y como soporte de filtración, 

relleno para almohada (guata), posteriormente el agua residual recuperada se filtró 

al vacío con papel filtro Whatman con tamaño de poro medio, mientras que el 

lixiviado fue filtrado solamente al vacío con papel Whatman GF/A con tamaño de 

poro de 1.6μm.  

5.2 Caracterización fisicoquímica de agua residual y lixiviado. 

Los parámetros que se determinaron para la caracterización del agua residual y 

lixiviado fueron pH,  alcalinidad, demanda química de oxígeno (DQO), nitratos, 

nitrógeno amoniacal, ortofosfatos, sólidos suspendidos totales y temperatura 

(Tabla 3). 

Las mediciones fueron realizadas en el equipo HACH (DR 3900), la destilación de 

nitrógeno amonical en el equipo Destilation Unit B-324 Büchi y pH-Temperatura 

con el potenciómetro Orion (model 420A). 
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Tabla 3: Métodos analíticos para la determinación de los parámetros fisicoquímicos  en agua 
residual y lixiviado. 

 

Parámetro Método analítico Técnica de determinación 
pH Método Electrométrico 

4500 HB 
Medición directa con 
potenciómetro.  

Alcalinidad total 
como CaCO3 

Método 3220 B Titulométrico. Medición de pH 
hasta 4.5 titulando con H2SO4 
0.1 N. 

Demanda 
química de 

oxígeno 

Método 8000 HACH 
 

Colorimétrico. Digestión 
durante 2 horas y lectura en 
espectrofotómetro a 620 nm.  

Nitratos Método 8039 HACH Colorimétrico. Lectura en 
espectrofotómetro a 500 nm.  

Nitrógeno 
amoniacal 

Método Titulométrico 
4500-NH3 C 

Destilación con NaOH y 
posterior titulación con H2SO4 
0.02 N.  

Ortofosfatos Método 8178 HACH Colorimétrico. Lectura en 
espectrofotómetro a 530 nm. 

Sólidos 
suspendidos 

totales 

Método 2540 D Gravimetría. Sólidos secados a 
una temperatura de 105º C 
durante 2 horas. 

Temperatura Método Electrométrico Medición directa con 
potenciómetro. 

*Métodos normalizados para el análisis de aguas potables y residuales (APHA, 1992) 
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5.3 Cultivo de microalgas en agua residual enriquecida con 
lixiviado  

Las microalgas utilizadas en este trabajo fueron proporcionadas por el grupo de 

trabajo de la Doctora María Teresa Orta del Instituto de Ingeniería, quienes 

aislaron previamente Scenedesmus y Desmodesmus de una muestra tomada de  

la planta de tratamiento del Lago Nabor Carrillo, ubicado en la zona del ex-Lago 

de Texcoco y los adaptaron al medio de cultivo de sólo agua residual para su 

crecimiento.  

Los cultivos de microalgas se llevaron a cabo utilizando botellas de PET de 5 litros 

que simulan los biorreactores, utilizando agua residual (grupo control) y agua 

residual enriquecida con lixiviado (grupo experimental), cada uno se realizó por 

triplicado por lo que se obtuvo un total de 12 cultivos (6 de Scenedesmus obliquus: 

3 controles y 3 experimentales; 6 del cultivo mixto: 3 controles y 3 experimentales) 

cuyo volumen fue de 4 litros. La proporción utilizada de lixiviado en los cultivos fue 

del 10%, esto soportado en lo reportado por Hernández en 2017 quien probó tres 

concentraciones de lixiviado del 15, 10 y 7% siendo esta última concentración con 

la que obtuvo un mayor crecimiento de biomasa. Estas proporciones fueron 

usadas de acuerdo a la concentración de nitrógeno amoniacal del lixiviado 

quedando en un intervalo de entre 140 y 170 mg/L de nitrógeno amoniacal para un 

cultivo de S. obliquus y uno de Desmodesmus spp. Cabe hacer mención que en la 

presente tesis  la proporción del 10% fue la que cumplió con los requerimientos 

necesarios de nitrógeno amoniacal (154 mg/L)  para la producción de biomasa 

para el cultivo de S. obliquus y el cultivo mixto (S. obliquus- Desmodesmus spp.). 

Los cultivos no se iniciaron simultáneamente por cuestión de tiempo, primero se 

instaló el cultivo de S. obliquus control y experimental y 4 días después el cultivo 

mixto control y experimental.  

En la tabla 4 se muestra la composición final de microalgas, agua residual y 

lixiviado utilizada para cada uno de los cultivos empleados.  
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Tabla 4: Composición de los cultivos utilizados. 

Microalga Control Experimental 
 Composición Proporción 

(%) 
Composición Proporción (%) 

Scenedesmus 
obliquus 

Agua residual-
cultivo 

50:50 Agua residual-
cultivo S. 
obliquus-
lixiviado 

50-40-10 

Mixto 
(Scenedesmus 

obliquus- 
Desmodesmus 

spp.) 

Agua residual-
cultivo 

50:50 Agua residual-
cultivo S. 

obliquus-cultivo 
Desmodesmus 
spp.-lixiviado 

50-20-20-10 

 

Los cultivos se mantuvieron en agitación manual 1 o 2 veces por día y con 

iluminación artificial mediante lámparas LED de 20 W en un fotoperiodo luz-

oscuridad 12:12. En la figura 5 se pueden observar los cultivos  utilizados en la 

fase inicial de la experimentación, se puede apreciar que los cultivos en los que se 

utilizó lixiviado la coloración  es más intensa.  

 

 

 

 

  

 

 

 

 
Figura 5: Cultivo de Scenedesmus obliquus en agua residual (a) y agua residual enriquecida con 
lixiviado (b); cultivo mixto con agua residual (c) y agua residual enriquecida con lixiviado (d); todos 

los cultivos están al inicio de la experimentación. 

   

a b 

c d 
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5.3.1 Curva de crecimiento, remoción de nutrientes y cuantificación de 
carbohidratos y lípidos   

Se realizó una curva de crecimiento para cada uno de los cultivos, así como las 

curvas de remoción de nutrientes y cantidad de carbohidratos y lípidos presentes 

en la biomasa.   

La medición del crecimiento de los cultivos se realizó mediante Sólidos 

suspendidos Totales (SST mg/L). De cada biorreactor se tomaron 10 mL de 

muestra que fueron filtrados con papel Whatman GF/A con la finalidad de que los 

sólidos quedaran retenidos en el  filtro, dicho filtro fue previamente puesto a secar 

en capacillos en la estufa a 105º C durante 20-25 minutos (figura 6) 

posteriormente se dejaron enfriar en un desecador 20 minutos para ser pesados; 

una vez que se tuvo la muestra los filtros fueron colocados nuevamente en la 

estufa a 105º C un lapso de 2 horas a continuación se dejaron en el desecador el 

mismo tiempo antes mencionado y finalmente fueron pesados.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6: Secado de biomasa en estufa a 105º C 

 

En el caso de la realización de las pruebas de remoción de nutrientes  se tomó de 

cada cultivo un volumen total de 150 mL, los cuales fueron filtrados al vacío con 

papel Whatman GF/A, de este filtrado se tomó el volumen requerido para las 
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pruebas de alcalinidad, nitratos, nitrógeno amoniacal y ortofostatos  con las 

técnicas mencionadas en la tabla 2.  

