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RESUMEN de la tesis que presenta Bily Aguilar May, como requisito parcial para la 
obtención del grado de DOCTOR EN CIENCIAS con orientación en ACUICULTURA. 
Ensenada, Baja California, México. Agosto de 2006. 
 

Inmovilización de células de la cianobacteria Synechococcus sp. para remover 
nutrientes de efluentes de cultivos acuícolas 

 

Resumen aprobado por:                    
 

Dra. M. del Pilar Sánchez Saavedra 
                                                                                          Director de Tesis    

 

Uno de los principales problemas que presenta la utilización de cultivos de microalgas para 
el tratamiento de aguas residuales, es la recuperación de la biomasa producida. Para 
resolver este problema, se han diseñado sistemas en donde se utilizan microalgas 
inmovilizadas en polímeros como substrato. Los substratos más comunes para la 
inmovilización de células vivas son el carragenano y el alginato. Este trabajo presenta un 
nuevo procedimiento para la inmovilización de células de la cianobacteria marina 
Synechococcus sp. utilizando quitosano obtenido de exoesqueletos de camarón. El espesor 
de la pared de las cápsulas de Synechococcus sp. inmovililizadas en quitosano, depende del 
tiempo de contacto con el NaOH y esta relacionado directamente con el crecimiento del 
cultivo. Después de una fase de acondicionamiento, y probablemente causado por el daño 
celular, las cápsulas obtenidas después de 80 segundos en una solución 0.1 N NaOH 
muestran mejor crecimiento que las obtenidas para cultivos de células libres (6.90 y 5.16 
divisiones en 10 días respectivamente). El efecto de la temperatura respecto al crecimiento 
de Synechococcus sp. inmovilizado en quitosano, fue bajo en comparación con los cultivos 
de células libres. La mayor cantidad de inóculo favorece una mayor producción de biomasa 
de Synechococcus sp. El total del nitrógeno incorporado (amonio y nitratos) de células 
libres fue 98% y para las células inmovilizadas fue 68%. La incorporación de fósforo fue 
más eficiente en células libres (88%) que para células inmovilizadas (77%). La tasa 
fotosintética y la actividad de la nitrato reductasa de las células, no fue modificada por el 
proceso de inmovilización. La tasa de fotosíntesis disminuye con la edad del cultivo en 
ambas condiciones. La actividad de la nitrato reductasa no fue inhibida por la 
concentración de amonio en el medio (25.5 mgL-1), en ambas condiciones. Este trabajo 
muestra que las células de Synechococcus sp. pueden ser inmovilizadas en cápsulas de 
quitosano, y que mantienen  similar tasa de crecimiento comparado con los cultivos de 
células libres y que esta especie remueve eficientemente nitrógeno y fósforo de aguas 
residuales. 
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ABSTRACT of the thesis presented by Bily Aguilar May as a partial requirement to 
obtain the DOCTOR IN SCIENCE degree with orientation in AQUACULTURE. 
Ensenada, Baja California, México. August 2006. 

 
Immobilization of cianobacteria  Synechococcus sp. cells to remove nutrients from 

aquaculture wastewater  

 
Abstract approved by: 

 

Dra. M. del Pilar Sánchez Saavedra 
                                                                                         Thesis Supervisor  

 
One of the main problems for the utilization of cultured microalgae during waste 

water treatment is the harvest of the produced biomass. To solve this problem, a number of 
systems have been designed immobilizing the microalgae in polymers as substrates. The 
most common substrates for the immobilization of live cells are carrageenan and alginate. 
This work presents a new procedure to immobilize cells of the marine cyanobacteria 
Synechococcus sp. using chitosan obtained from shrimp exoskeletons. The thickness of the 
walls of the capsules of chitosan-immobilized Synechococcus cultures depended on contact 
time with NaOH and was directly related to culture growth. After an initial lag phase, 
probably caused by cell damage, the capsules obtained after 80 seconds in a 0.1 N NaOH 
solution showed better growth than that of free cell cultures (6.90 and 5.16 divisions in 10 
days, respectively). The effect of temperature on the growth of Synechococcus sp. 
immobilized in chitosan was lower in comparison to free cells in culture. Large initial 
inocula favored higher production of biomass of Synechococcus sp. Total nitrogen uptake 
(ammonium and nitrates) of free cell was 98% and for immobilized cells 68%. Phosphorus 
uptake was more efficient in free cells (88%) than in immobilized cells (77%). 
Photosynthetic rates and nitrate reductase activity of cells were not modified by the 
immobilization process. The photosynthetic rate decrease with age culture in both 
conditions. Nitrate reductase activity was not inhibited by the effect of ammonia 
concentration in media (25.5 mgL-1) of both conditions. This work shows that the 
Synechococcus sp. cells can be immobilized in chitosan capsules, they maintain a similar 
growth rate compared to free cells in culture and that this species efficiently removes 
nitrogen and phosphates from waste waters. 

 
 
Keywords: Synechococcus sp., immobilization, chitosan, nutrients removal, 
photosynthesis. 
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Inmovilización de Células de la Cianobacteria Synechococcus sp. para Remover 
Nutrientes de Efluentes de Cultivos Acuícolas 

 

I. Introducción 

La acuicultura es una industria que se ha desarrollado rápidamente en todo el mundo. 

En 1970, el aporte mundial de productos pesqueros por acuicultura fue del 3.9%, mientras 

que en 2002, el aporte fue del 29.9%. Este aumento es en respuesta a la demanda de 

alimento, la disminución de la pesca y el crecimiento poblacional (Jones y Preston, 1999; 

FAO, 2004). El incremento de esta actividad trae consigo distintos tipos de problemas 

ambientales (Páez-Osuna, 2005), hacia los ecosistemas dulceacuícolas, salobres y marinos, 

tales como: destrucción de manglares y marismas, producción de suelo salino, alteración del 

patrón de drenaje, deterioro de la calidad de las aguas receptoras, brotes de enfermedades, 

contaminación de los mantos acuíferos, y desarrollo de resistencia entre los organismos 

patógenos, entre otros principalmente (Phillips et al., 1993; EVS Environment Consultants, 

2000; Páez-Osuna, 2001b; Jiménez-Montealegre, 2001). Por lo anterior, para satisfacer la 

demanda de alimento de origen acuícola, es necesario desarrollar nueva tecnología y manejo 

sustentable de la zona costera con procesos que no dañen el medio ambiente. 

En países como China, Tailandia, India, Indonesia, Filipinas, Malasia, Ecuador, 

México, Honduras, Panamá y Nicaragua, el cultivo de Peneidos es una industria rentable, 

aunque en algunos de estos países, el crecimiento de esta industria ha alcanzado un grado de 

desarrollo que se a comenzado a causar un impacto desfavorable en el ambiente (Páez-

Osuna, 2005). Uno de los impactos más frecuentes encontrados en estos ambientes, es la 

eutroficación de los cuerpos de agua aledaños a las granjas y el subsecuente incremento de 
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la demanda bioquímica de oxígeno (DBO) (Enander y Hasselstrom, 1994; Hopkins et al., 

1996; Páez-Osuna, 2001a). 

México, al igual que otras partes del mundo, exhibe algunos de estos problemas de 

eutrofización, debido a que en la mayoría de las granjas de producción se descargan los 

efluentes de los estanques camaronícolas a los cuerpos de agua cercanos sin ningún 

tratamiento (Abeysinghe et al., 1996; Dierberg y Kiattisimkul, 1996). Sin embargo, el 

efecto negativo provocado por los efluentes acuícolas sobre la calidad del agua de los 

cuerpos de agua receptores, depende de varios factores tales como: la magnitud de la 

descarga, la composición química del efluente, las características físicas y geológicas del 

cuerpo de agua receptor, además de la dinámica de los procesos biogeoquímicos.  

Los efluentes de la industria camaronícola generalmente están enriquecidos con 

sólidos suspendidos, nutrientes y muestran una alta demanda bioquímica de oxígeno 

(DBO), en concentraciones que dependen del manejo de la granja (Hill et al., 1997; Páez-

Osuna et al., 1999; Páez-Osuna, 2005). Por lo tanto, una de las preocupaciones ecológicas 

que existen en la actualidad, son las relacionadas con el impacto ambiental originado por la 

actividad acuicultural (Weston, 1991; Beveridge et al., 1997; Phillips, 1998; Páez-Osuna, 

2001a). Lo anterior ha generado la implementación de regulaciones sobre sus propias 

operaciones, además de diversas reglamentaciones relacionadas con la salud y uso de la 

zona costera. En México existe las Normas Oficiales Mexicanas (NOM) NOM-001 y 002-

SEMARNAT-1996, que establecen: (1) los límites máximos permisibles de contaminantes 

en las descargas de aguas residuales en aguas y bienes nacionales y (2) los límites máximos 

permisibles de contaminación en las descargas de agua a los sistemas de alcantarillado 
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urbano o municipal. En nuestro país estos efluentes no se evalúan sistemáticamente, y se 

desconoce si existen en el territorio nacional algunas granjas de cultivo que atiendan a las 

disposiciones indicadas en la NOM en beneficio del ambiente acuático y de los mismos 

productores (Domínguez, 1999; Páez-Osuna, 2001b).  

Para mitigar el impacto de los efluentes de cultivos acuícolas se han considerado 

numerosas alternativas, algunas de ellas son: (1) el policultivo de peces y camarón 

utilizando los efluentes para alimentar bivalvos y macroalgas (Jones y Preston, 1999; Jones 

et al., 2001b; Jones et al., 2002; Miranda-Baeza, 2005); (2) la disminución del contenido 

de proteína en el alimento suministrado (Hopkins et al., 1995); (3) la disminución del 

porcentaje de recambio de agua (Hopkins et al., 1993) y, (4) la utilización de organismos 

como biofiltros o removedores de productos nitrogenados y fosfatados, tales como: 

manglares, halófilas, macroalgas, microalgas, cianobacterias y bacterias (Lincoln y Earle, 

1990; Neori et al., 2000; Chopin et al., 2001; Msuya y Neori, 2002; Neori et al., 2004; 

Schuenhoff et al., 2006). 

La utilización del tratamiento biológico se considera un método eficiente y con un 

bajo costo económico, comparado con los métodos físicos y químicos. Uno de los métodos 

biológicos más comúnmente utilizados, es mantener a los microorganismos que 

biodegradarán en sistemas comunes con el material de desecho. En este tipo de 

procedimientos los organismos descomponen el material y éste es convertido a biomasa y 

energía, por ejemplo el mantenimiento de lodos activados en plantas de tratamiento de 

desechos urbanos y que son ampliamente utilizados en nuestro país (Daigger et al., 1988; 

Wanner, 1994). 
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El tratamiento biológico de aguas de desecho, es un área que ha tenido un amplio 

desarrollo en varios países durante los últimos cincuenta años. Los trabajos dentro de esta 

especialidad han dedicado sus esfuerzos principalmente al estudio del uso potencial del 

cultivo de bacterias, microalgas y cianobacterias (Lincoln y Earle, 1990).  

Las microalgas y cianobacterias son organismos que tienen alta capacidad de 

remoción de distintas formas de nitrógeno y fósforo del medio (Cañizares-Villanueva y 

Casas-Campillo, 1991).   

La remoción de nutrientes por medio de microalgas, tiene la desventaja de que al 

final del tratamiento, es necesario remover la biomasa de microalgas producida. Además, 

que este tipo de sistema incrementa el área de suelo requerida para el tratamiento y por 

consiguiente causa problemas debido a la gran área utilizada para el cultivo de microalgas 

(Lau et al., 1997). 

Para contribuir a resolver el problema de las grandes áreas requeridas para el cultivo 

de microalgas al ser utilizadas en el tratamiento terciario, se está investigando la remoción 

de nutrientes por medio de biofiltración usando organismos (bacilos, bacterias, 

cianobacterias y microalgas) inmovilizados en distintos tipos de soportes (Yang y Wang, 

1990). Los materiales usualmente utilizados como soporte para la construcción de matrices 

son polímeros que incluyen polisacáridos: carragenina, quitosano, alginato, agar y otros de 

tipo sintético tales como poliuretano, poliestireno entre otros. Uno de los principales 

requisitos que deben cumplir este tipo de soportes o matrices es que sean capaces de 

mantener la viabilidad y el crecimiento de los organismos que realizarán la biofiltración 

(Chevalier y de la Noüe, 1985a; Becker, 1994; Howland, 1998). Además las matrices 
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poliméricas deben ser: no tóxicas, fototransparentes, estables en el medio de cultivo, así 

como exhibir eficiente retención de la biomasa y resistencia al crecimiento de ésta, entre 

otras características (Mallick, 2002). 

La biofiltración se distingue de otros tratamientos biológicos principalmente por la 

separación entre los organismos utilizados como biofiltro y el fluido a tratar. En los 

biofiltros la biomasa usualmente es inmovilizada en un sustrato y el fluido tratado es móvil. 

En los sistemas de biofiltración los contaminantes pueden ser removidos del fluido por 

diferentes métodos de inmovilización. La inmovilización de microorganismos dentro de 

matrices puede ser dividida en dos procesos principales: (1) por colonización, la cual se 

efectúa por la adhesión natural de microorganismos a la matriz y, (2) por  inmovilización 

artificial en la matriz. Existe una gran variedad de tipos de inmovilización artificial de 

microorganismos utilizando diferentes materiales de soporte. Uno de los tipos de 

inmovilización que tiene un gran potencial de aplicaciones, es la inmovilización de 

microorganismos en matrices poliméricas tridimensionales (Cohen, 2001), el cual consiste 

en atrapar organismos en matrices en donde los poros tienen que ser más pequeños que el 

organismo a inmovilizar para no permitir pérdida de biomasa y que ésta pueda crecer en el 

fluido a tratar. Sin embargo, se debe determinar la porosidad de la matriz para permitir la 

entrada del sustrato a degradar por los organismos y un adecuado intercambio gaseoso 

(Mallick, 2002). 

La principal desventaja que se produce al inmovilizar células en matrices 

poliméricas, es que puede existir una disminución en la difusión a través de la matriz, esta 

limitante es característica de este método. Sin embargo, este método comparado con otros 
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permite mantener una alta concentración de biomasa viable, una mayor resistencia a 

compuestos tóxicos y además ofrece la oportunidad de co-inmovilizar, diferentes especies 

de microorganismos separados físicamente entre sí (Cohen, 2001).  

 

I.1. Polímeros utilizados como soporte en la inmovilización de células 

Los polímeros que son ampliamente utilizados como soporte o matriz pueden ser de 

tipo natural o sintético (Tabla I). Los polímeros naturales más usados para la 

inmovilización de células de microalgas y cianobacterias son polisacáridos, principalmente 

alginato y κ-carragenano (Robinson, 1995; Chen, 2001; Cohen, 2001; Mallick, 2002). No 

obstante, la inmovilización de células en alginato tiene la desventaja de que este polímero 

tiene baja estabilidad fisicoquímica en presencia de quelantes como fosfato y citrato 

(Kierstan y Coughlan, 1985). Por otra parte, el κ-carragenano es inestable en presencia de 

iones de Na+ y las condiciones para la inmovilización requieren de 30 a 50 ºC de 

temperatura, además que es un polímero con alto costo económico. 

 
Tabla I. Algunos ejemplos de polímeros naturales y sintéticos utilizados como material de 

soporte en la inmovilización de microorganismos. 
 

Polímeros 

  Naturales                         Sintéticos 
Carragenano Poliacrilamida 

Alginato Polivinil alcohol 

Quitosano Polipropilen glicol 

Agar Poliuretano 

Agarosa Poliestireno 

Celulosa Polimetano 
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Los polímeros naturales son los que se utilizan con mayor frecuencia, ya que 

permiten un mayor crecimiento celular debido a que no son tóxicos. Mientras que en los 

polímeros sintéticos el uso de altas concentraciones de monómeros y el entrecruzamiento 

de agentes químicos pueden producir residuos tóxicos para las células y que esto influya 

negativamente en la viabilidad celular (de la Noüe et al., 1990; Kaya y Picard, 1996). 

Debido a las desventajas del uso del alginato y el κ-carragenano, se ha sugerido 

como alternativa el uso de quitosano para la inmovilización de cianobacterias y microalgas. 

A continuación se revisan algunas de las propiedades principales de este polisacárido. 