Durante la duración de la curva también se llevó a cabo la cuantificación de 

carbohidratos y lípidos, dicho monitoreo se realizó con la finalidad de observar si 

se presentaba un incremento o una disminución de dichas biomoléculas. La 

cuantificación de carbohidratos fue hecho por el método colorimétrico de fenol-

ácido sulfúrico (Dubois, et. al., 1956), el cual es uno de los métodos más utilizados 

debido a la facilidad del procedimiento, sensibilidad, rapidez de los resultados y 

por ser apropiado para cuantificar diferentes azúcares como monosacáridos, 

oligosacáridos y polisacáridos además de que es un método estable y 

reproducible. La adición de H2SO4  provoca la deshidratación de los carbohidratos 

con la eliminación de tres moles de agua. Con esta reacción se forman derivados 

del furfural y el 5-hidroximetilfurfural (HMF), el cual es de gran importancia como 

precursor de otras biomoléculas útiles en la industria alimentaria y energética. En 

el caso de pentosas, se produce una deshidratación a furfural y en las hexosas a 

HMF. La presencia del fenol y su interacción con el HMF facilita la formación de 

complejos que permiten una coloración dorada a la solución y en consecuencia 

facilitan la cuantificación de los carbohidratos a través de la espectrofotometría 

(López, et. al., 2017).  

El procedimiento se llevó a cabo tomando 1 mL de muestra y colocándolo en un 

tubo de ensayo, después se adicionó 1mL de fenol al 5% y finalmente 5 mL de 

H2SO4 concentrado, se homogenizó la muestra y se dejó reposando durante 10 

minutos. Posteriormente fue colocada en un baño de agua durante 15 min. 

Finalmente, se midió la absorbancia de la muestra a una longitud de onda de 490 

nm en el espectrofotómetro HACH (DR3900).  

Mientras que los lípidos fueron cuantificados por el método de sulfofosfovainillina 

(Mishra, et. al., 2014), este método permite la cuantificación de lípidos en un 

medio acuoso lo que no es necesario secar la biomasa. La técnica se fundamenta 

en la reacción de los lípidos insaturados con ácido sulfúrico para formar iones 
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carbonio. El ión carbonio reacciona con el grupo carbonilo de la fosfovainillina, 

esta reacción da como resultado un compuesto de color rosado.  

Para la cuantificación de lípidos se agregó una cantidad de biomasa conocida en 

un tubo de ensayo al cual se le agregaron  2mL de H2SO concentrado, después la 

muestras se calentó a 100° C durante 10 minutos, posteriormente se pasa a un 

baño de hielo por 5 minutos, a continuación  se adicionan 5 mL de 

sulfofosfovainillina, la muestra se incuba por 15 min a 37° C y finalmente se midió 

la absorbancia de la muestra a una longitud de onda de 530 nm.  

Las mediciones fueron hechas al inicio y durante toda la duración de la curva, dos 

veces por semana además de que se llevaron a cabo para cada biorreactor por 

triplicado. 

5.3.2 Observación microscópica de los cultivos al inicio y final de la curva de 
crecimiento 

Los cultivos fueron revisados en el microscopio óptico Carl Zeiss (Axio Lab.A1) al  

inicio y al final de la curva con la finalidad de poder observar si se presentaba 

alguna modificación en la morfología de las microalgas, además en el cultivo mixto 

se realizó un conteo en la cámara de Neubauer para conocer la proporción inicial y 

final  de las microalgas de Scenedesmus obliquus y Desmodesmus spp., tanto en 

los cultivos de agua residual como en los de agua residual enriquecidos con 

lixiviado, los conteos fueron hechos por duplicado. Es necesario mencionar que la 

observación y el conteo no se realizó el mismo día que se hicieron las pruebas 

sino que se tomaron 10 mL de cada uno de los reactores  previamente agitados, 

se colocaron en un tubo de ensayo y fueron guardados en una cámara fría a 4OC, 

una vez terminada la parte experimental se llevó a cabo el conteo.  
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Figura 7: Conteo del cultivo mixto (S. obliquus y Desmodesmus spp.) en cámara de Neubauer 

 

5.4 Pruebas de cosecha mediante la sedimentación por gravedad 

 Las pruebas de cosecha de biomasa por el método de sedimentación fueron 

realizadas en conos Imhoff de acuerdo a la NMX-AA-004-SCFI-2013 utilizando 1 L 

de cultivo. El método de cosecha por sedimentación se basa en la Ley de Stokes 

para calcular la velocidad de sedimentación tomando en consideración la 

aceleración por gravedad, densidad de la partícula, densidad del fluido, diámetro 

de la partícula  y viscosidad del fluido (Borowitzka, et. al., 2016). Tomando en 

cuenta que las microalgas utilizadas en la presente tesis no son partículas 

esféricas,  la sedimentación se midió realizando lecturas periódicas de turbidez 

con el equipo Turbidimeter 2100 P,  así como el volumen del  sedimento, ambas 

mediaciones se realizaron en los mismo intervalos de tiempo, determinando el 

porcentaje de recuperación de biomasa que se obtuvo en un período de siete días 

sin tomar en cuenta la velocidad de sedimentación.  
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Se colocaron seis conos: 3 del cultivo solo con agua residual y 3 del cultivo 

enriquecido con lixiviado, se midió la altura de los sólidos sedimentados en mL 

directamente del cono imhoff y la turbidez a los 5 minutos, posteriormente se 

realizaron las mediciones a los minutos 15, 25, 40, 60, 90, 180, 2880 (2 días), 

4320 (3 días), 5760 (4 días) y 10080 (7 días) para Scenedesmus obliquus y en el 

cultivo mixto se realizó la medición en el minuto 4320 (3 días).  

Cabe destacar que la sedimentación de los cultivos no se llevó de manera 

simultánea, primero se sedimentaron los cultivos de S. obliquus durante los 7 días 

(figura 8), una vez que se retiraron y se recuperó la biomasa se colocaron a 

sedimentar los cultivos mixtos (S. obliqus-Desmodesmus spp.) también durante 7 

días. Cada prueba fue realizada por triplicado. 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 8: Sedimentación de cultivo de Scenedesmus obliquus en conos imhoff, a) agua residual 

enriquecida con lixiviado; b) agua residual 

 

Después de transcurridos los 7 días se retiró el sobrenadante y se recuperó el 

sedimento, midiendo en una probeta los mililitros recuperados, posteriormente 

para realizar las pruebas de SST, carbohidratos y lípidos se hizo una dilución 

sedimento microalgal-agua destilada (2:14). 

En las pruebas de sedimentación también se realizó la observación microscópica 

de los cultivos antes y después de la cosecha para verificar el estado de la 

biomasa ya que de acuerdo a Barros, et. al. (2015) la biomasa puede sufrir 

descomposición debido  a los largos periodos de sedimentación y los cambios de 

a b 
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temperatura a los que está expuesta, también se llevó a cabo conteo con la 

cámara de Neubauer para conocer la proporción final de microalgas de S. obliquus 

y Desmodesmus spp., en el cultivo mixto estas observaciones se realizaron 

directamente del sedimento.  

Se obtuvo el porcentaje de recuperación de biomasa así como carbohidratos y 

lípidos presentes en dicha biomasa.  
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6. RESULTADOS Y ANÁLISIS 

6.1 Caracterización del agua residual y lixiviado  

En la tabla 5 se muestran los valores promedio obtenidos en la caracterización del 

agua residual y lixiviado utilizados en el cultivo de microalgas. Se puede observar 

la diferencia que existe entre los parámetros del agua residual con respecto al 

lixiviado, en este último los valores son más elevados. El caso más notorio es el 

de nitrógeno amoniacal ya que el lixiviado supera la concentración del agua 

residual  casi 40 veces.  

 

Tabla 5: Características fisicoquímicas promedio de agua residual y lixiviado 

 

En general, el grado de biodegradabilidad de los lixiviados es inversamente 

proporcional a su edad, siendo más biodegradables los jóvenes y menos los 

maduros, de acuerdo a la caracterización fisicoquímica obtenida en este trabajo el 

lixiviado utilizado corresponde a un lixiviado maduro (estabilizado o viejo) (Bhalla, 

et. al., 2012, Torres, et. al., 2014) 

 

 

 

Parámetro Agua residual  Lixiviado  
pH 7.7± 0 8.5 ± 0 

Alcalinidad total como 
CaCO3 (mg/L) 

 15 ± 1.4 1 042 ± 2.8 

Demanda química de 
oxígeno (mg/L) 

69.5 ± 7.7 2 094 ± 49.4 

Nitratos (mg/L) 8.9 ± 0.4 152.4 ± 19.7 
Nitrógeno amoniacal (mg/L) 26.86 ± 0 1  139.6 ± 35.6 

Ortofosfatos (mg/L) 22.74 ± 0.6 34.86± 3.6 
Sólidos suspendidos 

totales (mg/L) 
195 ± 7.0 870 ± 42.4 
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6.2 Cultivo de microalgas en agua residual enriquecida con 
lixiviado 

6.2.1 Curva de crecimiento  

Se obtuvieron gráficas de SST (mg/L) para determinar el crecimiento del cultivo de 

S. obliquus y del cultivo mixto (S. obliquus-Desmodesmus spp.) 

En la figura 9 se puede observar que el crecimiento en el cultivo de S. obliquus es  

similar  en ambos medios, obteniendo en el de agua residual una concentración de 

630 mg/L y para el medio enriquecido con lixiviado 685 mg/L, mientras que en la 

figura 10 se precia el crecimiento del cultivo mixto, en agua residual fue de 515 

mg/L y en agua residual enriquecida  con lixiviado fue de 610 mg/L.  

En este trabajo se trató de replicar las concentraciones de nitrógeno amoniacal 

utilizadas por Hernández (2017) quien realizó experimentos con diferentes 

porcentajes de lixiviado siendo el porcentaje del 7% con el que logró que se 

generaran 1.260 g/L para un cultivo de Desmodesmus spp. y 1.185 g/L para un 

cultivo de S. obliquus en un periodo de 28 días. En la presente tesis no fue posible 

utilizar este porcentaje del 7% debido a que se determinó que el lixiviado presentó 

una concentración menor de nitrógeno amoniacal, por lo que se ocupó lixiviado al 

10% (154 mg/L de nitrógeno amoniacal para ambos cultivos) para poder iniciar en 

una concentración similar de nitrógeno amoniacal al 7% (167 mg/L Desmodesmus 

spp. y 145 mg/L en S. obliquus).  

La cantidad de biomasa generada con lixiviado al 10% puede considerarse baja en 

comparación con el del 7% a pesar de tener concentraciones similares de 

nitrógeno amonical. Al respecto, se ha reportado que el lixiviado tiene efectos tanto 

positivos como negativos sobre el cultivo. Cheung et. al., (1993) trabajaron con 

diferentes porcentajes de lixiviado para observar el efecto del lixiviado sobre las 

microalgas y reportan que para el género de Scenedesmus a partir de 

concentraciones de 143 mg/L de nitrógeno amonical se inhibe el crecimiento 

microalgal. Por su parte  Zhao, et., al, (2014) utilizando Chlorella pyrenoidosa 

obtuvieron la máxima cantidad de biomasa con una concentración de 183 mg/L de 
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nitrógeno amoniacal, sin embargo, también reportan que a una mayor 

concentración se presenta un efecto inhibitorio en el crecimiento. La baja 

producción de biomasa de la presente tesis puede deberse principalmente a la 

coloración de los cultivos y no a la concentración de nitrógeno amoniacal ya que a 

mayor porcentaje de lixiviado el cultivo presenta una coloración café oscuro 

bastante intenso, lo que perjudica directamente la penetración de luz al cultivo 

afectando la actividad fotosintética, lo que probablemente contribuiría a la 

inhibición del crecimiento de las microalgas (Zhao, et., al, 2014). 

 

Figura 9: Curva de crecimiento de S. obliquus en agua residual y agua residual enriquecida con 

lixiviado 
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Figura 10: Curva de crecimiento de cultivo mixto (S. obliqus-Desmodesmus spp.) en agua residual  
y agua residual enriquecida con lixiviado 

 

En la siguiente tabla (6) se puede observar  la máxima concentración de biomasa 

alcanzada al momento de detener la curva de crecimiento así como la 

productividad de cada uno de los cultivos. 

 

Tabla 6: Biomasa y productividad de los cultivos de S. obliquus y cultivos mixtos. 

Cultivo Biomasa 
 (g/L) 

Productividad  
(g/L*d) 

S. obliquus en agua 
residual  

 

0.630 0.038 

S. obliquus en agua  
residual con lixiviado 

 

0.685 0.038 

Mixto en agua residual 
  

0.515 0.041 

Mixto en agua residual 
con lixiviado 

0.610 0.042 
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6.2.2 Remoción de nutrientes  

Los resultados obtenidos con respecto a la remoción de nutrientes se muestra en 

las figuras 11-12 para el cultivo de S. obliquus y 13-14 para el cultivo mixto, se 

puede observar  que conforme se incrementa la biomasa, los nutrientes van 

disminuyendo, siendo el nitrógeno amoniacal el primero en ser asimilado por las 

microalgas. Al ser la principal fuente de nitrógeno, la remoción fue del 100 % para 

el cultivo de S. obliquus en ambos medios de cultivo mientras que en el cultivo 

mixto en agua residual la remoción fue del 100 % en tanto que en agua residual 

enriquecida con lixiviado la remoción fue del 85.45%. 

 

Figura 11: Remoción de nutrientes en el cultivo de S. obliquus en agua residual 
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Figura 12: Remoción de nutrientes en el cultivo de S. obliquus en agua residual enriquecida con 
lixiviado 

Figura 13: Remoción de nutrientes en el cultivo mixto  (S. obliqus-Desmodesmus spp.) en agua 
residual 
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Figura 14: Remoción de nutrientes en el cultivo mixto  (S.  obliquus -Desmodesmus spp.) en agua 
residual enriquecida con lixiviado 

 

Samori et. al., (2013) utilizando Desmodesmus comunnis y un consorcio con 

predominancia de especies del género de Scendesmus y Desmodesmus en agua 

residual urbana obtuvieron porcentajes de 100% de remoción de nitrógeno 

amoniacal y ortofosfatos. En la presente tesis los porcentajes de remoción de 

ortofosfatos fueron mucho menores, con un 62% para S. obliquus y un 65% para 

el cultivo mixto en agua residual, en el caso del nitrógeno amoniacal en ambos 

casos la remoción fue del 100%, esto en los cultivos en el que el medio era solo 

agua residual (grupo control). Mientras que Zhang, et. al., (2014) trabajaron con un 

cultivo de S. obliquus obteniendo como resultado una remoción de 100% para 

nitrógeno y fósforo.  