 

I.1.1. Quitosano 

El quitosano es un polisacárido derivado de la quitina que es ubicua en la naturaleza 

y existe en la pared celular de hongos, cutícula de insectos y en el exoesqueleto de 

crustáceos. Este biopolímero tiene características funcionales, que permiten generar 

matrices que han sido utilizadas con éxito como encapsulante de biomoléculas y células 

además de ser un polielectrolito catiónico, biocompatible y biodegradable, que presenta, 

entre otras, propiedades bacteriostáticas e inmunoestimulantes (Rodríguez-Sánchez y Rha, 

1981; McKnight et al., 1988; Kim y Rha, 1989; Polk et al., 1994; Nussinovich et al., 1996; 

Hirano, 1996). 

El quitosano tiene propiedades importantes para utilizarlo como matriz polimérica, 

tales como la gelificación, permite mantener una alta permeabilidad, es un compuesto 

biodegradable, no es tóxico, es maleable e insoluble en algunas soluciones como: el agua, 
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en soluciones alcalinas y en solventes orgánicos, además es soluble en ácidos diluidos 

(Lárez-Velásquez, 2003; Pastor de Abram, 2004).  

El quitosano también tiene la propiedad de atraer compuestos cargados 

negativamente por ser un polímero orgánico. Químicamente, el quitosano representa a una 

familia de biopolímeros constituidos predominantemente por residuos de poli-β-D-

glucosamina y por una menor proporción de residuos de 2 acetamido-2-deoxi-β-D-glucosa 

(N-acetilglucosamina). Debido al tamaño de la molécula y su estructura química (Figura 1), 

el quitosano puede formar redes tridimensionales gelificadas formada por la unión física o 

covalente de todas las cadenas de polímeros existentes en un sistema determinado hasta 

formar teóricamente una sola macromolécula. Por su estructura tridimensional el quitosano 

tiene la propiedad de ser un elemento de retención (Felse y Panda, 1999; Lárez-Velásquez, 

2003). 

 

 

 

 

Figura 1. Estructura de la molécula de quitosano. 

 



 

 

16 

En nuestro país se está produciendo quitosano a nivel de planta piloto a partir de 

subproductos de la pesca del camarón, por el grupo de “Ingeniería de Biopolímeros” 

dependiente del Centro de Investigación en Alimentación y Desarrollo (CIAD) ubicado en 

Hermosillo, Sonora, México. Este grupo ha desarrollando trabajos relacionados con la 

construcción de matrices con biopolímeros obtenidos de subproductos de la pesca y de la 

agroindustria (Brugnerotto et al., 2001; Diaz-Rojas et al., 2006).  

 

I.2. Antecedentes relevantes de trabajos realizados con microalgas inmovilizadas  

de la Noüe y Proulx (1988a, b) observaron que Phormidium sp. inmovilizada en 

quitosano removía más del 80% de ortofosfato y cerca del 90% del amonio presente en un 

efluente secundario urbano. Sin embargo, estos autores determinaron que cerca del 60% de 

ortofosfato removido era precipitado debido a una alcalinización del medio causado por la 

liberación de iones de calcio por parte del quitosano. 

Jeanfils et al. (1993) determinaron el efecto de la concentración de nitratos (2 y 4 

mM de nitrato) con relación al crecimiento y la remoción de este ión utilizando células de 

Chorella vulgaris inmovilizadas en alginato al 4% y con células libres en el medio. Estos 

autores encontraron que la inmovilización de las células no afectó el crecimiento, ni la 

remoción de nitratos y que el mayor porcentaje de remoción de nitratos (0.46 µg de nitratos 

por hora por millón de células) ocurrió en el primer día de cultivo. Se encontró una 

tendencia similar de remoción de nitratos, entre los cultivos de células libres e 

inmovilizadas. 
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Lau et al. (1998) inmovilizaron células de Chorella vulgaris en esferas de 

carragenano y alginato para ser usadas en la remoción de nitrógeno y fósforo de aguas de 

desecho urbano. Encontraron que la tasa de crecimiento de C. vulgaris inmovilizada en 

ambos polímeros en forma individual, fue similar a la evaluada para las células libres. La 

fase de acondicionamiento fue mayor en las células inmovilizadas, además de que la 

actividad metabólica de asimilación de amonio fue mayor y contenían una mayor 

concentración de clorofila a con respecto a las células libres. La alta actividad metabólica 

de las células inmovilizadas en los dos tipos de polímero, permitió remover el 95% de 

nitrógeno y el 99% de fósforo del agua de desecho en tres días. Mientras que las células 

libres sólo removieron el 50% de ambos nutrientes durante el mismo periodo de tiempo. 

Chen (2001) inmovilizó células de la microalga dulceacuícola Scenedesmus 

quadricauda, dentro de esferas de alginato de sodio al 3% y de 4 mm de diámetro. Las 

células inmovilizadas se utilizaron como elemento de biofiltración en cultivos de tilapia, 

manteniendo las esferas en redes de nylon suspendidas en el agua con una relación de 40 

esferas por litro de agua a tratar. Estos autores lograron mantener una baja concentración 

de amonio (5 mg L-1 de amonio por 13 días) en los estanques de tilapia con las microalgas 

inmovilizadas, con respecto a los que no contenían microalgas (17 mg L-1 de amonio por 8 

días).  

Cruz-Fraga (2003) inmovilizó células de Arthrospira maxima por el método de 

colonización, en membranas de quitosano, obteniendo buena viabilidad y crecimiento de 

esta cepa. Al cultivar A. maxima en forma libre e inmovilizada este autor obtuvo una 

remoción del 100% a partir de una concentración de 2 mg L-1 de amonio y fósforo a las 12 
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horas de cultivo. Sin embargo, reporta que las membranas de quitosano no fueron la mejor 

opción de inmovilización debido a que existió una liberación de células al medio. 

Fierro-Reséndiz (2004) inmovilizó células de Scenedesmus obliquus y Scenedesmus 

sp. en esferas de quitosano al 2%, obteniendo células viables después del proceso de 

inmovilización. Sin embargo, Scenedesmus sp. fue la especie que tuvo el mayor 

crecimiento, por lo cual fue utilizada para remover nitrógeno y fosfatos de un medio de 

cultivo simulando un efluente de aguas de desecho. Obteniendo una remoción de nitratos 

del 70% y de fosfatos del 94% a las 12 horas. Además logró mantener viable por siete 

meses a Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp. inmovilizada en esferas de quitosano, 

almacenada en oscuridad y a una temperatura de 4 ºC. 

 

I.3. Efectos fisiológicos producidos en células inmovilizadas  

La inmovilización celular presenta numerosas ventajas con respecto al 

mantenimiento de las células libres, debido a los cambios morfológicos y fisiológicos 

producidos. Los cambios en las células inmovilizadas probablemente se deban a la 

activación de diferentes genes no activos en células libres (Cohen, 2001), lo cual causa una 

tasa de crecimiento más rápida y por consiguiente una mayor actividad metabólica e 

incluso una mayor resistencia a entornos más agresivos y agentes tóxicos (Marie y 

Costerton, 1981; Lau et al., 1997). Sin embargo, también se han encontrado respuestas 

negativas al proceso de inmovilización, por ejemplo una fase de acondicionamiento mayor 

con respecto a la encontrada en células libres (Lau et al., 1997). Lo anterior posiblemente 
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disminuye la actividad metabólica de las células inmovilizadas en los primeros días de 

cultivo y, por lo tanto, produce un retraso en la remoción de nutrientes.  

El autosombreado hacia el interior de la matriz que es producido por efecto de las 

altas concentraciones celulares, podría ser una limitante en la utilización de células 

fotosintéticas. Por efecto de autosombreado se produce una disminución de la eficiencia 

fotosintética. La determinación de las curvas de fotosíntesis con respecto a cambios en la 

intensidad luminosa, así como el cálculo de los parámetros que describen esta respuesta 

especie-específica, son comúnmente usadas para conocer el estado fisiológico de las 

células (Platt, 1981).  

Por efecto de la inmovilización de células pueden producirse cambios en la 

membrana celular y en la actividad de la nitrato reductasa, que es la enzima que convierte 

el nitrato a nitrito (Jeanfils et al., 1993). La importancia de la caracterización enzimática en 

las células, es determinar la capacidad de óxido reducción de los compuestos nitrogenados 

del medio. 

La inmovilización de células de microalgas y cianobacterias inició a mediados los 

60’s con los trabajos de inmovilización de Chlorella sp., Chlorella pyrenoidosa, Anacystis 

nidulans y Porphyridium cruentum (Park et al., 1966; Hillier y Park, 1969;  Mallick 2002). 

Sin  embargo, hasta mediados de los 80’s fue cuando se realizaron los primeros trabajos de 

inmovilización de microalgas (Chevalier y de la Noüe, 1985a, b) y cianobacterias en 

polímeros naturales con la finalidad de remover nitrógeno y fósforo de aguas residuales 

(Mallick, 2002). A finales de los 80’s se realizaron los primeros trabajo de inmovilización 

de microalgas en quitosano (de la Noüe y Proulx, 1988a, b), en la bibliografía revizada a la 
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fecha existen pocos trabajos de inmovilización en quitosano y no se encontraron reportes 

de inmovilización de cepas marinas. Por lo anterior y debido a que existen antecedentes de 

que la cianobacteria Synechococcus sp. en cultivos de células libres remueve 

eficientemente nitrógeno y fósforo de aguas residuales (Aguilar-May, 2002), además tiene 

distintas aplicaciones biotecnológicas para la producción de glutamato e hidrógeno 

(Matsunaga et al., 1988; Sasikala y Ramana, 1994) y potencial uso como alimento en la 

acuicultura (Campa-Ávila, 2002). Existen antecedentes de que el proceso de 

inmovilización incrementa los procesos metabólicos, por lo que se espera obtener mayores 

porcentajes de remoción de nitrógeno y fósforo en cultivos de células de Synechococcus sp. 

inmovilizadas en quitosano. En el presente trabajo se evaluó la capacidad de cultivos de 

células de Synechococcus sp. inmovilizadas en cápsulas de quitosano, para remover 

nitrógeno y fósforo de un medio de cultivo con concentraciones de nutrientes equivalentes 

a un efluente de cultivo acuícola. 
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II. Objetivo 

Evaluar la capacidad de remoción de ortofosfato y de distintas formas químicas de 

nitrógeno, utilizando cultivos de la cianobacteria Synechococcus sp. inmovilizada en 

cápsulas de quitosano.  

 

II.1. Objetivos Particulares  

1. Determinar las condiciones adecuadas para la elaboración de cápsulas de quitosano 

mecánicamente consistentes y estables en un medio líquido. 

 

2. Evaluar la viabilidad y el crecimiento de cultivos de la cianobacteria Synechococcus sp. 

inmovilizada en cápsulas de quitosano bajo distintas condiciones de elaboración. 

 

3. Evaluar el efecto de la temperatura en el crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. 

mantenidos en forma libre e inmovilizados en quitosano.  

 

4. Evaluar el efecto de la concentración de inóculo en el crecimiento de cultivos de 

Synechococcus sp. mantenidos en forma libre e inmovilizados en quitosano.  

 

5. Determinar la capacidad de remoción de ortofosfato y de distintas formas químicas de 

nitrógeno al utilizar cultivos de Synechococcus sp. mantenidos en forma libre e 

inmovilizadas en cápsulas de quitosano.  
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6. Medir los cambios fisiológicos producidos en Synechococcus sp. por efecto de la 

inmovilización en cápsulas de quitosano y determinar la actividad enzimática de la nitrato 

reductasa y de los parámetros fotosintéticos. 
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III. Materiales y Métodos  

III.1. Características de la especie  

Se utilizó la cianobacteria Synechococcus sp. aislada a partir de muestras de agua de 

una granja de producción de camarón en San Blás, Nayarit México, durante el año 2001. 

Synechococcus sp. es de forma esférica y con un tamaño promedio de 2.7 micras, forma 

cadenas de hasta 6 células (en forma de rosario) según la fase de crecimiento. 

Synechococcus sp. tiene altas tasas de crecimiento (1.5 divisiones por día), en cultivos 

estáticos en un medio “f” a una temperatura de 24 ± 1 ºC, un fotoperíodo 12:12 horas 

luz:oscuridad y una intensidad lumínica de 110 µE m-2 s-1. Además, bajo estas mismas 

condiciones de cultivo muestra una eficiente remoción de ortofosfato, así como también de 

distintas formas químicas de nitrógeno de un medio líquido (Aguilar-May, 2002).  

 

III.2. Cultivos de Synechococcus sp.  

Se realizaron cultivos de Synechococcus sp. siguiendo la secuencia clásica en 

sistemas estáticos (sin renovación de medio) (Stein, 1973), transfiriendo el cultivo a 

volúmenes progresivamente mayores desde tubo de ensaye (10 mL) a Erlenmeyer (250 

mL) y posteriormente a matraces Fernbach (1 L). Se mantuvieron cultivos no axénicos, 

uniespecíficos y en sistema estático usando el medio de cultivo "f" descrito por Guillard y 

Ryther (1962). Los cultivos se mantuvieron dentro de una cámara climática (VWR 

Scientific, modelo 2015) a una temperatura de 27 ± 1 ºC e irradiancia continua con valores 

promedio de 35 µE m-2 s-1 suministrada por medio de una lámpara fluorescente de luz de 

día (Philips F40D/XPT).  
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III.3. Obtención del quitosano 

El quitosano utilizado en este estudio se obtuvo a partir de quitina previamente 

aislada del exoesqueleto de camarón azul (Lithopenaeus stylirostris) y fue elaborado en el 

Laboratorio de Biopolímeros del Centro de Investigación en Alimentación y Desarrollo 

(CIAD) en Hermosillo, Sonora, México. Las características del quitosano fueron: 

contenido de cenizas < 0.7%, contenido de proteína < 0.1%, grado de desacetilación 89.8% 

determinado por espectroscopia infrarroja con transformadas de Fourier (FTIR; 

Brugnerotto et al., 2001) y una viscosidad intrínseca [η] 6.49 dl g-1. El valor de [η] se 

utilizó para obtener el peso molecular viscosimétrico (Mν) = 144,628, usando la ecuación 

de Mark-Houwink: [η] = K(Mν)
α , donde K = 6.9 × 10-4 dL g-1 y α = 0.77 (Rinaudo et al., 

1993).  

 

III.4. Elaboración de cápsulas de quitosano  

Se prepararon soluciones de distintas concentraciones de quitosano (1.5%, 2.0%, 

3.0% y 4.0%), disuelto en ácido acético glacial al 1.0%. Cada una de las soluciones de 

quitosano se vertió dentro de una bureta de 25 mL. En el extremo inferior de la bureta se 

colocó una punta de plástico para micropipeta de 200 µL con un diámetro externo de 1.5 

mm. Debido a la viscosidad de las soluciones y para facilitar el goteo del quitosano fue 

necesario aplicar presión con aire en el extremo superior de la bureta, por medio de una 

bomba de aireación para acuario marca Hagen modelo “Optima”.  

 



 

 

25 

Para obtener por precipitación cápsulas de quitosano, se ensayaron distintas 

soluciones alcalinas (Tabla II). Cada una de las soluciones de quitosano se goteó a través 

de una bureta en un vaso de precipitados con 100 mL de cada una de las soluciones 

alcalinas de forma independiente. Las cápsulas obtenidas, se mantuvieron en agitación 

durante 300 s dentro de un vaso de precipitado con la solución alcalina en que fueron 

precipitadas, posteriormente se filtraron con una malla de plástico (Φ = 400 µm) y fueron 

lavadas con agua de mar estéril para eliminar residuos de NaOH, hasta que el agua de 

lavado tenía un pH aproximado a 8. Las cápsulas se transfirieron a tubos de ensaye de 20 

mL con 10 mL de medio “f”. Se realizaron observaciones al microscopio durante 15 días, 

para monitorear la estabilidad de las cápsulas en el medio de cultivo. 

 

Tabla II. Soluciones alcalinas utilizadas para precipitar las cápsulas de quitosano. 
  

Formula química  Concentración 

Na2HPO4 · 2H2O 0.56 M  

NH4OH 7.14 µM  

NH4OH 0.03 M   

NH4OH 0.30 M   

NH4OH 3.00 M   

NaOH 0.05 N   

NaOH 0.10 N   
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III.5. Viabilidad y crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. inmovilizada en 

cápsulas de quitosano comparado con el crecimiento de células libres  

III.5.1.  Viabilidad de Synechococcus sp. 