En el caso de los cultivos enriquecidos con lixiviado, Lin, et. al., en el 2007 

realizaron experimentos con las microalgas  C. pyrenoidosa y C. snowiae para 

determinar si el tratamiento de lixiviado es viable utilizando microalgas tolerantes 

al nitrógeno, reportando que el máximo crecimiento lo tuvieron con el lixiviado al 

10%, y porcentajes de remoción de más del 60 % para N-NH4
+, DQO y 

ortofosfatos. Zhao, et. al, (2014) utilizando  C. pyrenoidosa y como medio de 
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cultivo lixiviado diluido en agua residual  tuvieron una remoción de más del 95% 

para ortofosfatos y 99 % para N-NH4
+.  Mientras que Sforza, et. al., en el 2015 

trabajaron con Acutodesmus obliquus y lixiviado en estado puro y en 

concentraciones de 50, 34, 25, 10 % diluido en agua desionizada, encontrando 

que en el lixiviado puro no hubo crecimiento por lo que no se tomaron en cuenta 

los nutrientes, en cuanto a nitrógeno la remoción vario  entre 30-97%, mientras 

que para el fósforo siempre fue > 90%, los mejores resultados en cuanto a 

remoción fueron obtenidos en el cultivo cuya concentración fue de  lixiviado al 

10%.  

En este trabajo los porcentajes de remoción en cuanto a nitrógeno son similares a 

los reportados en la literatura siendo el cultivo mixto enriquecido con lixiviado el 

que tuvo una menor remoción de N-NH4
+ con el 85%, que aun así la remoción se 

encuentra por arriba de lo reportado por Lin, et. al., que fue del 60%. Mientras que 

para los ortofosfatos la máxima remoción fue del 83% para el cultivo mixto en 

agua residual y la más baja fue del 36% para el cultivo mixto enriquecido con agua 

residual, esto pudo deberse a la composición del lixiviado o al tipo de asimilación 

que tuvo la microalga con respecto al fósforo.  

De acuerdo a la literatura los géneros de microalgas más utilizados para el 

tratamiento de aguas son Scendesmus, Desmodesmus y Chlorella  también se 

han reportado otros géneros como Nannochloropsis y algunas cianobacterias 

filamentosas como Fischerella y Spirulina (Park, et. al., 2010; Su, et. al., 2012). 

Aunque en este trabajo los porcentajes de remoción para fósforo no fueron tan 

altos como los reportados en la bibliografía, especialmente en los cultivos 

enriquecidos con lixiviado, las microalgas cumplen con la función de tratar el agua.  

En la tabla 7 se puede apreciar de manera resumida los resultados obtenidos  con 

respecto a la remoción de nutrientes para cada uno de los cultivos.
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Tabla 7: Remoción de nutrientes 

  Nitratos  Ortofosfatos N. Amonical  DQO 
Cultivo Condición Inicio 

(mg/L) 
Final 

(mg/L) 
Remoción 

(%) 
Inicio 

(mg/L) 
Final 

(mg/L) 
Remoción 

(%) 
Inicio 

(mg/L) 
Final 

(mg/L) 
Remoción 

(%) 
Inicio 

(mg/L) 
Final 

(mg/L) 
Remoción 

(%) 

C
ul

tiv
o 

de
 S

. o
bl

iq
uu

s 

 
Agua 

residual  

 
5.35 

± 
4.59 

 
0 

 
100 

 
26.24  

± 
7.55 

 
4.62 

±  
0 .02 

 
62.31 

 
9.3  
± 

0.28 

 
0 

 
100 

 
59  
± 

9.19 

 
18  
± 

2.82 

 
69.49 

 
Agua 

residual 
enriquecida 

con 
lixiviado  

 
11.3 ± 
0.70 

 
0 

 
100 

 
27.59± 

0.68 

 
13.24 

 ± 
0.42 

 
50.92 

 
154  

± 
0.07 

 
0 

 
100 

 
351 

± 
7.07 

 
221 
 ± 

6.36 

 
37.03 

C
ul

tiv
o 

M
ix

to
  

 
Agua 

residual  

 
5  
± 

 4.10 

 
0 

 
100 

 
28.8 

± 
1.41 

 
4.81 

±  
0.21 

 
83.29 

 
16.8 

± 
0.14 

 
0 

 
100 

 
82   
± 

13.43 

 
12 
 ± 

2.82 

 
85.36 

 
Agua 

residual 
enriquecida 

con 
lixiviado  

 
8.1 
± 

0.28 

 
0.8 
±  
0  
 

 
90.12 

 
31.75 

 ± 
0.16 

 
20.07 

± 
0.29 

 
36.78 

 
154  

± 
0.07 

 
22.40 

± 
0 

 
85.45 

 
370 

± 
 2.82 

 
175 

± 14.14 

 
52.70 
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6.2.3 Cuantificación de carbohidratos y lípidos  

Se cuantificaron los carbohidratos y lípidos a partir de la biomasa obtenida a lo 

largo de la curva de crecimiento, el porcentaje de carbohidratos  y lípidos para el 

cultivo de S. obliquus se muestran en la figura 15, mientras los porcentajes 

correspondientes para  el cultivo mixto se puede observar en la figura 16.  

Hernández (2017), realizó cuantificación de carbohidratos y lípidos a un cultivo  de  

S. obliquus y uno de Desmodesmus spp. que tenían como medio agua residual y 

lixiviado  a los cuales indujo a limitación de nutrientes retirando el medio, con lo 

que alcanzó un 30% de carbohidratos y 16% de lípidos en el cultivo experimental 

de S. obliquus y 30% de carbohidratos y 14% de lípidos en cultivo experimental. 

Para el cultivo de experimental de Desmodesmus spp.  se alcanzó la cantidad de 

41% de carbohidratos y 20% de lípidos y en el cultivo control 25% de 

carbohidratos y 15% de lípidos. Mientras que en los resultados obtenidos en este 

trabajo la cantidad alcanzada al finalizar la curva de crecimiento fue de 18% de 

carbohidratos y 13% de lípidos en el cultivo de S. obliquus control y 20% de 

carbohidratos y 6% de lípidos para el cultivo experimental, es importante 

mencionar que la cantidad de lípidos al inicio de la curva de crecimiento es más 

alta que al final (figura 15). En el caso del cultivo mixto control fue de 17% para 

carbohidratos y 14% para lípidos en tanto que para el cultivo experimental  fue de 

31% de carbohidratos y 9% para lípidos (figura 16).  
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Figura 15: Porcentaje de carbohidratos y lípidos del cultivo de S. obliquus en agua residual y agua 
residual enriquecida con lixiviado 

 

Figura 16: Porcentaje de carbohidratos y lípidos del cultivo mixto en agua residual y agua residual 
enriquecida con lixiviado 
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6.2.4 Observación microscópica al inicio y final de la curva 

Se hicieron observación al microscopio de los cultivos al inicio  y final de la curva 

de crecimiento, para determinar si se presentaba algún cambio morfológico en las 

microalgas.  

En la figura 17 se puede ver el cultivo de S. obliquus  en agua residual y agua 

residual enriquecida con lixiviado, en ambos casos se aprecia que la microalga se 

encuentra en forma unicelular. Mientras que en la figura 18 se observa que las 

formas unicelulares pasan a ser cenobios de 4 y hasta de 8 células, además de 

que se observó la presencia de otra microalga la cual fue identificada como 

Nannochloropsis. Se llevó a cabo un conteo para conocer cuál era la proporción 

en la que se encontraban ambas microalgas y en el cultivo control se obtuvo una 

proporción S. obliquus de 95% y 5% de Nannochloropsis y en el cultivo 

experimental fue de 90% y 10% respectivamente.  