Para la inmovilización de células de Synechococcus sp. se cosecharon 600 mL de 

un cultivo en fase exponencial y se concentraron mediante centrifugación en tubos de 50 

mL a una velocidad de 2465 g durante 30 min. Una vez formado el precipitado se eliminó 

el sobrenadante hasta reducir el volumen a 5 mL. Del concentrado de células se extrajo una 

alícuota de 500 µL la cual se mezcló con 20 mL de una solución de quitosano al 2.0% 

disuelto en ácido acético al 1.0% y con pH = 4. La solución de quitosano con células de 

Synechococcus sp. se vertió en una bureta de 25 mL y se goteó en un vaso de precipitado 

de 200 mL con 100 mL de NaOH 0.1 N, las cápsulas formadas se mantuvieron por 300 s en 

agitación en el NaOH 0.1 N, se lavaron con agua de mar estéril y se transfirieron a tubos de 

ensaye de 20 mL con 10 mL de medio “f”. Todos los ensayos se realizaron por triplicado, 

bajo las condiciones de cultivo descritas en el apartado III.2.  

La viabilidad de las células inmovilizadas de Synechococcus sp. se determinó 

diariamente durante 10 días por observaciones directas al microscopio estereoscópico 

marca Wild con un lente 6X. Las observaciones se hacían directamente en las cápsulas 

evaluando cualitativamente la coloración de las cápsulas y el incremento del tamaño de las 

colonias de Synechococcus sp. Además, se evaluó la densidad óptica (DO) a una longitud 

de onda de 550 nm en un espectrofotómetro marca Hach modelo DR/4000 UV-VIS. Para la 

determinación de la DO in vivo, los tubos de ensaye que contenían cápsulas de quitosano 

sin células se utilizaron como blanco para las lecturas espectrofotométricas. Para aumentar 
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la señal de lectura se utilizó un difusor de luz situado entre la muestra y el 

fotomultiplicador, con la finalidad de homogenizar la dispersión de la luz que causan las 

formas esféricas de las cápsulas. Con los datos de DO se determinó la tasa de crecimiento 

acumulada (∑µ) como lo describe Nieves et al. (1998). 

 

III.5.2. Efecto del tiempo de contacto de las cápsulas de quitosano con el NaOH  

Con la finalidad de disminuir el efecto del NaOH sobre la viabilidad de las células 

de Synechococcus sp. se utilizaron tres tiempos de contacto (80, 140 y 300 s).  

Para el primer tiempo (80 s), se goteó la solución de quitosano con 8.9 × 105 cél 

mL-1 de Synechococcus sp. durante 1 min en el NaOH y una vez cerrado el flujo de 

quitosano, las cápsulas formadas se dejaron por 20 s más en el NaOH con agitación. En el 

segundo tiempo (140 s), la solución de quitosano con la misma concentración celular se 

goteó durante 2 min para la formación de las cápsulas y posteriormente se dejaron en la 

solución de NaOH por 20 s más. En el tercer tiempo (300 s) la solución de quitosano con 

células se goteó durante 5 min en el NaOH, una vez transcurridos los 5 min las cápsulas 

formadas se retiraron del NaOH.  

Las cápsulas obtenidas en cada uno de los tratamientos fueron filtradas con una 

malla plástica de 400 µm y se lavaron con agua de mar estéril, las cápsulas se transfirieron 

a tubos de ensaye de 10 mL con 7 mL de medio “f”. Todos los ensayos se realizaron por 

triplicado, bajo las condiciones de cultivo descritas en el apartado III.2. 

El crecimiento del cultivo de células de Synechococcus sp. inmovilizadas en 

quitosano se registró durante 12 días por medio de evaluaciones diarias de la DO, la cual se 
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determinó de la misma manera en que se describió en el apartado anterior (III.5.1.), e 

igualmente se determinó la tasa de crecimiento acumulada. 

Para evitar la introducción de otras especies de microalgas y una probable sucesión 

de especies, el agua utilizada para lavar las cápsulas fue filtrada a través de filtros de 

cartucho de diferentes medidas (10, 5 y 1 µm), irradiada con luz ultravioleta (UV) y 

posteriormente esterilizada en una autoclave marca Yamato modelo SM510  a 121 ºC y 

1.05 kg m-2 de presión durante 15 min. 

 

III.5.3. Crecimiento a distinta temperatura para células inmovilizadas y libres 

Se cosechó un cultivo de Synechococcus sp. en fase exponencial (día 6) y se 

centrifugó a 2465 g durante 30 min. Se preparó una solución de quitosano al 2% la cual fue 

mezclada con las células de Synechococcus sp. concentradas por centrifugación con la cual 

se procedió a elaborar las cápsulas precipitadas en NaOH 0.1 N con un tiempo de contacto 

de 80 s. La temperatura ambiental durante la elaboración de las cápsulas fue de 24 ºC ± 1 

ºC. El crecimiento de Synechococcus sp. en cultivo fue evaluado a tres diferentes 

temperaturas experimentales (15, 25 y 30 ºC ± 1 ºC) mantenidas en forma libre e 

inmovilizadas en quitosano.   

Los ensayos se realizaron en matraces Erlenmeyer de 250 mL de capacidad con 100 

mL de medio “f” con 400 cápsulas para cada unidad experimental. De igual forma se 

realizaron cultivos con células libres, considerando obtener la misma densidad celular que 

los cultivos con células inmóviles. Todos los ensayos se realizaron por triplicado para cada 

temperatura y condición experimental y a una irradiancia de luz continua  promedio de    
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35 µE m-2 s-1 suministrada por medio de lámparas fluorescentes de luz de día (Philips 

F40D/XPT). 

El crecimiento se evaluó durante diez días de cultivo por medio de conteos directos 

al microscopio compuesto utilizando un hematocitómetro de 0.1 mm de profundidad. Para 

los conteos de las células inmovilizadas se recolectó cada día una cápsula y para los 

cultivos de células libres se tomó una alícuota de 1 mL del medio de cultivo líquido.  

 Para contar las cápsulas recolectadas se disolvieron en ácido acético al 50% y para 

disgregar las células de las cápsulas se utilizó un aparato de ultrasonido “Ultrasonic 

Processor” a una amplitud de 20 MHz durante 1 min con pulsaciones de 6 s. Con los 

resultados de los conteos de células libres e inmóviles para cada situación experimental se 

obtuvo la tasa de crecimiento acumulada (∑µ) (Nieves et al., 1998). 

 

III.5.4. Crecimiento con distintas densidades de inóculo de células inmovilizadas y 

libres  

Se cosecharon células de Synechococcus sp. de un cultivo en fase exponencial (día 

6) y se centrifugaron a 2465 g durante 30 min. Se preparó una solución de quitosano al 2% 

con la cual se obtuvieron mezclas con tres distintas concentraciones de células: 0.060 × 108 

cél mL-1 (alta), 0.033 × 108 cél mL-1 (media) y 0.016 × 108 cél mL-1 (baja). Con cada una 

de las concentraciones celulares, de forma independiente se formaron cápsulas y fueron 

precipitadas en NaOH 0.1 N con un tiempo de contacto de 80 s. 

 En matraces Erlenmeyer de 250 mL de capacidad con 100 mL de medio “f” se 

colocaron 400 cápsulas de cada concentración celular. De igual forma se realizaron 
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cultivos con células libres considerando que quedaran densidades de células similares en 

cada caso. Todos los ensayos se realizaron por triplicado, bajo las condiciones de cultivo 

descritas en el apartado III.2. 

Diariamente se evaluó el crecimiento de las células libres e inmovilizadas por 

medio de conteos al microscopio compuesto tal como se describe en la sección  III.5.3.,     

e igualmente se determinó la ∑µ. 

 

III.5.5. Crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. en forma inmovilizada y libres  

Con base en los resultados obtenidos en ensayos anteriores, se inmovilizaron 

células de Synechococcus sp. para lo cual se utilizó una solución de quitosano al 2% en 

ácido acético al 1% con ajuste de pH = 4. Las cápsulas se precipitaron en una solución de 

NaOH 0.1 N y se dejaron por 80 s en la solución con agitación constante, la concentración 

del inóculo fue de 0.070 × 108 cél mL-1. Durante el proceso de inmovilización, la mezcla 

quitosano-células se preparó cada 10 mL y la solución de NaOH se renovó cada 20 mL de 

precipitación de la mezcla quitosano-células. 

El cultivo de células inmovilizadas se mantuvo por triplicado con 400 cápsulas en 

matraces Erlenmeyer de 250 mL de capacidad y 100 mL de medio “f”. Como control del 

crecimiento de las células inmovilizadas, se realizaron por triplicado cultivos de células 

libres utilizando una cantidad de inóculo similar al tratamiento de las células 

inmovilizadas.  

Los cultivos se mantuvieron dentro de una cámara climática a una temperatura de 

27 ± 1 ºC y a una irradiancia de luz continua promedio de 35 µE m-2 s-1 suministrada por 
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lámparas fluorescentes de luz de día (Philips F40D/XPT). El crecimiento se evaluó por 

medio de conteos directos al microscopio compuesto tal como se describe en la sección 

III.5.3. Con los resultados de los conteos de células libres e inmóviles se obtuvo la tasa de 

crecimiento específica (µ) (Fogg y Thake, 1987) y la ∑µ. Al final de la curva de 

crecimiento se midió el largo y ancho de las cápsulas con células y sin células utilizando un 

microscopio estereoscópico marca Wild con una lente de 6X.  

 

III.6. Difusión iónica con cápsulas de quitosano elaboradas a distintas temperaturas 

Se elaboraron cápsulas de quitosano sin células a tres temperaturas de gelificación 

(15, 25 y 40 ± 1 ºC), siguiendo la técnica descrita en la sección III.5.3. El control de la 

temperatura del baño de NaOH donde se elaboraron las cápsulas fue por medio de un baño 

maría. 

Una vez formadas las cápsulas en las tres temperaturas experimentales, se procedió 

a evaluar, la difusión iónica (conductividad) en agua destilada a 15, 25 y 40 ± 1 ºC. La 

temperatura del agua destilada fue mantenida con un baño maría con temperatura 

controlada. Además, en las tres temperaturas se determinó la difusión iónica de cápsulas de 

quitosano con células de Synechococcus sp. inmovilizadas y elaboradas a 24 ºC ± 1 ºC, con 

el procedimiento descrito en la sección III.5.3.  

Para medir la difusión iónica, se utilizó un conductímetro Omega CDB-430 modelo 

4330, inmerso en un vaso de precipitado con 100 mL de agua destilada y 50 cápsulas de 

quitosano con células y sin células de forma independiente. Las determinaciones de la 
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conductividad se realizaron durante los primeros 5 min en intervalos de 15 s y 

posteriormente las mediciones fueron cada 5 min hasta llegar a los 40 min. 

 

III.7. Remoción de nitrógeno y fósforo en cultivos de Synechococcus sp. en forma 

inmovilizada y libre 

III.7.1. Crecimiento con distintos aportes de nitrógeno 

Se realizaron cultivos de Synechococcus sp., en forma libre, mantenidos en 4 

diferentes medios de cultivo con distintos aportes de nitrógeno. La formulación de los 

medios de cultivo, se realizó considerando el aporte de nitrógeno y la relación atómica de 

los nitratos del medio “f” descrito por Guillard y Ryther (1962), los demás compuestos del 

medio de cultivo se mantuvieron sin modificación. Los distintos aportes de nitrógeno 

fueron: 

1. Nitrógeno de fertilizantes agrícolas (7.8% de amonio, 7.8% de nitrato y 

16.4% de urea) 

2. Nitrato de amonio (50% de amonio y  50% de nitrato) 

3. Nitrato de sodio (100%)  

4. Urea (100%) 

 Los cultivos se mantuvieron por triplicado en matraces Erlenmeyer de 250 mL de 

capacidad con 100 mL de medio de cultivo equivalente al medio “f”, bajo las condiciones 

de cultivo descritas en la sección III.2. Diariamente se evaluó el crecimiento de las células 

libres por medio de la medición de DO a 550 nm en un espectrofotómetro marca Hach 

modelo DR/4000 UV-VIS.  
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III.7.2. Remoción de nitrógeno y fósforo  

Se elaboraron cápsulas de quitosano con células utilizando cultivos concentrados de 

Synechococcus sp. de forma similar a la descrita en la sección III.5.3. Debido a que se 

requirió un gran número de cápsulas de quitosano en los ensayos de remoción de 

nutrientes, fue necesario  centrifugar 100 mL de cultivo a 2465 g durante 30 min cada vez 

que se preparaban 10 mL de de la mezcla quitosano-Synechococcus con la cual se obtenían 

las cápsulas. Se elaboraron cápsulas de quitosano sin células de Synechococcus sp. 

utilizando el procedimiento descrito en la sección III.5.3.  

Con base en los resultados del ensayo descrito en la sección III.7.1, y debido a la 

necesidad de remover de los efluentes de cultivos acuícolas el nitrógeno en forma de 

amonio, se decidió utilizar el medio de cultivo con nitrato de amonio manteniendo los 

demás elementos del medio como lo descrito para el medio “f“. El medio de cultivo 

elaborado con nitrato de amonio se denominó E, y cuando se utilizó el doble de la 

concentración de nutrientes se denominó como medio 2E. 

Las cápsulas con células y sin células se mantuvieron en aclimatación al medio E 

por un periodo de 3 días, mantenidas dentro de una cámara climática bajo las condiciones 

de luz y temperatura ya descritas en la sección III 2. 

Para determinar y comparar la capacidad de Synechococcus sp. para remover 

amonio y ortofosfato en cultivos de células inmovilizadas y libres, se realizaron por 

triplicado cultivos monoespecíficos y no axénicos de Synechococcus sp. en frascos de 

vidrio de 1 L de capacidad con 500 mL de medio 2E en los siguientes tratamientos:  
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a) Medio 2E sin microalgas, ni cápsulas de quitosano 

b) Cápsulas de quitosano sin células más medio 2E 

c) Cultivos de Synechococcus sp. en forma libre más medio 2E 

d) Cultivos de Synechococcus sp. inmovilizada en cápsulas de quitosano más 

medio 2E 

Los dos primeros tratamientos se utilizaron como control: El primero (a), se utilizó 

para evaluar las transformaciones químicas o pérdidas de nutrientes como proceso natural 

que se dan en el medio de cultivo. El segundo (b), se utilizó para evaluar las posibles 

transformaciones químicas por interacciones entre los nutrientes y las cápsulas de 

quitosano. Para este tratamiento se colocaron 3 cápsulas mL-1 de quitosano sin células.  

Los cultivos del tercer tratamiento (c), se utilizaron para determinar la remoción de 

nutrientes con células libres, los cuales se inocularon con 10 mL de cultivo de 

Synechococcus sp., con una concentración de 2.5 × 108 células mL-1 y que fue una densidad 

equivalente a tener 3 cápsulas con células. El cuarto tratamiento (d), fue con la finalidad de 

determinar la remoción de nutrientes con células encapsuladas en quitosano y se inocularon 

con 3 cápsulas mL-1 a una concentración de 2.5 × 108 células mL-1. Todos los tratamientos 

fueron mantenidos sin control de pH y dentro de una cámara climática bajo las condiciones 

de luz y temperatura ya descritas en la sección III 2.  

Con la finalidad de determinar el porcentaje de remoción de nutrientes para cada 

tratamiento, durante un lapso de siete días se recolectó un volumen de 40 mL de medio, 

con la siguiente frecuencia del muestreo: a 0, 0.25, 0.5, 1, 2, 3, 4, 5, 6 y 7 días de cultivo. 

Antes de analizar las muestras, el medio se filtró utilizando filtros de fibra de vidrio 



 

 

35 

(Osmonics GF/C) de 2.4 cm de diámetro. Para cada muestreo se evaluó la concentración de 

nitratos, nitritos, amonio y ortofosfatos, siguiendo las técnicas espectrofotométricas, 

descritas para un Hach modelo DR/4000 UV-VIS.  

Los nitratos se evaluaron por el método de reducción de cadmio, los nitritos por el 

método de diazotización, el amonio por el método de salicilato y los ortofosfatos con el 

método de ácido ascórbico (Hach, 1997). 

Con la misma frecuencia de muestreo antes mencionada se evaluó la cantidad de 

clorofila, biomasa y proteína, a partir de una alícuota de cultivo de Synechococcus sp. Para 

los ensayos con células libres se filtraron 10 mL de cada cultivo y para los ensayos con 

células inmovilizadas se recolectaron 5 cápsulas. Lo anterior se realizó para cada parámetro 

y horario de muestreo. La clorofila a se midió por la técnica descrita por Parsons et al. 

(1984). La determinación de la biomasa, fue por peso seco según la técnica descrita por 

Sorokin (1973), y la determinación de proteínas por el método descrito por Lowry et al. 

(1951). En el mismo horario de la recolecta de muestra se midió el pH en cada condición 

experimental. 