 
Figura 17: Cultivo de S. obliquus en agua residual (a) y agua residual enriquecida con lixiviado (b) 

al inicio de la curva de crecimiento 
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Figura 18: Cultivo de S. obliquus en agua residual (a) y agua residual enriquecida con lixiviado (b) 

al final de la curva de crecimiento  

 
Para el caso del cultivo mixto se realizó un conteo para conocer la proporción en la 

que iniciaba cada microalga. Teniendo como resultado que para el cultivo control 

(agua residual) el porcentaje de S. obliquus fue de 60% y de Desmodesmus spp. 

fue de 40% mientras que para el cultivo experimental (agua residual enriquecido 

con lixiviado) la proporción fue de 70% y 30% respectivamente. Las formas 

dominantes al inicio de la curva de crecimiento  de S. obliquus fueron unicelulares 

y de Desmodesmus spp. fueron cenobios de dos células con espinas (figura 19).  

Al finalizar la curva de crecimiento se puede observar que en el cultivo control S. 

obliquus pasó a cenobios de 4 células y Desmodesmus spp. se mantuvo en 

cenobios de 2 células con espinas, mientras que en el cultivo experimental se 

mantuvieron las mismas formas que al comienzo, unicelulares para S. obliquus y 

cenobios de 2 células con espinas para Desmodesmus spp. (figura 20). Así mismo 

se observó la presencia de la microalga Nannochloropsis, así como el 

desplazamiento de S. obliquus  a Desmodesmus spp. por lo que se realizó un 

conteo para conocer la proporción final de las 3 microalgas presentes en el cultivo. 

En el cultivo control la proporción fue 84%:4%:12% de S. obliquus, Desmodesmus 

a 
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spp. y Nannochloropsis, mientras que en el cultivo experimental fue de 

86%:9%:5% respectivamente.  

Los cambios que pueden realizar las microalgas en cuanto a la formación o 

desintegración de cenobios se conocen como plasticidad fenotípica y se da como 

respuesta a las condiciones ambientales. Por ejemplo, el exceso de nitrógeno 

provoca que predominen las formas unicelulares y la pérdida de espinas, como en 

el caso del presente trabajo en el cultivo mixto enriquecido con lixiviado el 

nitrógeno amoniacal no fue consumido por completo lo que permitió que las 

células de S. obliquus conservaran su forma unicelular, por el contrario la 

limitación de nitrógeno permite que predominen los cenobios de 2 a 8 células 

como en el caso de los otros tres cultivos que se quedaron sin una fuente de 

nitrógeno y las células formaron cenobios de 4 y hasta de 8 (Lürling, 2003; 

Hernández, 2017). En los cuadros dentro de las fotografías se puede observar los 

cenobios de 2 células de Desmodesmus spp.  

 

 

 

 
Figura 19: Cultivo Mixto (S. obliquus-Desmodesmus   spp.) en agua residual (a) y agua residual 

enriquecida con lixiviado (b) al inicio de la curva de crecimiento 

 

 

 

 
 

Figura 19: Cultivo Mixto (S. obliquus-Desmodesmus   spp.) en agua residual (a) y agua residual 
enriquecida con lixiviado (b) al inicio de la curva de crecimiento 

 

a b 
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Figura 20: Cultivo Mixto en agua residual (a) y agua residual enriquecida con lixiviado (b) al final 

de la curva de crecimiento ambas con la presencia de Nannochloropsis 

 

6.2.5  Observación microscópica después de la cosecha  

También se realizó observación microscópica después del cosechado de las 

microalgas, en la figura 21 se puede observar el cultivo de S. obliquus (control y 

experimental) y en la figura 22 el cultivo mixto (control y experimental), la muestra 

para realizar la  observación fue tomada directamente del sedimento recuperado.  

Se puede observar en la figura 21 que siguen predominando los cenobios de 4 

células y se observó que aún persiste la presencia de Nannochloropsis por lo que 

también se realizó un conteo para conocer la proporción de los cultivos: 97% de S. 

obliquus y 3% de Nanochloropsis, en el cultivo control y 95% de S. obliquus y 5% 

de Nannochloropsis  en el cultivo experimental.  

a b 
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Figura 21: Cultivo de S. obliquus en agua residual (a) y en agua residual enriquecida con lixiviado 

(b) 

 

En el cultivo mixto (figura 22) también se mantuvieron las formas celulares que 

tenía el cultivo antes de la cosecha, en el cultivo control S. obliquus con cenobios 

de 4 células y Desmodesmus spp. se mantuvo en cenobios de 2 células con 

espinas, mientras que en el cultivo experimental se mantuvieron las mismas 

formas que al comienzo, unicelulares para S. obliquus y cenobios de 2 células con 

espinas para Desmodesmus spp. En este punto también se realizó un conteo ya 

que como se menciona anteriormente en estos cultivos S. obliquus desplazó casi 

en su totalidad a Desmodesmus spp., quedando las proporciones de la siguiente 

manera: en el cultivo control S. obliquus 97%, Desmodesmus spp. 2% y 

Nannochloropsis 1%, y en el cultivo experimental S. obliquus 96%, Desmodesmus 

spp. 2% y Nannochloropsis 2%.  

González (2010) realizó experimentos acerca la influencia de la deficiencia de 

nitrógeno y fósforo en las interacciones competitivas entre Chlorella vulgaris y 

Scenedesmus acutus, obtenido como resultados que C. vulgaris es el competidor 

más fuerte y el nitrógeno es el nutriente que más afecta el crecimiento poblacional 

de las dos especies lo que provoca que se presente la competencia inter-

a 
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específica que lleva a la exclusión de una de las dos especies. En este caso el 

competidor más fuerte fue S. obliquus ya que se adaptó mejor en ambos medios. 

 

Figura 22: Cultivo de Mixto (S. obliquus_Desmodesmu spp.)  en agua residual (a) y en agua 
residual enriquecida con lixiviado (b). 

 

6.3 Pruebas de cosecha mediante sedimentación por gravedad 

6.3.1 Mediciones periódicas de turbidez 

En las figuras 23 y 24 se puede observar, el proceso de sedimentación que tuvo 

una duración de 7 días (10080 minutos), se evaluó la capacidad de sedimentación 

de las microalga S. obliquus y un cultivo mixto (S. obliquus-Desmodesmus spp.) 

sin la adición de ningún tipo de sustancia química midiendo la turbidez y el 

volumen de la biomasa sedimentada en los tiempo mencionados anteriormente. 

Las mediciones de volumen permitieron observar que el sedimento empieza a ser 

estable una vez transcurridos aproximadamente 60 minutos, sin embargo, a lo 

largo de los 7 días de sedimentación se pudo observar que se sigue sedimentando 

el cultivo aunque no sea muy perceptible a simple vista. A través de las 

mediciones de turbidez fue posible determinar de mejor manera como es que los 
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cultivos se sedimentaron ya que se tomó una  muestra directamente del 

sobrenadante. 

Se puede ver que al final del proceso de sedimentación el agua no queda 

completamente libre de microalgas, esto puede deberse principalmente a la 

presencia de Nannochloropsis  ya que al ser la de menor tamaño tarda más en 

sedimentar, por lo que se puede inferir que es la que se encuentra en el 

sobrenadante dando todavía el color verde al agua. 

Como ya se había mencionado en la parte de metodología el cultivo de S. obliquus 

y el cultivo mixto no fueron sedimentados simultáneamente por esta razón la curva 

de crecimiento del cultivo mixto fue de más tiempo.  

En la figura 23 se muestra el proceso de sedimentación del cultivo de S. obliquus 

en agua residual y agua residual enriquecida con lixiviado, mientras que en la 

figura 24 se observa el proceso del cultivo mixto en agua residual y agua residual 

enriquecida con lixiviado  durante los 7 días. 
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Figura 23: Proceso de sedimentación de Scenedesmus obliquus en agua residual y agua residual 

enriquecida con lixiviado durante un periodo de 7 días 
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Figura 24: Proceso de sedimentación de cultivo mixto (S. obliquus-Desmodesmus spp.) en agua 
residual y agua residual enriquecida con lixiviado durante un periodo de 7 días 

  

t=4320 
min. 

t=8640 
min. 

t=10080 
min. 



   
 

72 
 

0

100

200

300

400

500

600

700

800

0 5 15 25 40 60 90 180 2280 4320 5760 10080

Tu
rb

id
ez

 (N
TU

) 

Tiempo (Minutos) 

Sedimentación de Scenedesmus 
obliquus 

S. obliquus agua residual S. obliquus en agua residual con lixiviado

6.4 Evaluación de la efectividad de la sedimentación para la 
recuperación de biomasa 

6.4.1 Curvas de sedimentación de S. obliquus y cultivo mixto 

Las pruebas de sedimentación por gravedad fueron llevadas a cabo  tanto en el 

cultivo de S. obliquus en agua residual y en agua residual enriquecida así como el 

cultivo mixto (S. obliquus-Desmodesmus spp.) midiendo la turbidez y el volumen 

sedimentado cada cierto tiempo.  

En la figura 25 se puede observar la sedimentación del cultivo de S. obliquus 

mediante las mediciones de turbidez, la sedimentación se llevó a cabo más rápido 

en el cultivo de agua residual, sin embargo, y aunque en la figura 26 se puede 

observar que también tuvo un mayor volumen de sedimento, no indica que la 

sedimentación y la recuperación de biomasa es mejor en este cultivo que en el 

experimental ya que cuando sedimentan a veces tienden a dejar pequeños 

espacios en el fondo del cono imhoff lo que provoca que se vea más biomasa.  

Figura 25: Sedimentación mediante mediciones de turbidez del cultivo de S. obliquus en agua 
residual y en agua residual enriquecida con lixiviado en un periodo de 7 días. 
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Figura 26: Sedimentación mediante mediciones de volumen sedimentado del cultivo de S. 
obliquus en agua residual y en agua residual enriquecida con lixiviado en un periodo de 7 días. 

 

En el caso del cultivo mixto ocurre un comportamiento similar al del cultivo de S. 

obliquus, la sedimentación  se llevó a cabo de manera más rápida en el cultivo 

control y tuvo una mayor cantidad de sedimento (figuras 27 y 28). 

Sin embargo, para determinar en qué cultivo se obtuvo una mayor cantidad de 

biomasa una vez que se cosecho la biomasa se prosiguió a medir el sedimento 

recuperado en una probeta para poder saber los porcentajes de recuperación de 

biomasa. Para determinar si hubo diferencia significativa entre los cultivos control 

(agua residual) y los cultivos experimentales (agua residual enriquecida con 

lixiviado) se realizó un análisis de varianza y los resultados obtenidos se explican 

en el siguiente punto.  
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Figura 27: Sedimentación mediante mediciones de turbidez del cultivo Mixto  (S. obliquus-
Desmodesmus spp.) en agua residual y en agua residual enriquecida con lixiviado en un periodo 

de 7 días. 

 

Figura 28: Sedimentación mediante mediciones de volumen sedimentado del cultivo de (S. 
obliquus-Desmodesmus spp.) en agua residual y en agua residual enriquecida con lixiviado en un 

periodo de 7 días 
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6.4.2 Porcentaje de recuperación de biomasa, carbohidratos y lípidos 

En la tabla 8 se muestran los porcentajes de recuperación de biomasa de cada 

uno de los cultivos así como el porcentaje de carbohidratos y lípidos presentes en 

la biomasa recuperada.  

Se puede observar que a pesar de que la sedimentación se llevó a cabo de 

manera más rápida y se acumuló más biomasa en los cultivos control el 

porcentaje de biomasa que se recuperó fue 1% más en los cultivos experimentales 

 

Tabla 8: Porcentajes de recuperación de biomasa,  carbohidratos y lípidos por litro de cultivo 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Para comprobar estadísticamente si los experimentos realizados presentaban 

diferencias significativas respecto a los porcentajes de recuperación de biomasa, 

se realizó un análisis de varianza (ANOVA) con un nivel de significancia del 5%. 

Se compararon los resultados del cultivo de S. obliquus considerando como 

variable la condición de cultivo, es decir, cuando se usó únicamente agua residual 

y utilizando agua residual enriquecida con lixiviado. El ANOVA (tabla 9) indicó que 

no hubo diferencia significativa cuando se utiliza medio de cultivo agua residual o 

agua residual enriquecida con lixiviado al 10% para la especie S. obliquus, por lo 

  BIOMASA CHO´S LÍPIDOS 
Cultivo  Condición Recuperación 

(%) 
Recuperación 

(%) 
Recuperación 

(%) 

C
ul

tiv
o 

de
 S

. 
ob

liq
uu

s 

Agua 
residual 

 

36 34 9 

Agua 
residual 

enriquecida 
con lixiviado 

 

37 39 11 

C
ul

tiv
o 

M
ix

to
 

Agua 
residual 

 

72 33 10 

Agua 
residual 

enriquecida 
con lixiviado 

 

73 
 

25 9 



   
 

76 
 

tanto para éste caso el lixiviado no tuvo una aportación importante de nutrientes 

que permitiera incrementar la producción de biomasa.  

Tabla 9. ANOVA para porcentaje de recuperación de biomasa en cultivos de S. obliquus 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 
 

Un comportamiento muy similar fue observado para en caso del cultivo mixto S. 

obliquus-Desmodesmus spp., para el cual el ANOVA (tabla 10) indicó que no hubo 

diferencia significativa entre utilizar agua residual y agua residual enriquecida con 

lixiviado al 10%. 

 

Tabla 10. ANOVA para porcentaje de recuperación de biomasa en el cultivo Mixto (S. 
obliquus-Desmodesmus spp.) 

 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

1.41135 1 1.41135 0.67 0.4585 

Intra 
grupos 

8.40613 4 2.10153   

Total 
(Corr.) 

9.81748 5    

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 
 

Los resultados de ANOVA obtenidos comparando por separado cada especie, al 

no encontrar diferencia significativa dieron la pauta para llevar a cabo un ANOVA 

utilizando como variables de respuesta tanto las condiciones de cultivo (agua 

residual y agua residual enriquecida con lixiviado) como los tipos de cultivo (S. 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

2.56107 1 2.56107 0.11 0.7517 

Intra 
grupos 

89.1983 4 22.2996   

Total 
(Corr.) 

91.7593 5    



   
 

77 
 

obliquus y mixto S. obliquus-Desmodesmus spp.), éste análisis estadístico (tabla 

11) indicó que sí había diferencias significativas. 

Tabla 11. ANOVA para porcentaje de recuperación de biomasa 
 

 
Fuente Suma de 

Cuadrados 
Gl Cuadrado 

Medio 
Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

3963.94 3 1321.31 108.30 0.0000 

Intra 
grupos 

97.6044 8 12.2006   

Total 
(Corr.) 

4061.55 11    

*Puesto que el valor-P de la prueba-F es menor que 0.05, existe una diferencia estadísticamente 
significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un nivel del 95.0% de 
confianza.   
 