Para estandarizar la concentración de clorofila a con base en la densidad celular, en 

cada muestreo se recolectó 1 mL de cultivo para el caso de células libres y una cápsula de 

los cultivos de células inmóviles. Para los conteos de las células inmovilizadas se siguió el 

tratamiento descrito en el apartado III.5.3. y se procedió a realizar los conteos al 

microscopio.  
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III.8. Efecto del proceso de inmovilización en la respuesta fisiológica de 

Synechococcus sp. 

III.8.1. Curvas fotosintéticas (P-I) 

Para determinar el posible cambio fisiológico producido por la inmovilización de 

células de Synechococcus sp., se realizaron curvas de fotosíntesis con respecto a la 

intensidad luminosa (P-I) para cultivos con células inmovilizadas. De igual forma y para 

utilizarse como control de la respuesta fotosintética de Synechococcus sp. se realizaron 

curvas P-I para cultivos con células libres. Las muestras fueron obtenidas de cultivos de 

células inmovilizadas y libres mantenidos dentro de una cámara climática bajo las 

condiciones de luz y temperatura ya descritas en la sección III 2.  

Las curvas P-I se realizaron en tres distintos días de cultivo (3, 6 y 9) para cada 

condición y unidad experimental. Para las células inmovilizadas se utilizaron 10 cápsulas 

para realizar la curva P-I, mientras que para las células libres se utilizaron 10 mL de 

cultivo. En ambos casos las células fueron acondicionadas a oscuridad durante 5 min, con 

el fin de que se mantuvieran ávidas de luz. Para la determinación de la evolución de 

oxígeno se utilizó una lámpara de halógeno (Xenophot HLX, Osram, Munich, Germany), 

mantenida en un proyector de diapositivas como fuente de iluminación para la fotosíntesis. 

Se utilizaron 6 filtros de malla plástica para obtener un gradiente de 8 distintas intensidades 

de luz desde los 30 a los 831 µE m-2 s-1. La cantidad de oxígeno producido se determinó 

con un electrodo de oxígeno (YSI 5331,  Yellow Spring Instrumets Co., OH, USA) el cual 

se encontraba dentro de una cámara de acrílico transparente para realizar medidas en fase 

líquida con una capacidad de 6 mL. La irradiancia dentro de la cámara de fotosíntesis, se 
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midió con un sensor esférico 4π (Biospherical Instruments Inc.). La temperatura ambiente 

durante las mediciones se mantuvo en un promedio de 31 ± 1 ºC. 

Para construir las curvas fotosintéticas se relacionó la cantidad de oxígeno 

producido en un intervalo de tiempo, en función de la cantidad de las células contenidas en 

la cámara. La tasa fotosintética se expresó en fmol O2 mg-1 células-1 h-1 y se determinaron 

los distintos parámetros que describen la curva de fotosíntesis (P máx o fotosíntesis 

máxima, α o eficiencia fotosintética y Ek o índice de saturación lumínica) (Platt, 1981; 

Figueroa et al., 1997). 

 

III.8.2. Actividad de la nitrato reductasa (NR)  

La determinación de la actividad de la NR se realizó de forma simultánea a la 

realización de las curvas P-I, siguiendo la metodología descrita por Corzo y Niell, (1991). 

Para la medición de la NR in situ se requirió de:  

1. Un amortiguador del pH 

2. Un compuesto capaz de hacer permeable la membrana de Synechococcus sp. 

3. Un aporte de poder reductor y  

4. Un aporte de nitrógeno  

 La determinación de la NR, se realizó en tubos de ensaye cubiertos con papel 

aluminio a los cuales se adicionaron 5 mL del medio de incubación (Tabla III) y se les 

suministró nitrógeno gaseoso por burbujeo durante 2 min con la finalidad de desplazar en 

su totalidad el oxígeno. Se analizó por triplicado una muestra de cada tipo de cultivo: para 
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el tratamiento de células inmovilizadas se utilizaron 50 cápsulas y para el tratamiento de 

células libres se utilizaron 2 mL del cultivo. 

 Una vez que las células se encontraban en el tubo con el medio de incubación, se 

adicionó nitrógeno gaseoso durante 2 min y se incubó en oscuridad durante 30 min. La 

concentración de nitritos producidos para cada tipo de cultivo, fue evaluada utilizando el 

método de diazotización descrito para un Hach modelo DR/4000 UV-VIS. 

 La actividad de la NR se relacionó con la cantidad de nitritos producido en un 

intervalo de tiempo, en función de la concentración de clorofila a. La cantidad de clorofila 

a se determinó siguiendo el método descrito por Parsons et al. (1984).   

 

 Tabla III. Concentración final de cada uno de los compuesto químico en 100 mL de medio 
de incubación, empleado para determinar la actividad de la nitrato reductasa 
(NR) in situ.  

 
Compuesto Concentración 

KNO3 30 mM 

Glucosa 10 mM 

Fosfato sódico 0.1 M 

Na-EDTA 0.5 mM 

1-propanol 0.1% v/v 
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III.9. Tratamiento estadístico de los datos 

III.9. 1. Elaboración de cápsulas y crecimiento de Synechococcus sp. 

Se realizaron análisis de covarianza (ANCOVA) de forma independiente para 

determinar las posibles diferencias en el crecimiento de Synechococcus sp. debidas a: el 

efecto del tiempo de contacto de las cápsulas con el NaOH, el efecto de la temperatura en 

cultivos de células libres e inmóviles, el efecto de la concentración de inóculo en cultivos 

de células libres e inmóviles y para comparar el crecimiento entre células libres respecto de 

las inmovilizadas. 

Se utilizó un análisis de varianza de una vía (ANOVA) de forma independiente para 

determinar las posibles diferencias entre las variables de los ensayos de inmovilización de 

Synechococcus sp. las cuales fueron: el espesor de la pared de las cápsulas, el porcentaje de 

gelificación de las cápsulas y para determinar el efecto de la temperatura de elaboración de 

las cápsulas y la temperatura de medición sobre la difusión iónica. De igual forma se 

analizaron los distintos parámetros indicadores de crecimiento (la DO, la concentración de 

células, la µ, y la ∑µ), en cada experimento tanto para células libres e inmovilizadas según 

fue requerido. 

Se utilizó una prueba t-Student para determinar posibles diferencias entre el tamaño 

de las cápsulas con células y sin células de Synechococcus sp. 
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III.9. 2. Remoción de nitrógeno, fósforo, fotosíntesis y actividad de la NR 

Se realizaron ANCOVA de forma independiente para determinar las posibles 

diferencias en: el crecimiento de Synechococcus sp. en cultivos con distintos aportes de 

nitrógeno con células libres. De igual forma para determinar posibles diferencias entre 

células libres e inmóviles respecto a: la remoción de distintas formas de nitrógeno y 

fósforo, el contenido de clorofila a, el contenido de proteína, la respuesta fotosintética y la 

actividad de la nitrato reductasa.    

Se utilizó un ANOVA para determinar las posibles diferencias entre células libres e 

inmóviles respecto a los distintos parámetros fotosintéticos (la α, la P máx y el Ik). 

 

Para todas las pruebas estadísticas antes mencionadas se tomaron en consideración 

las hipótesis que fundamentan las pruebas, con la finalidad de decidir si se utilizaría 

estadística paramétrica o no paramétrica (Sokal y Rohlf, 1979; Zar, 1984). Cuando se 

encontraron diferencias significativas en los análisis estadísticos antes descritos se aplicó la 

prueba a posteriori de Tukey, para evaluar entre cuales tratamientos existieron estas 

diferencias. Todos los análisis estadísticos se realizaron con el programa STATISTICA® 

versión 6 (StatSoft, Inc., 2002) y un nivel de significancia de 0.05.  
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IV. Resultados 

IV.1. Elaboración de cápsulas de quitosano  

Con las soluciones de quitosano del 2%, 3% y 4%, se formaron cápsulas con 

consistencia rígida, la solución de 1.5% no permitió obtener cápsulas consistentes. En las 

soluciones del 3% y 4% el quitosano no se disolvió totalmente. El pH de la solución de 

ácido acético utilizado para disolver el quitosano se ajustó a 4, cuando el pH fue menor de 

este valor no se obtenían cápsulas.  

El NH4OH y NaOH permitieron la obtención de cápsulas. La forma de las cápsulas 

elaboradas en la solución de NaOH fue homogénea y con un goteo regular con respecto a 

las obtenidas con la solución de NH4OH. Cuando la concentración de NaOH fue menor a 

0.1 N las cápsulas que se formaron no gelificaron totalmente. 

Las cápsulas elaboradas con quitosano al 2% y precipitadas en una solución de 

NaOH 0.1 N, fueron estables en forma y consistencia durante los 15 días y no se observó 

cambio en el tamaño.  

 

IV.2. Viabilidad y crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. inmovilizada en 

cápsulas de quitosano comparado con el crecimiento de células libres  

IV.2.1. Viabilidad de Synechococcus sp.  

Al siguiente día del proceso de inmovilización se encontró una viabilidad del 48% y 

llegó a un 60% al día 10 de cultivo. La tasa de crecimiento acumulada (Σµ) durante la fase 

exponencial fue de 0.32 divisiones en 8 días. Se observó una coloración heterogénea entre 

las cápsulas, lo que se relacionó con un distinto crecimiento asociado al proceso de 
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elaboración de las cápsulas (Figura 2). Durante los 15 días de cultivo de células de 

Synechococcus sp. inmovilizadas, no se observó crecimiento de células en la pared externa 

de las cápsulas independientemente del espesor de la pared de la cápsula.  

 

 

 
Figura 2. Cápsulas de quitosano. (a) cápsulas de quitosano sin células. (b) cápsulas de 

quitosano con células de Synechococcus sp. inmovilizadas.  
 

 

IV.2.2. Efecto del  tiempo de contacto de las cápsulas de quitosano con el NaOH 

El tiempo de contacto de las cápsulas de quitosano en la solución de NaOH resultó 

en una relación directa con respecto al espesor de la pared de la cápsula. En las cápsulas 

elaboradas con 300 s de tiempo de contacto se precipito el 100% del quitosano (Tabla IV).  

El crecimiento del cultivo de Synechococcus sp. mostró una relación inversa con 

respecto al tiempo de contacto con el NaOH. Las cápsulas con menor tiempo de contacto 

en la solución de NaOH resultaron significativamente (F = 27.42, p = 0.001) con una 

a    b 
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mayor tasa de crecimiento acumulada. El primer día de cultivo se observó un decaimiento 

de la DO en los tres tratamientos debido al proceso de inmovilización (Figura 3). El tiempo 

de contacto de 80 s para la gelificación de las cápsulas, fue el que permitió obtener una 

mayor tasa de crecimiento de las células inmovilizadas (Tabla IV; Figura 3).  

De forma similar a lo descrito en el inciso IV.2, se encontró en los tres tiempos de 

contacto ensayados, un cambio de coloración de las cápsulas respecto al tiempo de 

elaboración.  Las cápsulas que primero gelificaron tuvieron una menor coloración 

(blanqueamiento) y se consideró que hubo una menor viabilidad y crecimiento de las 

células inmovilizadas.  

 
Tabla IV. Valores promedio de las características de las cápsulas de quitosano gelificadas 

con distintos tiempos de contacto: espesor de la pared de las cápsulas (mm), 
porcentaje de precipitación (%), densidad óptica (DO) inicial y final, y tasa de 
crecimiento acumulada (Σµ) del día 2 al 12 de cultivo. Los valores entre 
paréntesis indican la desviación estándar; las letras indican diferencias 
significativas (prueba de Tukey; α = 0.05; a < b). 

 
 

Tiempo de contacto 80 segundos 140 segundos 300 segundos 

Espesor 0.104 (0.009) a 0.191 (0.022) a    2.763 (0.292) b 

%  3.464 (0.309) a 6.391 (0.737) a  92.106 (9.737) b 

DO inicial 0.578 (0.061) a 0.502 (0.070) a    0.575 (0.060) a 

DO final 1.223 (0.116) b 0.493 (0.082) a    0.350 (0.056) a 

Σµ 1.465 (0.192) b 0.563 (0.254) a    0.320 (0.434) a 
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Figura 3. Valores promedio de la densidad óptica de cultivos de Synechococcus sp. 
inmovilizada en cápsulas de quitosano, con diferentes tiempo de contacto en 
NaOH 0.1 N: 80 s (▬▬), 140 s  (- - -) y 300 s  (_____). Las barras indican ± 1 
desviación estándar. 

 

 

IV.2.3. Crecimiento a distintas temperaturas para células inmovilizadas y libres 

Cultivos de células inmovilizadas 

Se encontraron diferencias significativas (F = 8.84; p < 0.001) en las curvas de 

crecimiento de los cultivos de Synechococcus sp. expuestos a tres temperaturas (Figura 4). 

Los cultivos a 30 ºC tuvieron significativamente (p < 0.001) una mayor tasa de crecimiento 

respecto a los cultivos a 15 ºC. En tanto que los cultivos a 25 ºC no fueron 

significativamente diferentes respecto a los cultivos de 15 ºC (p = 0.059) y 30 ºC (p = 

0.148).  
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Las curvas de crecimiento de los cultivos de Synechococcus sp. mantenidos en las 

tres temperaturas mostraron una fase de acondicionamiento de dos días y una fase 

exponencial de 4 días (Figura 4). 

En la concentración celular final de los cultivos de Synechococcus sp. mantenidos 

en las tres temperaturas no se encontraron diferencias significativas (F = 3.69; p = 0.089). 

La mayor concentración celular fue a 30 ºC y la menor a 15 ºC  (Tabla V). La tasa de 

crecimiento acumulada (∑µ) no presentó diferencias significativas (F = 2.88; p = 0.133) 

(Figura 6; Tabla V). 

 

 

20

22

24

26

28

30

0 2 4 6 8 10

Tiempo (días)

L
og

 2 
(n

úm
er

o 
cé

lu
la

s 
m

L
 -1
)

 
Figura 4. Valores promedio de la concentración celular de Synechococcus sp. inmovilizada 

en cápsulas de quitosano y cultivada a distintas temperaturas: 15 ºC (▬▬), 25 ºC   

(- - -) y 30 ºC (_____). Las barras indican ± 1 desviación estándar.    
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Cultivos de células libres 

Los cultivos de Synechococcus sp. en forma libre y mantenidos en las tres 

temperaturas mostraron diferencias significativas (F = 45.08; p < 0.001) (Figura 5). La 

mayor tasa de crecimiento se obtuvo en los cultivos mantenidos a 30 ºC 

En los cultivos de Synechococcus sp. mantenidos en las tres temperaturas no se 

observó fase de acondicionamiento y la fase exponencial fue del día 1 al  día 4 (Figura 5). 
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Figura 5. Valores promedio de la concentración celular de Synechococcus sp. en forma 

libre y cultivada a distintas temperaturas: 15 ºC (▬▬), 25 ºC (- - -) y 30 ºC 
(_____). Las barras indican ± 1 desviación estándar.  

 

 

La concentración celular final de Synechococcus sp. fue significativamente 

diferente para los cultivos expuestos a las tres temperaturas (F = 255.48; p < 0.001). La 
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mayor concentración celular se obtuvo a 30 ºC y la menor a 15 ºC (Tabla V). La ∑µ mostró 

diferencias significativas (F = 13.33; p = 0.006). La ∑µ de los cultivos mantenidos a 30 y 

25 ºC fueron similares (p = 0.964), pero ambas significativamente diferentes con respecto a 

la ∑µ de los cultivos a 15 ºC (p = 0.007 y p = 0.028, respectivamente). 

 

 
 
Figura 6. Valores promedio y ± 1 desviación estándar de la tasa de crecimiento acumulada 

(∑µ) en 10 días de cultivo a distintas temperaturas para cultivos de 
Synechococcus sp. mantenidos en forma libre e inmovilizada en cápsulas de 
quitosano. 
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Tabla V. Valores promedio de la densidad celular (x 108 células mL-1) y la tasa de 
crecimiento acumulada (∑µ) en 10 días de cultivo de Synechococcus sp. 
mantenidas en forma libre e inmovilizada en cápsulas de quitosano a tres 
temperaturas. Los valores entre paréntesis indican la desviación estándar; las 
letras iguales en una misma columna indican que no hubo diferencias  
significativas  (prueba de Tukey; α = 0.05; a < b< c).  

  
 

                                 Inmóviles                                Libres 

 Densidad de células                     Densidad de células               

Temperatura Inicial Final 

 

∑µ Inicial  Final 

 

∑µ 

15 ºC 0.027 

(0.006)a 

2.278 

(0.262)a 

6.398 

(0.533)a 

0.040 

(0.008)a 

1.852 

(0.125)a 

5.523 

(0.357)a 

25 ºC 0.031 

(0.001)a 

2.883 

(0.644)a 

6.513 

(0.302)a 

0.034 

(0.004)a 

2.899 

(0.075)b 

6.408 

(0.226)b 

30 ºC 0.032 

(0.001)a 

3.449 

(0.591)b 

6.715 

(0.216)a 

0.035 

(0.042)a 

3.451 

(0.042)c 

6.598 

(0.207)b 

 

 

IV.2.4. Crecimiento con distintas densidades de inóculo de células inmovilizadas y 

libres  

Cultivos de células inmovilizadas 

Las curvas de crecimiento de los células de Synechococcus sp. inmovilizadas en 

quitosano y mantenidas con las tres densidades de inóculo (Figura 7), fueron 

significativamente diferentes (F = 27.49; p < 0.001) durante los 10 días de cultivo. La 

curva de crecimiento con el inóculo de alta concentración, mostró diferencias significativas 

(p < 0.001) respecto al inóculo de concentración media y al inóculo de baja concentración. 
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Entre los inóculos medio y bajo no existió diferencia significativa (p = 0.060) en el 

crecimiento. 

Las curvas de crecimiento para Synechococcus sp. obtenidas con las tres distintas 

densidades de inóculo, mantuvieron tendencias de crecimiento similares con una fase de 

acondicionamiento de 2 días y una fase exponencial de 5 días (Figura 7).  

La concentración celular final por efecto de la densidad de inóculo mostró 

diferencia significativa (F = 36.67; p < 0.001). La mayor concentración celular se obtuvo 

con la mayor densidad de inóculo. En la ∑µ de Synechococcus sp. inmovilizada no se 

encontró diferencia significativa (F = 1.24; p = 0.354) por efecto de la densidad del inóculo 

(Figura 9; Tabla VI). 
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Figura 7. Valores promedio de la concentración celular de Synechococcus sp. inmovilizada 

en cápsulas de quitosano y cultivada con distintas densidades de inóculo: baja 

(▬▬), media (- - -) y alta (_____). Las barras indican ± 1 desviación estándar. 
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Cultivos de células libres 

Las curvas de crecimiento de los cultivos de Synechococcus sp. mantenidos en 

forma libre (Figura 8) mostraron diferencias significativas por efecto de la cantidad de 

inóculo (F = 45.56; p < 0.001). Las curvas de crecimiento obtenidas con alta y media 

densidad de inóculo no mostraron diferencias significativas (p = 0.057), y resultaron 

diferentes respecto a la menor densidad de inóculo (p < 0.001). 

Las curvas de crecimiento de Synechococcus sp. obtenidas con distintas densidades 

de inóculo no presentaron fase de acondicionamiento y se obtuvo una fase exponencial de 5 

días (Figura 8). 
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Figura 8. Valores promedio de la concentración celular de Synechococcus sp. en forma 
libre y cultivadas con distintas densidades de inóculo: baja (▬▬), media  (- - -) 
y alta (_____). Las barras indican ± 1 desviación estándar. 
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La concentración celular final de los cultivos de Synechococcus sp. obtenida con las 

tres densidades de inóculo (Tabla VI), fueron significativamente diferentes (F = 37.78; p < 

0.001). La mayor densidad celular fue la obtenida con la mayor densidad de inóculo.  

La ∑µ de Synechococcus sp. en forma libre mostró diferencias significativas (F = 

10.05; p = 0.012) por efecto de la densidad de inóculo. La mayor ∑µ se encontró en los 

cultivos con baja densidad de inóculo. Se observaron diferencias significativas de las 

densidades baja y media respecto a la densidad alta (p = 0.014) (Figura 9; Tabla VI).  

 

 
Figura 9. Valores promedio y ± 1 desviación estándar de la tasa de crecimiento acumulada 

(∑µ) en 10 días de cultivo con distintas densidades de inóculo de Synechococcus 
sp. mantenidos en forma libre e inmovilizada en cápsulas de quitosano.  
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Tabla VI. Valores promedio de la densidad celular inicial y final (en 108 células mL-1) y la 
tasa de crecimiento acumulada (∑µ), en 10 días de cultivos de Synechococcus 
sp. mantenidos en forma libre e inmovilizada en cápsulas de quitosano y con 
tres densidades de inóculo. Los valores entre paréntesis indican la desviación 
estándar; las letras iguales en una misma columna indican que no hubo 
diferencias significativas (prueba de Tukey; α = 0.05; a < b< c). 

 
 Inmóviles  Libres 

 Densidad de células Densidad de células 

Inóculo Inicial Final 

 

∑µ Inicial  Final 

 

∑µ 

 Alta  0.060 

(0.003) c 

3.804 

(0.626) b 

5.985 

(0.161) a 

0.062 

(0.001) c 

2.984 

(0.230) b 

5.588 

(0.155) a 

 Media  0.033 

(0.005) b 

2.218 

(0.122) a 

6.094 

(0.177) a 

0.031 

(0.003) b 

2.031 

(0.016) b 

6.021 

(0.135) b 

Baja 0.016 

(0.001) a 

1.211 

(0.106) a 

6.210 

(0.187) a 

0.016 

(0.001) a 

1.176 

(0.034) a 

6.171 

(0.056) b 

 

 

IV.2.5. Crecimiento de cultivos de  Synechococcus sp. en forma inmovilizada y libre 

Los cultivos de células libres no mostraron fase de acondicionamiento mientras que 

los cultivos de células inmovilizadas mostraron una fase de acondicionamiento de 2 días. 

No se encontraron diferencias significativas (F = 0.15; p = 0.697) en las curvas de 

crecimiento de estos dos tipos de cultivo y se determinó una fase exponencial de 5 días 

(Figura 10). Se encontraron diferencias significativas en las concentraciones de los 

inóculos de Synechococcus sp. utilizados en los cultivos de células libres e inmóviles (F = 

85.37; p < 0.001). La concentración final de células, la µ y la Σµ fue significativamente 

mayor para los cultivos de células inmovilizadas respecto a las obtenidas para las células 

libres  (Tabla VII).   Las   cápsulas  de   quitosano    que  contenían  células  resultaron   ser  
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Tabla VII. Valores promedio de la densidad celular inicial y final (108 células mL-1), tasa 
de crecimiento durante la fase exponencial (µ), tasa de crecimiento acumulada 
(∑µ) en 10 días y tiempo de la fase exponencial de cultivos de Synechococcus 
sp. mantenidos en forma libre e inmovilizada en cápsulas de quitosano. Los 
valores entre paréntesis indican la desviación estándar; las letras iguales en un 
mismo renglón indican que no hubo diferencias  significativas (prueba Tukey; 
α = 0.05; a < b). 

 
Parámetros de Crecimiento Células Inmovilizadas  Células Libres 

Densidad de células inicial  0.03 (0.006) a 0.07 (0.001) b 

Densidad de células final    3.33 (0.350) b 2.41 (0.037) a 

µ (divisiones día-1) 0.96 (0.050) b 0.75 (0.037) a 

∑µ (divisiones en 10 días) 6.90 (0.245) b 5.16 (0.132) a 

Fase exponencial (días) 2 - 7 1 – 6 
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Figura 10. Promedio de la tasa de crecimiento acumulada (∑µ) por día, de cultivos de 

Synechococcus sp. mantenidos en forma libre (----) e inmovilizada (▬▬) en 
cápsulas de quitosano. Las barras indican ± 1 desviación estándar.  
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significativamente (t = 2.768; p = 0.006) mayores (2.8 × 3.2 mm) que las cápsulas sin 

células (2.6 × 3.0 mm).  

 

IV.3. Difusión iónica con cápsulas de quitosano elaboradas a distintas temperaturas 

 Se encontraron diferencias significativas (F = 3.53; p < 0.001) en la conductividad 

final de las cápsulas de quitosano por efecto de las temperaturas de elaboración respecto a 

las temperaturas de medición (Tabla VIII). La conductividad de las cápsulas elaboradas a 

15 °C fue significativamente menor (p = 0.003) respecto a los valores obtenidos para las 

otras temperaturas (Tabla VIII).  

 

Tabla VIII. Valores promedio de conductividad inicial y final, a 15, 25 y 40 ºC, con 
cápsulas elaboradas a 15, 24, 25 y 40 ºC. Las cápsulas elaboradas a 24 ºC 
contenían células de Synechococcus sp. Los valores entre paréntesis indican la 
desviación estándar y las letras indican diferencias significativas (prueba de 
Tukey; α = 0.05; a < b). 

 
Conductividad en micro siemns (µS) 

 
Temperatura 
de medición 

(° C) 

Temperatura 
de elaboración  

(° C) Inicial Final  
15 3.73 (0.92) a 189.60 (5.71) a  
24 4.66 (1.02) a 283.21 (5.44) b 
25 4.66 (0.52) a 254.11 (3.65) b 

 
 

15 a 

40 3.89 (0.25) a 274.18 (5.50) b  
15 4.26 (1.00) a 236.01 (2.87) a  
24 4.63 (0.66) a 273.11 (5.05) a 
25 7.91 (1.52) b 360.21 (6.84) b 

 
 

25 a 

40 3.99 (0.33) a 259.02 (4.43) a  
15 4.82 (0.63) a 225.21 (0.95) a  
24 3.86 (0.87) a 312.01 (3.74) b 
25 4.99 (1.01) a 307.22 (3.10) b 

 
 

40 b 

40 5.19 (0.95) a 324.03 (2.44) b  
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Se encontraron diferencias significativas (F = 6.91; p < 0.001) en los valores 

promedio de conductividad entre las temperaturas de elaboración de las cápsulas. Las 

cápsulas elaboradas a 15 ºC tuvieron una conductividad significativamente menor (p < 

0.005) con respecto a la obtenida con las cápsulas elaboradas a otras temperaturas (Figura 

11a).  

Se encontraron diferencias significativas (F = 4.59; p = 0.011) en los valores 

promedio de la temperatura de medición. La conductividad fue significativamente menor a 

15 ºC respecto a la obtenida en las otras temperaturas de medición (Figura 11b). 

 

 

Figura 11. Valores promedio de conductividad en micro siemns (µS) evaluados para 
distintas temperaturas de elaboración de cápsulas de quitosano (a) y distintas 
temperaturas de medición (b). Las cápsulas elaboradas a 24 ºC contenían 
células de Synechococcus sp. inmovilizadas. Las barras indican ± 1 desviación 
estándar. 
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IV.4. Remoción de nitrógeno y fósforo con cultivos de Synechococcus sp. en forma 

inmovilizada y libres 

IV.4.1. Crecimiento con distintos aportes de nitrógeno 

 Las curvas de crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. en forma libre y 

diferentes aportes de nitrógeno fueron significativamente diferentes (F = 35.64; p < 0.001) 

(Figura 12). Los cultivos mantenidos con urea y fertilizante agrícola mostraron 

significativamente (p < 0.001) un mayor crecimiento respecto de los cultivos con nitrato de 

amonio y nitrato de sodio. 

0

1

2

3

4

5

6

7

0 2 4 6 8 10

Tiempo (días)

L
og

 2 
(D

O
 x

 1
00

)

 
Figura 12. Valores promedio la densidad óptica de cultivos de células libres de 

Syenchococcus sp.,  con  diferentes aportes  de  nitrógeno:   fertilizante  
agrícola    (– – –), nitrato de amonio (_____), nitrato de sodio (-----) y urea 
(▬▬). Las barras indican ± 1 desviación estándar.  
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La densidad óptica inicial (Tabla IX) fue similar en todos los cultivos (p > 0.05), y 

no se observó una fase de acondicionamiento (Figura 12). Los cultivos mantenidos con 

urea (p < 0.001) y fertilizante agrícola (p < 0.010) mostraron significativamente una mayor 

densidad óptica final. Los parámetros indicadores del crecimiento (µ y ∑µ), no fueron 

significativamente diferentes (p > 0.05) entre los diferentes aportes de nitrógeno (Tabla 

IX).  

 

Tabla IX. Valores promedio de la densidad óptica inicial y final, tasa de crecimiento 
durante la fase exponencial (µ),  tasa de crecimiento acumulada (∑µ) en 10 días 
de cultivo para Synechococcus sp. mantenidos en forma libre y con diferentes 
aportes de nitrógeno. Los valores entre paréntesis indican la desviación 
estándar; las letras iguales en un mismo renglón indican que no hubo diferencias 
significativas (prueba de Tukey; α = 0.05; a < b). 

 
Parámetro de 
crecimiento 

Nitrato de 
amonio 

Urea Fertilizante 
agrícola 

 

Nitrato de sodio 

DO inicial 0.011 (0.002) a 0.012 (0.001) a 0.011 (0.001) a 0.011 (0.002) a 

DO final 0.389 (0.007) a 0.563 (0.022) b 0.456 (0.036) b 0.362 (0.003) a 

µ 1.128 (0.071) a 1.121 (0.072) a 1.213 (0.095) a 1.120 (0.149) a 

∑µ 5.197 (0.226) a 5.513 (0.075) a 5.330 (0.146) a 5.052 (0.251) a 

 

 

IV.4.2. Remoción de nitrógeno y fósforo  

Existieron diferencias significativas en la concentración de las distintas formas 

químicas de nitrógeno y de fósforo entre los cuatro tratamientos (F = 21.81; p < 0.001) 

(Figuras 13 a 17).  
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No se encontraron diferencias significativas en la remoción del contenido total de 

nitrógeno (N-NH3 + N-NO3
-; Figura 13), a través del tiempo con Synechococcus sp. 

cultivada en medio 2E en forma libre e inmovilizadas (p = 0.434). En los tratamientos 

utilizados como control, no existieron diferencias significativas de remoción (p = 0.910). 

Los tratamientos que contenían células tuvieron significativamente mayor remoción 

respecto a los tratamientos utilizados como control (p < 0.001). 

 

 

 

Figura 13. Valores promedio de la suma del  porcentaje (%) de remoción de N-NH3 y N-
NO3

- para cultivos de Synechococcus sp. en medio 2E mantenidos en forma 
libre (▬▬) e inmovilizada (______). Medio 2E sin células (- - - -) y medio 2E 
con cápsulas de quitosano sin células  (– – –).  
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La concentración inicial de N-NH3 fue de 25.5 mg L-1 en todos los tratamientos 

(Figura 14a). En el tratamiento con células libres (c) se registró una disminución de la 

concentración de N-NH3 y fue significativamente mayor (p = 0.018) con respecto al 

tratamiento con células inmovilizadas (d). En el tratamiento c la mayor disminución de la 

concentración de N-NH3  se evaluó el día 7 de cultivo (Figura 14a). 