 
Al encontrar diferencias significativas se hizo la prueba de Tukey a las medias de 

los tratamientos. Se obtuvo que los cultivos mixtos fueron significativamente 

diferentes, confirmándose que en estos se recuperó una mayor cantidad de 

biomasa. Para el caso de los carbohidratos y lípidos también se realizaron análisis 

de varianza por separado y en conjunto, sin embargo, en ninguno de los casos se 

encontraron diferencias estadísticamente significativas ni entre las condiciones ni 

entre los cultivos (ver anexo). 

Con respecto a los resultados obtenidos de la cosecha de biomasa, el porcentaje 

de recuperación no fue el esperado, ya que en el presente trabajo en el cultivo de 

S. obliquus en agua residual solo se obtuvo un 36% y 37% para el medio que 

contenía lixiviado y en el cultivo mixto se obtuvo 72% y 73% respectivamente, en 

un lapso de 10080 minutos, es decir, 7 días. Lo reportado en la bibliografía por 

Andrade (2008) quien efectuó pruebas para evaluar la capacidad de 

sedimentación para un cultivo unialgal de Scenedesmus sp. y un cultivo mixto de 

las microalgas Scenedesmus sp., Mycrocystis sp. y Chlorella sp., ambas 

cultivadas en agua residual, realizando mediciones periódicas de turbidez, indica 

que en el cultivo mixto se logró recuperar el 99.83% de la biomasa algal en un 

tiempo de 1260 min, es decir, en 21 horas y el cultivo de Scenedesmus sp. se 

obtuvo un  porcentaje de recuperación de 98.95% luego de 7200 min, es decir 5 
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días; en tanto que, Valladares (2014), calculó la velocidad de sedimentación de la 

microalga Chlorella sp. en un medio Guillard o F/2, midiendo la altura de 

sedimentación en una probeta obteniendo como resultados una velocidad de 

sedimentación de 2.12X10-2 m/h y una eficiencia de sedimentación por gravedad 

correspondiente al 96.6%. Por otro lado, en el 2016 Cerón et. al., realizaron un 

estudio en el que compararon tres métodos de cosecha (utilizando NaOH al 5N 

como floculante), para cultivos estáticos de Chlamydomonas sp., alcanzando con 

el método de sedimentación un porcentaje de recuperación 96% en un periodo de 

8 días.  

Se esperaba que los porcentajes de biomasa recuperada fueran más altos 

principalmente en los cultivos que contenían lixiviado, debido a la elevada cantidad 

de CaCO3 que posee y que puede ser utilizado como floculante, sin embargo, 

como se puede ver en los porcentajes de recuperación no se presenta diferencia 

entre la biomasa recuperada en los cultivos con agua residual (controles) a la 

biomasa recuperada de los cultivos enriquecidos con lixiviado (experimentales), 

sin embargo aunque el medio de cultivo influye en el proceso de sedimentación 

también se puede decir que la especie de microalga afecta directamente la 

sedimentación, pues como se ve en los resultados obtenidos la cantidad de 

biomasa recuperada fue mayor en el cultivo mixto por casi el doble que la 

recuperada de los cultivos de S. obliquus.  

Si bien se esperaba que en los cultivos con lixiviado fuera mayor la cantidad de 

biomasa por la presencia de carbonato, lo que pudo haber ocurrido en los cultivos 

con agua residual para que igualaran a los cultivos con lixiviado es que las 

microalgas hayan presentado auto-floculación debido al incremento del pH. Este 

proceso puede ocurrir naturalmente en cultivos de microalgas expuesto a la luz 

solar (en días cálidos y soleados) con suministro limitado de CO2,  ya que a través 

de la fotosíntesis las microalgas eliminan el CO2 disuelto en el medio de cultivo, 

aumentando su valor de pH  (Barros, et. al., 2015).  

Andrade (2008)  realizó experimentos con Scenedesmus sp. sobre el efecto de los 

diferentes valores de pH y demostró que no se presenta floculación a pH entre 5.0 
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y 7.5; mientras que, a valores de pH alrededor de 8.5 casi el 95% de la biomasa 

de algas podría ser removida. 

Como se puede observar en las figuras 29 y 30 el pH se va incrementando 

conforme pasan los días principalmente en los cultivos de agua residual llegando a 

un pH de 10, lo que pudo haber provocado la auto-floculación en dichos cultivos, 

esta podría ser la razón por la cual se tuvo la misma de recuperación de biomasa 

tanto en los cultivos control como en los experimentales, mientras que el pH de los 

cultivos enriquecidos con lixiviado alcanza un máximo de 9 no quedando muy 

alejado del estándar de pH para un cultivo de microalgas que es de 7.5 a 8.5. 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 29: pH  de S. obliquus en agua residual y en agua residual enriquecida con lixiviado 
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Figura 30: pH del cultivo Mixto (S. obliquus-Desmodesmus spp.) en agua residual y en agua 

residual enriquecida con lixiviado 

 

El proceso de sedimentación en el presente trabajo resultó más efectivo al utilizar 

un cultivo mixto S. obliquus-Desmodesmus spp. ya que fue posible recuperar 

cantidades de biomasa mayores al 70%. Sin embargo, los porcentajes de 

recuperación de biomasa cuando se usaron cultivos con predominancia de la 

microalga S. obliquus fueron mucho menores (entre 36 y 37%), por lo que resulta 

relevante ahondar en investigaciones respecto a las variables de influencia, 

además de la especie de microalga, que afectan la recuperación de biomasa en 

los cultivos de S. obliquus.  

6.4.3 Ventajas y desventajas del uso de la sedimentación como método de 
cosecha  

Basándose en el cuadro de ventajas y desventajas de Orta, et. al., 2017, se 

pueden establecer las ventajas y desventajas que tuvo el uso de la sedimentación 

como método de cosecha en este trabajo.  
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Tabla 12: Ventajas y desventajas del uso de la sedimentación como método de cosecha 

SEDIMENTACIÓN 

Ventajas Desventajas 

 Es un método que tiene un costo 

energético prácticamente nulo 

 No fue necesario agregar alguna 

sustancia química para lograr la 

sedimentación 

 La biomasa no sufrió ningún daño 

pese al largo tiempo de exposición  

 El cultivo no se contamino a pesar 

de que se encontraba expuesto al 

medio  

 

 

 

 

 El método es lento 

 Dependiendo de la microalga 

utilizada es el porcentaje de 

recuperación de biomasa. 

 El porcentaje de recuperación no fue 

el esperado a pesar del tiempo en 

sedimentación (7 días) 

 

Pese a que en la literatura se reporta (Rawat, et. al., 2011) que la biomasa puede 

sufrir deterioro por las variaciones de temperatura o contaminación debido al 

tiempo de exposición al medio, en el presente trabajo se pudo comprobar 

mediante la observación microscópica de los cultivos que ninguno de éstos 

efectos sucedió, si bien se encontró la presencia de Nannochloropsis, ésta se dio 

durante el periodo de duración de la curva de crecimiento y no durante el tiempo 

en el que los cultivos estuvieron en sedimentación. 
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7. CONCLUSIONES 
 

1. Se determinó que utilizar lixiviado al 10% pese a que cumple con los 

requerimientos de nitrógeno amonical de 154 mg/L, afecta la producción de 

biomasa, esto se atribuye a la coloración marrón que tomaron los cultivos y 

que impidió el paso de luz lo que afectó el proceso de fotosíntesis, sin 

embargo, se logró tratar el lixiviado diluido en agua residual obteniendo 

porcentajes de remoción de nitrógeno amoniacal hasta del 100%. 

2. La sedimentación depende de directamente de la especie de microalga 

utilizada, ya que en función de su tamaño se verá afectada la velocidad de 

sedimentación.  