El porcentaje de remoción de N-NH3 con células libres fue mayor (25%) que el 

obtenido con células inmovilizadas (Figura 14b). No se evaluó diferencia significativa (p > 

0.670) en la concentración de N-NH3 en los tratamientos utilizados como control de los 

ensayos: medio 2E sin microalgas (a) y medio 2E con cápsulas de quitosano sin células (b).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14. Valores promedio de la concentración de N-NH3 en mg L-1 (a) y el porcentaje de 
remoción (b) de cultivos de Synechococcus sp. en medio 2E mantenidos en 
forma libre (▬▬) e inmovilizada (______). Medio 2E sin células (- - - -) y medio 
2E con cápsulas de quitosano sin células (– – –). 
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La concentración inicial de N-NO3
- fue de 23.0 mg L-1 en todos los tratamientos 

(Figura 15a). Entre los tratamientos con células libres (c) y tratamiento con células 

inmovilizadas (d), no se registraron diferencias significativas (p = 0.999) en la disminución 

de la concentración de N-NO3
- (Figura 15a). El porcentaje de remoción de N-NO3

- con 

células libres e inmovilizadas fue similar, en ambos tratamientos se evaluó una remoción 

de aproximadamente el 30% en el primer día de cultivo. En el día 2 se observó un 

incremento de la concentración de N-NO3
- y por lo tanto un decremento del porcentaje de 

remoción del 12% en el tratamiento con células libres y del 5% de remoción en el 

tratamiento con células inmovilizadas (Figura 15b). No existió remoción de N-NO3
- en los 

tratamientos utilizados como control en los tratamientos a y b (p = 0.999). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
Figura 15. Valores promedio de la concentración de N-NO3

- en mg L-1 (a) y el porcentaje 
de remoción (b) de cultivos de Synechococcus sp. en medio 2E mantenidos en 
forma libre (▬▬) e inmovilizada (______). Medio 2E sin células (- - - -) y medio 
2E con cápsulas de quitosano sin células (– – –). 
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La concentración inicial de N-NO2
- fue de 0.003 mg L-1 en todos los tratamientos 

(Figura 16a). La concentración final en los tratamientos a y b fue de 0.006 mg L-1, mientras 

que en los tratamientos c y d de 0.040 mg L-1 (Figura 16a). Para todos los tratamientos se 

evaluó una producción de N-NO2
-. En los tratamientos que contenían células de 

Synechococcus sp. la producción de N-NO2
- fue similar (p = 0.811) y de aproximadamente 

de 1200% . Los tratamientos a y b mostraron una producción similar de N-NO2
- cercana al 

70% (p = 0.986; Figura 16b). Los tratamientos a y b fueron significativamente diferentes 

(p < 0.001) a los tratamientos c y d. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 16. Valores promedio de la concentración de N-NO2
- en mg L-1 (a) y el porcentaje 

de producción (b) de cultivos de Synechococcus sp. en medio 2E mantenidos en 
forma libre (▬▬) e inmovilizada (______). Medio 2E sin células (- - - -) y medio 
2E con cápsulas de quitosano sin células (– – –). 
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 La concentración inicial de PO4
3- fue de 6.7 mg L-1 en todos los tratamientos 

(Figura 17a). Se observó un decremento de la concentración al 0.25 día en todos los 

tratamientos, llegando a la concentración inicial al 0.5 día. Todos los tratamientos 

mostraron decremento de la concentración de PO4
3-, pero el decremento en los tratamientos 

a y b fue de 2.0 mg L-1 y no se encontraron diferencias entre ellos (p = 0.808). En el 

tratamiento con células libres el decremento de la concentración de PO4
3- fue 

significativamente mayor (p = 0.006) con respecto del tratamiento con células 

inmovilizadas (Figura 17a). La remoción total de PO4
3- con el tratamiento a fue de 23% y 

del tratamiento b fue de 32% (Figura 17b).  El tratamiento con células libres mostró una 

remoción mayor del 50% al día 2 de cultivo, mientras que el tratamiento con células 

inmovilizadas removió una concentración similar hasta el día 5 de cultivo. Al final del 

cultivo el tratamiento con células libres mostró el mayor porcentaje de remoción de PO4
3- 

con respecto al tratamiento con células inmovilizadas (Figura 17b). 

En los tratamientos que contenían células de Synechococcus sp. los valores de pH 

no fueron significativamente diferentes (p = 0.074). Los tratamientos utilizados como 

control (a y b) tampoco mostraron valores significativamente diferentes de pH (p = 0.554). 

Sin embargo, los tratamientos a y b fueron significativamente diferentes (p < 0.001) a los 

tratamientos c y d (Figura 18).  
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Figura 17. Valores promedio de la concentración de PO4

3- en mg L-1 (a) y el porcentaje de 
remoción (b) de cultivos de Synechococcus sp. en medio 2E mantenidos en 
forma libre (▬▬) e inmovilizada (_____). Medio 2E sin células (- - - -) y medio 
2E con cápsulas de quitosano sin células (– – –). 
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Figura 18.Valores promedio de la variación del pH en los cuatro tratamientos para células 
de Synechococcus sp. mantenidas en forma libre (▬▬), inmovilizada (______) 
medio 2E sin células (- - - -) y  medio  2E con cápsulas de quitosano sin células 
(– – –). Las barras indican ± 1 desviación estándar.  
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La concentración de clorofila a fue significativamente mayor en los cultivos con 

células inmovilizadas (F = 80.11; p < 0.001) con respecto a los de células libres. En los 

cultivos con células inmovilizadas el mayor incremento de clorofila a se observó después 

del día 3 de cultivo manteniendo ese incremento hasta el final del experimento (Figura 19). 
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Figura 19. Valores promedio de la concentración de clorofila a (Chl a) para cultivos de 
Synechococcus sp. mantenidos en forma libre ( █ ) e inmovilizadas en cápsulas 
de quitosano ( █ ). Las barras indican ± 1 desviación estándar.  

 

 

El porcentaje de proteínas fue significativamente diferente entre los cultivos con 

células inmovilizadas (F = 0.37; p = 0.551), con respecto a los de células libres. En los 

cultivos con células libres el mayor incremento de proteínas se observó dos días antes que 

para los cultivos con células inmovilizadas (Figura 20). 
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Figura 20.  Valores promedio del porcentaje de proteína para cultivos de Synechococcus sp.  
mantenidos en forma libre ( █ ) e inmovilizadas en cápsulas de quitosano ( █ ). 
Las barras indican ± 1desviación estándar.  

 

 

VI.5. Efecto del proceso de inmovilización en la respuesta fisiológica de  

Synechococcus sp.  

VI.5.1. Curvas fotosintéticas (P-I) 

La respuesta fotosintética de los cultivos de células inmovilizadas y células libres 

fue significativamente distinta (F = 4.12; p = 0.004). La respuesta fotosintética fue 

significativamente menor en los días 6 (p = 0.035) y 9 (p = 0.014) de los cultivos de células 

inmovilizadas. No se encontraron diferencias significativas en la respuesta fotosintética al 
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tercer día de cultivo de células inmovilizadas con respecto a la respuesta obtenida con los 

cultivos de células libres (p = 0.997; Figura 21 y 22). 

Los parámetros fotosintéticos fueron significativamente diferentes entre los cultivos 

de células inmovilizadas y células libres (F = 9.95; p = 0.001; Tabla XI). La eficiencia 

fotosintética (α) de los cultivos de células libres fue significativamente  mayor  (p > 0.001),  
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Figura 21. Curvas de fotosíntesis vs irradiancia (P-I) para cultivos de células de 
Synechococcus sp. inmovilizadas en cápsulas de quitosano. Valores 
evaluados a distintas fechas de cultivo: día 3 (■), día 6 (●) y día 9 (▲). 

 
 
 
respecto a la obtenida en los cultivos con células inmovilizadas.   La fotosíntesis máxima 

(P máx) fue significativamente mayor (p = 0.023) en los cultivos de células libres con 
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respecto de las inmóviles. El índice de saturación lumínica (Ik) no mostró diferencias 

significativas entre los cultivos de células libres con respecto a la de los cultivos con 

células inmovilizadas (p = 0.403) (Tabla X). En los cultivos de células inmovilizadas se 

encontró que la α y la P máx disminuyó conforme aumentó la edad del cultivo (Tabla X).   
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Figura 22. Curvas de fotosíntesis vs irradiancia (P-I) para cultivos de células de 
Synechococcus sp. mantenidas en forma libre. Valores evaluados a distintas 
fechas de cultivo: día 3 (■), día 6 (●) y día 9 (▲). 
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Tabla X. Valores promedio de la eficiencia fotosintética (α), fotosíntesis máxima por célula 
(P máx), índice de saturación lumínica (Ik) y coeficiente de correlación (r2) de 
las curvas P-I para cultivos de Synechococcus sp. mantenidos en forma libre e 
inmovilizada en cápsulas de quitosano durante distintas fechas de medición. Los 
valores entre paréntesis indican la desviación estándar; las letras iguales en un 
mismo  renglón indican que no  hubo diferencias significativas  (prueba de 
Tukey; α = 0.05; a < b < c). 

 
Células inmovilizadas  

Día de 

cultivo 

α 

(fmol O2 x 10-7 células-1 h-1 

(µE m-2 s-1)-1) 

P máx 

(fmol O2 x 10-7 células-1 h-1) 

Ik 

(µE m-2 s-1) 

r2 

3 0.021 (0.003) c 4.760 (1.246) c 230 (89.00) a 0.900 

6 0.013 (0.000) b 1.294 (0.012) b 103 (0.866) a 0.831 

9 0.003 (0.001) a 0.713 (0.231) a 216 (32.00) a 0.912 

Células libres 

Día de 

cultivo 

α 

(fmol O2 x 10-7 células-1 h-1 

(µE m-2 s-1)-1) 

P máx 

(fmol O2 x 10-7 células-1 h-1) 

Ik 

(µE m-2 s-1) 

r2 

3 0.020 (0.121) c 3.623 (0.084) c 199 (60.01) a 0.910 

6 0.030 (0.000) c 3.610 (0.210) c 137 (12.10) a 0.950 

9 0.023 (0.003) c 3.210 (0.431) c 138 (34.27) a 0.820 

 

 

IV.5.2. Actividad de la nitrato reductasa (NR) 

 La actividad de la NR determinada a distintas fechas de cultivos de células libres y 

células inmovilizadas mostró diferencias significativas (F = 18.06; p < 0.001). La actividad 

de la NR fue significativamente mayor (p < 0.001) al inicio del cultivo de células libres. La 

tendencia general fue de obtener la mayor actividad de la NR al inicio de los cultivos y a 

disminuir conforme avanzó la edad del cultivo (Figura 23). 
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Figura 23. Actividad de la nitrato reductasa (NR) durante distintas fechas de medición en 
cultivos de Synechococcus sp. mantenidos en forma libre ( █ ) e inmovilizados 
en cápsulas de quitosano ( █ ). Las barras indican ± 1 desviación estándar.  
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V. Discusión  
 

El atrapamiento de células en matrices poliméricas ha sido una técnica ampliamente 

utilizada para la inmovilización de células vivas (Yean-Chang, 2001). Se han propuesto 

diferentes tipos de polímeros para la inmovilización de microalgas y cianobacterias 

(Klinkenberg et al., 2001). No todos los tipos de polímeros son adecuados para la 

inmovilización de células vivas de microalgas y cianobacterias. El alginato y carragenano 

son polímeros naturales ampliamente usados para la inmovilización de células (Cohen, 

2001). Sin embargo, el alginato tiene baja estabilidad en presencia de agentes quelantes 

tales como calcio, EDTA, fosfatos y citratos (Kierstan y Coughlan, 1985; Smidsrød y 

Skjak-Baek, 1990). Mientras que el carragenano es un producto con alto coste económico y 

para el proceso de inmovilización se requieren temperaturas de entre 30 y 50 ºC que 

resultan letales o dañinas para la mayoría de las especies de microalgas y cianobacterias 

(Varlop y Klein, 1987).  

Las cianobacterias y las microalgas tienen altos requerimientos fisiológicos de 

fósforo y pueden acumularlo en el citoplasma, por lo anterior pueden ser utilizadas para la 

biorremediación de efluentes con alto contenido de fosfatos en aguas de desecho urbanas, 

industriales, agrícolas y de cultivos acuícolas.  

Para estos tipos de efluentes el quitosano puede ser utilizado como un polímero 

alternativo para la inmovilización de cianobacterias y microalgas (Kaya y Picard, 1996). 

El quitosano se obtiene con un proceso de modificación química de la quitina, en el 

cual los residuos de N-acetilglucosamina son eliminadas por la acción de soluciones 

alcalinas muy concentradas, y a temperaturas que superan los 60 ºC (Bough et al., 1978). 
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Existen diversos métodos alternativos para llevar a cabo la reacción de desacetilación en 

forma mas eficiente, que incluyen desde el uso de microondas, lavados intermitentes con 

agua, empleo de solventes orgánicos hasta la desacetilación enzimática. La quitina 

generalmente se obtiene de exoesqueletos de crustáceos entre ellos el camarón. La quitina 

también se puede obtener de insectos, moluscos y hongos (Yan-Tan y Lee, 2002). Por lo 

tanto en dependencia del origen de la materia prima, la metodología de desacetilación y el 

tiempo de reacción le confieren al quitosano distintas características fisicoquímicas. El 

quitosano utilizado en el presente trabajo se obtuvo a partir de desecho de cefalotórax de 

camarón generado durante la captura de este recurso en Sonora.  

El quitosano obtenido de subproductos de desecho y utilizado como matriz 

polimérica para la inmovilización de células para ser utilizados en biofiltración, constituye 

un ejemplo de un material para el desarrollo de aplicaciones de alto valor que a su vez 

puedan conllevar a la generación de inversiones de una industria para distintas 

aplicaciones. 

  

V.1. Elaboración de cápsulas de quitosano  

La solubilidad del quitosano en medio ácido diluido cambia según el peso 

molecular y el grado de desacetilación (Brugnerotto et al., 2001; Yan-Tan y Lee, 2002; 

Lárez-Velásquez, 2003), ya que el quitosano al igual que la quitina, forma estructuras 

cristalinas que no se logran destruir durante el proceso de solubiliación, al incrementarse 

estas variables existe una mayor fricción entre las moléculas de quitosano.  
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El pH del ácido acético se ajustó a valores de 4, debido a que en experimentos 

preliminares se encontró que el pH de la solución de quitosano debería ser ≈ 4 para lograr 

una rápida formación de las cápsulas y evitar que el quitosano se disgregara en la solución 

alcalina. Lo anterior está relacionado con la velocidad del cambio de pH en la periferia de 

la gota de quitosano que permite la rápida formación de la cápsula. Con valores de pH < 

5.0, el quitosano tiene una alta solubilidad debido a que el grupo amino se encuentra 

altamente protonado y esta solubilidad disminuye a valores de pH > 7 (Cheng y Li, 2000).  

El creciente interés en el campo de la inmovilización de células ha conducido al 

desarrollo de una gran cantidad de técnicas para inmovilización: goteo, emulsificación o 

coacervación, atomización con un disco que rota, atomización y goteo electrostático, entre 

otros (Ogbanna et al., 1991; Green et al., 1996; Romo y Pérez-Martínez, 1997), cada uno 

de éstos métodos tiene ventajas y limitaciones. En este trabajo se utilizó el método de goteo 

usando una bureta y presión de aire para producir un flujo continuo del quitosano.  

El método utilizado en este trabajo no es eficiente cuando la solución en la que se 

precipita el quitosano es altamente volátil, como lo fue la solución de NH4OH. Al utilizar 

la solución de quitosano al 2% se formaron cápsulas en las soluciones de NH4OH y de 

NaOH con valores de pH ≈ 12. Sin embargo, debido a la alta volatilidad del NH4OH, se 

obstruyó la abertura para el goteo de quitosano y no fue posible la continua formación de 

cápsulas, mientras que al precipitar el quitosano en la solución de NaOH se formaron 

cápsulas de forma continua. Al utilizar la concentración de quitosano de 1.5%, no se logró 

formar cápsulas en ninguna de las soluciones alcalinas utilizadas. Lo anterior, es debido a 

la baja concentración de las cadenas del polímero ya que no permitieron la formación de un 
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precipitado en la capa superior de la cápsula. La concentración de quitosano del 2% 

contuvo un mayor número de cadenas del polímero en redes que permitieron la rápida 

formación de la cápsula.  

 

V.2. Viabilidad y crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. inmovilizada en 

cápsulas de quitosano comparado con el crecimiento de células libres 

V.2.1. Viabilidad de Synechococcus sp.  

Una célula inmovilizada es definida como una célula que por medio natural o 

artificial es privada de moverse independientemente y confinada con un grupo de células 

dentro de un sistema de estudio (Tampion y Tampion, 1987). Cuando se describe un 

sistema de tratamiento de aguas residuales con microalgas se consideran dos componentes: 

las microalgas y el agua de desecho que incluyen las interacciones entre estos dos 

componentes. Al incorporar la tecnología de inmovilización se introduce en el sistema un 

tercer componente, relacionado con la matriz polimérica. Por lo anterior, se requiere 

considerar las interacciones entre la matriz-polímero y la cepa de microalga. Estas 

interacciones están relacionadas con los cambios en las células durante el proceso de 

inmovilización, incluyendo cambios morfológicos, características de crecimiento y de 

actividades metabólicas. Las principales cualidades que debe cumplir una matriz para la 

inmovilización de microalgas son: no tóxica, fototransparente, estable en el medio de 

cultivo, eficiente en la retención de la biomasa y resistente al crecimiento de la biomasa, 

entre otras (Mallick, 2002). 
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En algunos casos el método de inmovilización y la matriz polimérica no son 

compatibles con la preservación de células viables. Tal es el caso de algunos métodos de 

inmovilización basados en la elaboración de matrices entrecruzadas por enlaces covalentes, 

donde se involucran radicales o solventes orgánicos los cuales pueden ser tóxicos para las 

células. En el método de inmovilización que se utilizó en este trabajo las limitantes durante 

el proceso, se deben a tres cambios bruscos de pH: el primero es cuando la células que se 

encuentran en un medio de cultivo con un pH entre 8 y 9.5 son transferidas a la solución de 

quitosano con un pH = 4, el segundo es cuando la mezcla de células-quitosano es goteada 

en la solución alcalina con pH = 12, con la finalidad de obtener cápsulas de quitosano con 

células inmovilizadas y por último cuando las cápsulas precipitadas son transferidas al 

medio de cultivo con un pH ≈ 8. El punto más crítico durante el proceso de inmovilización 

descrito en este trabajo, es el tiempo de contacto de las cápsulas con la solución de NaOH, 

ya que de éste depende que el cultivo adquiera o no un gradiente de color entre las 

cápsulas. El crecimiento heterogéneo en las cápsulas, es el resultado de que las cápsulas 

que se forman al inicio del proceso de inmovilización tienen un mayor tiempo de contacto 

con el NaOH y, por lo tanto, una mayor penetración de la solución provocando mayor 

mortalidad de células, lo que resulta en cápsulas totalmente blanqueadas. Por su parte, las 

cápsulas que se forman al final del proceso de inmovilización, al tener menor tiempo de 

contacto con el NaOH son verde brillante y contienen mayor proporción de células viables. 

Es posible que el blanqueamiento en las cápsulas sea un efecto combinado entre la 

penetración del NaOH causando daño celular y un cambio físicoquímico de la matriz. Lo 

anterior se fundamenta en que independientemente del espesor de la pared de la cápsula, 
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las células de Synechococcus sp., las cuales que fueron observadas a través del tiempo de 

cultivo, no logran colonizar las zonas con blanqueamiento.  

Después del proceso de inmovilización es importante conocer cuál es el porcentaje 

de viabilidad celular, ya que la viabilidad del cultivo se reduce en dependencia de varios 

factores tales como: el método de inmovilización, el material de soporte (polímero), la 

concentración del polímero y el diámetro de la cápsula, entre otros (Kaya y Picard, 1995).  

Fierro-Reséndiz (2004) inmovilizó cepas de microalgas de agua dulce 

(Scenedesmus obliquus y Scenedesmus sp.) en condiciones similares a las usadas en el 

presente trabajo, tales como: mismo quitosano que se utilizó como matriz, tamaño similar 

de la esfera (3 mm) y el mismo porcentaje del polímero (2% de quitosano) y obtuvo una 

viabilidad del 60%. En el presente trabajo se obtuvo una viabilidad del 48%, lo cual se 

atribuye al mayor tiempo de contacto de las células con el NaOH. En los trabajos 

relacionados con la inmovilización de células vivas se menciona que no todas las cepas de 

microalgas y cianobacterias responden igual a un mismo método de inmovilización aun 

utilizando la misma matriz polimérica (Yang y Wang 1990; Kaya y Picard, 1995). Sin 

embargo, es conocido que los polímeros de origen natural tales como: el agar, el alginato y 

el carragenano entre otros, al ser utilizados para la inmovilización de células, en general 

conservan altos porcentajes de viabilidad. Sin embargo, cuando se utilizan polímeros 

sintéticos como la poliacrilamida se obtienen porcentajes de viabilidad desde un 0% a un 

50% (Brodelius y Nilsson, 1980; Koshcheyenko et al., 1983).  
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V.2.2. Efecto del tiempo de contacto de las cápsulas de quitosano con el NaOH 

Debido a que se obtuvo un crecimiento heterogéneo y una baja viabilidad en los 

ensayos iniciales de inmovilización, causados por la falta de control en el tiempo de 

gelificación, fue necesario investigar el efecto del tiempo de contacto de las cápsulas con 

células de Synechococcus sp. en la solución de NaOH. Los resultados obtenidos muestran 

una relación inversa entre el tiempo de contacto y el crecimiento del cultivo. Esta tendencia 

es determinada por el grado de penetración del NaOH, ya que posiblemente causa daño 

celular y a su vez un cambio fisicoquímico del quitosano. En sistemas inmovilizados los 

principales factores limitantes del crecimiento de los organismos, se relacionan con una 

baja difusión de los gases y los nutrientes, poca penetración de luz al interior de la matriz y 

el tamaño de la cápsula o esfera (Omar, 1993; Faafeng et al., 1994). Sin embargo, en este 

trabajo el tamaño de las cápsulas aparentemente no fue la limitante del crecimiento, ya que 

no sobrepasa el promedio del tamaño de las cápsulas y esferas (2.5 mm de diámetro) en 

que se han inmovilizado otras microalgas (Cassidy et al., 1996; Joo et al., 2001; Fierro-

Reséndiz, 2004). Posiblemente el incremento del espesor de la pared de la cápsula,  

relacionada con el mayor tiempo de contacto con el NaOH, causó que disminuyera el 

tamaño de los poros de la cápsula que no permitió una eficiente penetración del oxígeno, 

los nutrientes y posiblemente de la luz hacia el interior de la cápsula. Los cambios descritos 

con anterioridad han sido señalados por Cho (1994), para las cápsulas de alginato de sodio, 

quien encontró que la transferencia del oxígeno y los nutrientes está influenciada por  el 

espesor de la membrana de la cápsula. Han et al. (1999) demostraron que la concentración 
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celular final de Dunaliella bardawil inmovilizada en microcápsulas de alginato de sodio, 

dependió del espesor de la membrana de la cápsula.  

Es evidente que en los tres distintos tiempos de gelificación utilizados en este 

trabajo, aún se logra ver un gradiente de coloración. Con el tiempo de gelificación de 80 s 

se midió un menor gradiente de coloración y no se observaron cápsulas blanqueadas. Lo 

anterior permite inferir que el tratamiento de 80 s favoreció la  formación de la pared de la 

cápsula de quitosano, con un espesor tal que permitió el crecimiento de las células de 

Synechococcus sp. inmovilizadas, y a su vez, un mayor porcentaje de viabilidad (77%).  

 

V.2.3. Crecimiento a distintas temperaturas con células inmovilizadas y libres 

Synechococcus es una cianobacteria cosmopolita que en forma libre habita una gran 

variedad de ambientes desde el terrestre, acuático y como simbionte asociado tanto en 

plantas como en animales (Carr y Whitton, 1982). El género Synechococcus es abundante 

en la superficie de los océanos templados y tropicales. Según observaciones de 

investigadores del buque oceanográfico “Woods Hole Harbor” el inicio de los 

afloramientos de Synechococcus, comienza cuando la temperatura del agua alcanza los 6 ºC 

y este es fuertemente inhibido en invierno cuando las temperaturas bajan de los 5 ºC 

(Waterbury et al., 1986). Sin embargo, cuando este genero es cultivado bajo condiciones 

controladas la temperatura óptima de crecimiento es de 20 a 34.5 ºC (Kurger y Eloff, 1978; 

Waterbury et al., 1986). 

La temperatura ambiental es uno de los factores importantes que limitan el 

crecimiento de las microalgas y cianobacterias, debido a que la temperatura celular se 
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iguala a la temperatura del medio de cultivo. La temperatura no sólo es limitante en el 

crecimiento, sino que también afecta las tasas de reacción celular, la naturaleza del 

metabolismo, los requerimientos nutricionales y la composición de la biomasa producida. 

El efecto de la temperatura sobre el crecimiento de la biomasa y la actividad metabólica 

depende básicamente de dos factores: uno relacionado con la organización de la estructura 

celular (especialmente proteínas y lípidos) y el otro relacionado con los coeficientes de las 

tasas de reacción enzimática (Pirt, 1975; Richmond, 1986).   

El factor que influyó en la falta de diferencias de las curvas de crecimiento 

obtenidas entre las tres temperaturas utilizadas para los cultivos de células inmovilizadas, 

es que posiblemente se propició un microambiente dentro de la cápsula de la matriz 

polimérica. En comparación con los cultivos de células libres donde no existió esta 

protección y las células fueron más sensibles a las variaciones en la temperatura ambiente. 

Esta posibilidad de microambiente, permitiría a las células inmovilizadas mantener una 

respuesta similar a la temperatura, al menos entre 15 y 30 ºC, ya que es el intervalo en 

donde no se evaluó un cambio significativo en el crecimiento. Como fundamento de la 

hipótesis del microambiente en las cápsulas, es el poco cambio evaluado en la 

concentración final de células de Synechococcus sp. inmovilizadas, respecto a las 

diferencias encontradas en los cultivos de células libres en las tres temperaturas 

experimentales. Es importante señalar que la cepa de Synechococcus sp. utilizada en el 

presente trabajo, fue aislada de una región donde la temperatura ambiental promedio varía 

entre los 13 y los 32 ºC durante el año. Por lo anterior, se puede considerar que las tres 
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temperaturas experimentales están dentro del intervalo de temperaturas que esta cepa puede 

tolerar. 

En los cultivos de células de Synechococcus sp. inmovilizadas la ∑µ no fue 

significativamente diferente, mientras que en las células libres sólo a 25 y 30 ºC no 

mostraron diferencias significativas. La tendencia anterior, concuerda con lo encontrado 

por Kurger y Eloff (1978), quienes encontraron para una cepa de Synechococcus marina 

aislada de afloramientos naturales, que la temperatura donde se obtienen las mayores tasas 

de crecimiento específica es entre 25 y 32 ºC. 

La mayor producción de biomasa y la mayor tasa de crecimiento acumulada, se 

obtuvo para 25 y 30 ºC en las células inmovilizadas y libres. El efecto de una fase de 

acondicionamiento mayor, en células inmovilizadas respecto a células libres, ha sido 

mencionada por otros autores y atribuida a un proceso de adaptación a las nuevas 

condiciones fisicoquímicas de la matriz en la que se encuentran (Cohen, 2001; Mallick, 

2002). 

 

V.2.4. Crecimiento con distintas densidades de inóculo de células inmovilizadas y 

libres 

Las concentraciones de células utilizadas como inóculos en este trabajo, 

correspondieron al 10, 5 y 1.5% (v/v). Durante la transferencia de cultivos de microalgas, 

se recomienda un inóculo del 10% (v/v) del cultivo original. Sin embargo, se ha descrito 

que algunas especies de dinoflagelados y de cianobacterias (Synechococcus y 

Prochlorococcus) requieren un inóculo mayor del 25% (v/v) (Lorenz et al., 2005). Para la 
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cepa de Synechococcus sp. utilizada en este trabajo no se encontró una diferencia 

significativa en la fase de acondicionamiento, como respuesta a la cantidad de células 

utilizadas como inóculo. Por lo anterior, se puede considerar que esta cepa no requiere un 

inóculo mayor del 1.5%. Sin embargo, para una especie de microalga marina 

(Nannochloris oculata), se observó una tendencia inversa a la descrita con anterioridad, ya 

que la longitud de la fase de acondicionamiento fue inversa al tamaño del inóculo. Mientras 

que para la cianobacteiria Oscillatoria agardhii, mantenida en cultivo se encontró que 

cuando el tamaño del inóculo disminuyó, la fase de acondicionamiento se incrementó por 

más de 10 días (Droop, 1966). En los cultivos de Synechococcus sp. se observó que la 

duración de la fase de acondicionamiento dependió del efecto del proceso de 

inmovilización, más que por efecto de la concentración del inóculo.  

El tamaño del inóculo causó efecto en la concentración celular de Synechococcus 

sp. durante el periodo de cultivo, lo anterior se debe a que la tasa del incremento de células 

por unidad de tiempo es proporcional al tamaño del inóculo (Wood et al., 2005). La mayor 

cantidad de biomasa de Synechococcus sp. al final del cultivo, se obtuvo en la mayor 

concentración de inóculo de células libres e inmovilizadas. En relación con la tasa de 

crecimiento acumulada, se evaluó un menor efecto del tamaño del inóculo en los sistemas 

de células inmovilizadas respecto a los de células libres. Esta respuesta se debe a que el 

proceso de inmovilización causó una mayor fase de acondicionamiento. Las células 

inmovilizadas requieren de un periodo de aclimatación y posteriormente la matriz 

polimérica les provee de una protección hacia el medio exterior. Se ha encontrado que 

debido al proceso de inmovilización, se pueden producir cambios fisiológicos en las células 
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para mantener una tasa de crecimiento similar a cuando están libres en el medio (Cohen, 

2001; Mallick, 2002). 

 

V.2.5. Crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. en forma inmovilizadas y libres 

En organismos inmovilizados existe una gran variedad de cambios respecto a los 

organismos mantenidos en forma libre. Kolot (1988) menciona que en los organismos 

inmovilizados existe una mayor actividad metabólica y una disminución del tiempo de 

generación respecto a los organismos mantenidos en forma libre. Cassidy et al. (1996) 

realizaron una revisión bibliográfica y encontraron que los organismos inmovilizados en 

polímeros tienen una mayor resistencia a la toxicidad de distintos compuestos químicos 

respecto a los mantenidos en forma libre.  

Existen pocos trabajos de inmovilización de microalgas y cianobacterias en 

matrices de quitosano y, hasta donde se pudo investigar en la literatura del área, ninguno de 

estos trabajos es con cepas marinas. Para el género Synechococcus, sólo existe un trabajo 

de inmovilización de una cepa marina utilizando alginato de sodio por el método de 

atrapamiento en esferas que resultaron con un diámetro de 2-3 mm (Matsunaga et al., 

1988). Por lo anterior, hasta donde se conoce, el presente trabajo es el primero que se 

realiza en inmovilización de una cepa marina de Synechococcus por el método de 

encapsulación en quitosano (Tabla XI).  
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Tabla XI. Trabajos de inmovilización de microalgas y cianobacterias de agua dulce que se 
han realizado con quitosano. 

 
Forma del  
quitosano 

Método de 
inmovilización 

Microorganismo Referencia 

Hojuelas  Colonización Phormidium sp. de la Noüe y Proulx, 1988a, b 
 

Hojuelas  Colonización Chlorella 

vulgaris y 
Anabaena 

doliolum 

Mallick y Rai, 1994 

Esferas* Atrapamiento Scenedesmus 

bicellularis 

Kaya y Picard, 1996 

Membranas  Colonización Arthrospira 

maxima 

Cruz-Fraga, 2003 

Esferas  Atrapamiento Dos cepas de 

Scenedesmus 
Fierro-Reséndiz, 2004 

*Quitosano-konjac 

 

En el presente trabajo se obtuvo una fase de acondicionamiento en los cultivos de 

células de Synechococcus sp. inmovilizadas en quitosano, la cual no se observó en los 

cultivos con células libres. Esta tendencia, ha sido evaluada previamente en sistemas de 

células inmovilizadas, lo cual indica que los organismos requieren de un tiempo de 

aclimatación a las condiciones de la matriz polimérica y posiblemente en este tiempo es 

cuando se dan los cambios fisiológicos importantes (Lau et al., 1998; Cohen, 2001; 

Mallick, 2002). Sin embargo, la concentración final de células y la tasa de crecimiento 

acumulada al final del ensayo fueron mayores al mantener células de Synechococcus sp. 

inmovilizadas (Tabla VII). Lo anterior corresponde a lo obtenido en estudios similares, 

donde se obtuvo una mayor producción de biomasa de Anabaena sp. y Chlorella sp. en 

sistemas inmovilizados con alginato con respecto a los cultivos de células libres (Rai y 
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Mallick, 1992). Las tasas de crecimiento en células inmovilizadas, muestra que las cápsulas 

de quitosano, cumplieron con las características requeridas para la inmovilización de 

microorganismos fotosintéticos, tales como: no tóxica, fototransparente, estable en el 

medio de cultivo, eficiente en la retención de la biomasa y resistente al aumento de la 

biomasa, entre otras (Mallick, 2002).  

 

V.3. Difusión iónica con cápsulas de quitosano elaboradas a distintas temperaturas 

 Una de las desventajas atribuidas al uso de polímeros para la encapsulación de 

microorganismos, es la baja difusión del material, la cual limita la entrada de nutrientes y 

gases al centro de la cápsula. Lo anterior puede producir un incremento en el volumen 

interno de los gases que puede ocasionar la ruptura de la pared externa liberando las células 

al medio de cultivo. La difusión de distintos compuestos a través de matrices poliméricas 

está influenciada principalmente por las siguientes variables: el tamaño del poro en el 

arreglo de la matriz, el tamaño y la forma de la matriz y la concentración y el tipo de 

polímero utilizado (Cohen, 2001).  

 Para modificar las características de porosidad de las membranas de quitosano se 

manipulan variables tales como el pH y el tipo del solvente, la fuerza iónica y la 

temperatura (Chen et al., 1994; Jaepyoung et al., 2006). Las características de las 

membranas de quitosano se pueden modificar con distintos propósitos, por ejemplo, con la 

finalidad de emplearlas para la dosificación de fármacos en dependencia de la difusión que 

existe a través del diámetro de los poros (Qiu y Park, 2001). Renneberg et al. (1988) en un 

estudio con distintos polímeros encontraron que la variable más importante para la difusión 



 

 

84 

del oxígeno a través de la matrices poliméricas son: el tamaño de poro y el contenido de 

agua en la matriz.  