3. El método de sedimentación para la cosecha de microalgas no influye en el 

porcentaje de recuperación de carbohidratos y lípidos ya que se obtienen 

porcentajes similares antes y después de la cosecha utilizando cultivos de 

la especie S. obliquus y cultivos mixtos de S. obliquus con el género 

Desmodesmus spp. 

4. El lixiviado no influyó en el método de cosecha por sedimentación, ya que el 

porcentaje de biomasa cosechada es muy similar tanto en agua residual 

como en agua residual enriquecida con lixiviado.  

5. La sedimentación es un buen método de cosecha para la recuperación de 

biomasa microalgal ya que se obtuvieron porcentajes de recuperación hasta 

del 73% en cultivos mixtos de S. obliquus-Desmodesmus spp. sin que se 

alterará el estado de la biomasa.  

6. La principal ventaja de la sedimentación como método de cosecha  es el 

costo energético es prácticamente nulo, ya que en los 7 días que estuvieron 

en sedimentación los cultivos no existió gasto energético.  

7. La principal desventaja del uso de la sedimentación es el tiempo, ya que en 

comparación con otros métodos en los que la biomasa se  recupera en 

horas o incluso minutos, la sedimentación puede llevarse días como el caso 

del presente estudio. 
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9. ANEXO 

Con los resultados obtenidos del porcentaje de recuperación de biomasa, 

carbohidratos y lípidos y con la ayuda del programa STATGRAPHICS Centurion, 

se realizó el análisis de varianza (ANOVA), la prueba de Tukey y la prueba de 

Shapiro-Wilk (normalidad), para cada uno de los casos, los resultados se 

muestran a continuación.   

9.1 Pruebas de porcentaje de recuperación de biomasa 

En este apartado se muestra la tabla de ANOVA del porcentaje de recuperación 

de biomasa para los cuatro cultivos con las dos diferentes condiciones. 

 
Tabla ANOVA para porcentaje de recuperación de biomasa. 

 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre grupos 3963.94 3 1321.31 108.30 0.0000 
Intra grupos 97.6044 8 12.2006   
Total (Corr.) 4061.55 11    

*Puesto que el valor-P de la prueba-F es menor que 0.05, existe una diferencia estadísticamente 
significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un nivel del 95.0% de 
confianza.   

 
 

Al encontrar diferencias estadísticamente significativas entre los cultivos se 

procedió a realizar la prueba de Tukey para determinar los cultivos con 

diferencias.  

 
Tabla de Prueba de Tukey para porcentaje de recuperación de Biomasa 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
* Indica una diferencia significativa. 

Contraste Sig
. 

Diferenci
a 

+/- 
Límites 

Mixto AR - Mixto LIX  -0.97 9.12974 
Mixto AR - S. obliquus LIX * 35.1933 9.12974 
Mixto AR - S. obliquus AR * 36.5 9.12974 
Mixto LIX - S. obliquus LIX * 36.1633 9.12974 
Mixto LIX - S. olbiquus AR * 37.47 9.12974 

S. obliquus LIX - S. obliquus AR  1.30667 9.12974 
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Y finalmente se realizó la prueba de Shapiro-Wilk para observar la distribución de 
los datos.  
 

 
Tabla de Prueba de Shapiro-Wilk para porcentaje la recuperación de Biomasa 

 

 
 
 
 

 
*Debido a que el valor-P más pequeño de las pruebas realizadas es menor a 0.05, se puede 

rechazar la idea de que Porcentaje proviene de una distribución normal con 95% de confianza. 
 

 
 
9.2 Pruebas de porcentaje de carbohidratos 
 

Tabla ANOVA para porcentaje de carbohidratos en el cultivo de S. obliquus 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

47.4891 1 47.4891 0.71 0.4476 

Intra 
grupos 

268.46 4 67.115   

Total 
(Corr.) 

315.949 5    

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia estadísticamente 
significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un nivel del 95.0% de confianza. 

 

 
Tabla ANOVA para porcentaje de carbohidratos en el cultivo mixto (S. obliquus-

Desmodesmus spp.) 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

74.6948 1 74.6948 5.45 0.0799 

Intra 
grupos 

54.8671 4 13.7168   

Total 
(Corr.) 

129.562 5    

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 

Como en el caso de la biomasa al no encontrarse diferencias significativas al 

analizar los cultivos por separado, se llevó a cabo una ANOVA, en la cual fueron 

Prueba Estadístico Valor-P 
Estadístico W de Shapiro-

Wilk 
0.765787 0.00300

011 
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considerados los cuatro cultivos en ambas condiciones, la tabla se muestra a 

continuación y siguió sin encontrarse diferencia estadísticamente significativa.  
 

Tabla ANOVA para porcentaje de carbohidratos 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

238.685 3 79.5616 1.97 0.1974 

Intra 
grupos 

323.327 8 40.4159   

Total 
(Corr.) 

562.012 11    

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 
Al no encontrarse diferencias significativas no se realizó prueba de Tukey pero si 

la prueba de Shapiro-Wilk. 

 
Pruebas de Shapiro-Wilk para porcentaje de carbohidratos 

 
 

 

 
 
 
*Debido a que el valor-P más pequeño de las pruebas realizadas es mayor ó igual a 0.05, no se 
puede rechazar la idea de que Porcentaje proviene de una distribución normal con 95% de 
confianza. 
 
 
9.3 Prueba de porcentaje de lípidos  
 
Al igual que en los carbohidratos se realizó ANOVA por separado para cada 

cultivo, sin embargo, no se encontraron diferencias estadísticamente significativas, 

por lo que se hizo una prueba ANOVA para los cuatro cultivos, sin encontrarse 

diferencias estadísticamente significativas. 

 

 

 

 
 
 

Prueba Estadístic
o 

Valor-P 

Estadístico W de Shapiro-
Wilk 

0.935875 0.417136 
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Tabla ANOVA para porcentaje de lípidos en cultivo S. obliquus 

 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

5.51042 1 5.51042 1.26 0.3237 

Intra 
grupos 

17.4305 4 4.35762   

Total 
(Corr.) 

22.9409 5    

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 

 
Tabla ANOVA para Porcentaje de lípidos en cultivo Mixto (S. olbiquus-Desmodesmus spp.) 

 
Fuente Suma de 

Cuadrados 
Gl Cuadrado 

Medio 
Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

3.1104 1 3.1104 1.67 0.2664 

Intra 
grupos 

7.4698 4 1.86745   

Total 
(Corr.) 

10.5802 5    

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 
 

Tabla ANOVA para porcentaje de lípidos 
 

Fuente Suma de 
Cuadrados 

Gl Cuadrado 
Medio 

Razón-F Valor-P 

Entre 
grupos 

9.63583 3 3.21194 1.03 0.4288 

Intra 
grupos 

24.9003 8 3.11253   

Total 
(Corr.) 

34.5361 1
1 

   

*Puesto que el valor-P de la razón-F es mayor o igual que 0.05, no existe una diferencia 
estadísticamente significativa entre la media de Porcentaje entre un nivel de Cultivo y otro, con un 
nivel del 95.0% de confianza. 
 
 

Pruebas de Shapiro-Wilk para porcentaje de lípidos 
 

Prueba Estadístico Valor-P 
Estadístico W de Shapiro-
Wilk 

0.851023 0.0351901 

*Debido a que el valor-P más pequeño de las pruebas realizadas es menor a 0.05, se puede 
rechazar la idea de que Porcentaje proviene de una distribución normal con 95% de confianza. 
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