 Las cápsulas de quitosano elaboradas a 15 ºC, tuvieron una difusión iónica menor 

respecto a las otras temperaturas de elaboración (24, 25 y 40 °C). Lo anterior sugiere que el 

quitosano utilizado a bajas temperaturas forma una red polimérica más estrecha que la 

obtenida a las mayores temperaturas experimentales. Es posible que las cápsulas elaboradas 

a bajas temperaturas (15 °C), tengan poros de menor diámetro respecto a las cápsulas 

elaboradas a temperaturas mayores (24, 25 y 40 °C). En los ensayos realizados con células 

de Synechococcus sp. inmovilizadas en cápsulas de quitosano y elaboradas a 24 ºC, se 

puede inferir que existe una buena difusión de nutrientes y gases, debido a que la tasa de 

crecimiento evaluada para cultivos de la misma especie con células libres en el medio es 

similar.   

 

V.4. Remoción de nitrógeno y fósforo con cultivos de Synechococcus sp. en forma 

inmovilizada y libre 

V.4.1. Crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. con distintos aportes de nitrógeno 

Algunas cepas de Synechococcus pueden utilizar nitrógeno molecular, nitratos, 

nitritos, amonio, urea y algunos aminoácidos como único aporte de nitrógeno para su 

crecimiento (Waterbury et al., 1986; Spiller y Shanmugam, 1987; Collier et al., 1999; 

Tabla XIII). 

Las curvas de crecimiento de cultivos de Synechococcus sp. con distintos aportes de 

nitrógeno tuvieron diferencias con respecto al tiempo de cultivo, lo cual se vió reflejado en 
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una mayor producción de la biomasa final. Sin embargo, la tasa de crecimiento durante la 

fase exponencial y la tasa de crecimiento acumulada, fueron similares con los distintos 

aportes de nitrógeno utilizados. La tendencia anterior, está en correspondencia con lo 

encontrado para Synechococcus subsalsus, cultivada con distintos aportes de nitrógeno, ya 

que no se encontró una diferencia en la tasa específica de crecimiento (µ), pero sí en la 

producción final de biomasa. La mayor tasa de crecimiento se obtuvo en los cultivos con 

urea (Lourenco et al., 2002). Los cultivos de Synechococcus sp. mantenidos con nitrato de 

sodio mostraron un menor crecimiento (31%), respecto al obtenido con urea como único 

aporte de nitrógeno (Tabla IX). Sin embargo, los cultivos que tenían nitrógeno de 

fertilizantes agrícolas (una mezcla de distintas formas nitrogenadas, pero con una mayor 

proporción de urea), la diferencia en el crecimiento fue menor (19%). Con lo anterior, se 

puede inferir que esta cepa de Synechococcus sp. incorpora el nitrógeno de forma 

preferencial como urea > amonio > nitratos, cuando es cultivada en una concentración 

equivalente al medio “f”. La respuesta anterior no corresponde con la generalidad de la 

incorporación y asimilación de nitrógeno por el fitoplancton. Se ha encontrado que para el 

género Synechococcus sp., el amonio se incorpora antes que la urea, y algunas de estas 

cepas no crecen cuando se encuentran en medios con urea como único aporte de nitrógeno 

(Waterbury et al., 1986; Levasseur et al., 1993; Collier et al., 1999; Tabla XII).  

El bajo crecimiento que se obtuvo para Synechococcus sp. en los cultivos con 

nitrato de sodio, correspondió al mayor gasto energético requerido en la reducción del 

nitrato hasta aminoácidos. Se conoce que para el fitoplancton, la preferencia por 

determinados aportes de nitrógeno, depende del estado de oxidación de la molécula de 
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nitrógeno. Debido a que los estados de oxidación están directamente relacionados con la 

energía   requerida   para   su asimilación,   como  es   la   reducción   completa del nitrato a  

 

 

Tabla XII. Capacidad de algunas cepas de Synechococcus para incorporar distintos aportes 
de nitrógeno. 

 
 Aporte de nitrógeno  

Cepa  N2 NO3
- NH4

+ Urea Referencia 

Synechococcus sp.  + + + Este trabajo 

S. subsalsus  + ± + Lourenco et al., 2002 

WH7805 ─ + + + Collier et al., 1999 

WH8010 ─   ─ Waterbury et al., 1986 

WH8018 ─ + + ─ Waterbury et al., 1986 

WH8110 ─ +  ─ Waterbury et al., 1986 

WH8006 ─ +  ─ Waterbury et al., 1986 

WH8009 ─ +  + Waterbury et al., 1986 

WH7803 ─ + + ─ Collier et al., 1999; Bird y Wyman, 2003 

WH8102 ─ + + ─ Collier et al., 1999 

WH8103 ─ + + + Collier et al., 1999 

WH8011 ─ + + + Collier et al., 1999 

WH8112 ─ + + + Collier et al., 1999 

WH8113 ─ + + + Collier et al., 1999 

PCC7002 ─ +  ± Sakamoto et al., 1998 

PCC7335 + +  ─ Rippka et al., 1979; Sakamoto et al., 1998 

RF-1  + ─  Wang et al., 2003 

SF-1 + + +  Spiller y Shanmugam, 1987 
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glutamato, se emplea cinco veces más energía (10 electrones), mientras que para la 

reducción de amonio a glutamato sólo se requiere de 2 electrones (García-Fernández et al., 

2004; Tabla XIII). En términos de energía, se esperaría que la asimilación de la urea fuera 

similar a la del amonio, ya que la utilización de ambas formas nitrogenadas requiere de un 

gasto de 2 electrones y 1 molécula de ATP para ser incorporados como aminoácidos 

(Syrett, 1981; Levasseur et al., 1993). Sin embargo, la cepa de Synechococcus sp. que se 

utilizó en este trabajo, incorporó preferentemente urea antes que amonio y es igual a lo 

obtenido para otra cepa de Synechococcus por Lourenco et al. (2002). Los cultivos de la 

cepa WH7805 de Synechococcus no mostraron diferencia en la tasa crecimiento al ser 

cultivadas con urea, amonio y nitratos (Collier et al., 1999). Por lo anterior, la preferencia 

por determinado compuesto nitrogenado, no puede ser atribuida sólo al estado de oxidación 

de los compuestos, y se debe considerar la respuesta fisiológica especie específica (Fidalgo 

et al., 1995; Toledo et al., 1999).  

Con base en los resultados anteriores y dado que el propósito del trabajo fue 

remover nutrientes de efluentes de cultivos acuícolas, se decidió utilizar nitrato de amonio 

para los ensayos de remoción, ya que el principal componente de nitrógeno proveniente de 

los cultivos acuícolas es el amonio (Jones et al., 2001a, b; Páez-Osuna, 2001a, b). Sin 

embargo, debido a que Synechococcus sp. puede cultivarse en medios con urea como único 

aporte de nitrógeno, o en combinación con otras formas nitrogenadas, abre un panorama 

más amplio de la utilización de esta cepa para otras aplicaciones: esto es, para remover urea 

de efluentes contaminados con fertilizantes agrícolas, ya que la urea es uno de los 

principales aportes nitrogenados al medio acuático. 
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Tabla XIII. Bioenergética de la asimilación de distintos aportes de nitrógeno, tipo de 

enzima utilizada, forma nitrogenada reducida, número de electrones utilizados 
y número de moléculas de ATP utilizadas. 

 
Enzima Reducción Electrones ATP 

Nitrogenasa N2  → NH4
+ 8 16 

Nitrato reductasa NO3
-  → NO2

- 2 0 

Nitrito reductasa NO2
-  → NH4

+ 6 0 

Glutamina sintetasa NH4
+  → Glu 2 1 

Ureasa CO(NH2)2  → Glu 2 1 

 

 

V.4.2. Remoción de nitrógeno y fósforo 

El uso de tratamientos biológicos para depurar las aguas de desecho que se generan 

por distintas actividades humanas se ha intensificado en los últimos años, principalmente 

en los países industrializados o en desarrollo. La necesidad de eficientizar los procesos de 

producción ya sea en la industria, la agricultura y la acuicultura, entre otros, ha generado 

que sus efluentes sean cada vez más ricos en nutrientes principalmente en nitrógeno y 

fósforo, y pueden causar la eutrofización de las aguas receptoras. 

 Existen tratamientos físicos y químicos para las aguas de desecho, sin embargo son 

costosos, algunos son poco eficientes y algunos pueden causar problemas secundarios de 

contaminación (Mohn, 1988; Oswald, 1988). Los tratamientos biológicos, entre ellos la 

biotecnología solar a través del uso de microalgas y cianobacterias, son uno de los 

tratamientos con mayor potencial, ya que además, como resultado del proceso se genera 

biomasa la cual puede ser aprovechada para varios propósitos en la acuicultura y la 
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biotecnología (de la Noüe y de Pauw, 1988). Uno de los principales problemas 

relacionados a la utilización de organismos fotosintéticos para tratamientos biológicos, es 

la problemática de la cosecha o separación de la biomasa algal producida durante el 

tratamiento de las aguas de desecho. Uno de los métodos utilizados para la separación de la 

biomasa de microalgas es utilizar floculantes, sin embargo, estos compuestos ocasionan 

una contaminación secundaria, ya que los floculantes contienen metales como el aluminio 

(Richmond, 1986). Por lo anterior, se están desarrollando técnicas que permitan el retiro 

eficiente de la biomasa producida. Una de las técnicas más eficientes para la recuperación 

de biomasa microalgal, es por medio de la inmovilización de células para el tratamiento de 

aguas de desecho. El uso de la inmovilización de células evita el problema de la cosecha y 

resuelve el problema de la retención de las microalgas para ser usadas como un 

subproducto (de la Noüe y de Pauw, 1988). 

 La eficiencia de la remoción de nutrientes con microalgas y cianobacterias es 

influenciada por una gran variedad de factores, los más importantes son: la cantidad de luz 

incidente en el cultivo, la concentración de nutrientes, la forma molecular de los nutrientes, 

la temperatura de cultivo, el pH, la disponibilidad de carbono, la cepa de microorganismo a 

utilizar, las condiciones de cultivo en las que se encontraba la cepa antes de ser utilizada 

para remover nutrientes, la concentración celular por mL de medio de cultivo, entre otros 

(Garbisu et al., 1992; Jeanfils et al., 1993; Mallick y Rai 1993; Urrutia et al., 1995; Donald 

et al., 1997). A la remoción de nutrientes con células inmovilizadas, se suman factores tales 

como: el tipo de matriz polimérica utilizada, el tipo y técnica de inmovilización, la 
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concentración del polímero utilizado, y el diámetro de la matriz polimérica, entre otras 

(Mallick y Rai, 1994; Tam y Wong, 2000; Mallick, 2002). 

 La remoción de nitrógeno con células de Synechococcus sp. en forma libre e 

inmovilizada fue similar, lo cual concuerda con los trabajos que obtienen porcentajes de 

remoción similares entre ambos sistemas, e incluso en algunos casos una mayor remoción 

de nutrientes con los sistemas inmovilizados (Chevalier y de la Noüe, 1985a; Lau et al., 

1998; Cruz-Fraga, 2003; Fierro-Reséndiz, 2004). La mayor remoción de nutrientes con 

células inmovilizadas, está relacionada con el estado fisiológico de las células, ya que en la 

mayoría de los experimentos donde obtienen una mayor remoción de nutrientes con células 

inmovilizadas, la cepa fue puesta en inanición antes de ser utilizada. Garbisu et al. (1992) 

indican que Phormidium laminosum inmovilizada en matrices de polivinilo, incrementa la 

capacidad de remoción de nitratos con respecto al tiempo (hasta 70 h) de incubación en un 

medio libre de nitrógeno. Sin embargo, cuando el tiempo de inanición de nitrógeno superó 

las 70 h, la tasa de remoción decreció, lo cual atribuyen a una degeneración de la estructura 

celular. Urrutia et al. (1995) encontraron que para Scenedesmus obliquus inmovilizada por 

absorción en matrices de poliuretano y polivinilo, los cultivos de células libres e inmóviles 

incubados en un medio sin nitrógeno, incrementan su capacidad de remoción respecto al 

mayor tiempo de inanición. Se ha encontrado que la técnica de inmovilización influye en el 

estado fisiológico de los microorganismos inmóviles, ya que a veces estos tratamientos 

llegan a ser muy agresivos para los microorganismos y después del proceso de 

inmovilización los microorganismos modifican sus actividades metabólicas (Omar, 1993; 

Faafeng et al., 1994; Kaya y Picard, 1995; Cohen, 2001; Mallick, 2002).  
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 Los resultados de remoción de nitrógeno total por células inmovilizadas en el 

presente trabajo fueron bajos, respecto a los valores encontrados por otros autores a los 

siete días de cultivo (Tabla XV; Omar, 1993; Faafeng et al., 1994; Kaya y Picard, 1995; 

Fierro-Reséndiz, 2004). Sin embargo, estas diferencias en la capacidad de remoción se 

deben a: las distintas concentraciones y formas químicas del aporte de nitrógeno y fósforo 

que existan en el medio de cultivo, al tipo de polímero, la técnica de inmovilización, las 

condiciones de cultivo y el estado fisiológico de las células antes de comenzar la remoción 

de nutrientes (Omar, 1993; Faafeng et al., 1994; Kaya y Picard, 1995; Fierro-Reséndiz, 

2004). Para Chlorella vulgaris se ha observado que cuando es mantenida en altas 

concentraciones de nitrógeno (42.5 mg L-1 N-NH4
+) e inmovilizada en carragenano 

remueve  40.4 mg L-1 (Tabla XIV; Lau et al., 1997). Por lo tanto, se esperaría que cuando 

es cultivada a bajas concentraciones de nitrógeno tenga la capacidad de remover el 100 % 

del nitrógeno presente en el medio de cultivo. Otros autores mencionan que Chlorella 

vulgaris al ser cultivada en una baja concentración del nitrógeno total (3.0 mg L-1) e 

inmovilizada en carragenano removió tan solo 2.0 mg L-1 del nitrógeno total, mientras que 

en el mismo experimento pero inmovilizada en quitosano removió 2.6 mg L-1 del nitrógeno 

total (Tabla XIV; Mallick y Rai, 1994). 

 La remoción de nitratos en los cultivos de células de Synechococcus sp. en forma 

libre e inmovilizada fue similar, la mayor remoción fue durante el primer día de cultivo, 

esta tendencia está relacionada con la gran actividad de la nitrato reductasa (NR) al inicio 

del experimento. La actividad enzimática se determinó en un segundo experimento, en el 

que las condiciones de cultivo fueron similares. En estos experimentos las cápsulas con 
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células de Synechococcus sp. fueron acondicionadas al nuevo medio de cultivo (2E) 

durante 3 días y posiblemente este tiempo no fue suficiente para inhibir la actividad de la 

NR que traían las células, al ser cultivadas en medio "f" que tiene como único aporte de 

nitrógeno el NaNO3
-. Se consideró que la actividad de la NR posiblemente se inhibiera con 

las altas concentraciones de NH3 (23.0 mg L-1 N-NH3), que contenía el medio 2E. En otras 

especies de microalgas y cianobacterias, mantenidas a concentraciones mayores de 14 µg 

L-1 de NH3 la actividad de la NR se ve inhibida (Palod et al., 1990; Dorch et al., 1991; Abe 

et al., 2003; Tong et al., 2005). Sin embargo, en otros trabajos realizados para determinar 

la interacción de la asimilación de NO3
- y NH3, se encontró que cuando el cultivo se 

mantiene en un medio con NO3
- como único aporte de nitrógeno, la asimilación del NO3

- 

no es inhibida fácilmente. Por el contrario, cuando el cultivo se hace en un medio con NH3 

como único aporte de nitrógeno la activación de la asimilación de los NO3
- es baja (Dorch 

et al., 1991). Es posible que en esta cepa de Synechococcus sp. la presencia de altas 

concentraciones de NH3 no inhiba la actividad de la NR, sino que la actividad disminuya 

cuando el medio de cultivo contiene ambos aportes de nitrógeno y que la asimilación de 

cada uno de los aportes de nitrógeno sean procesos independientes. Esta hipótesis, se basa 

en los valores de remoción obtenidos entre los días 2 a 6, en donde la capacidad de 

remoción de N-NO3 y N-NH3 fue similar. 
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Tabla XIV. Valores promedio de remoción de nitrógeno y fósforo con microalgas y 
cianobacterias en diferentes polímeros.  
 

  Inicial  
 

(mg L-1) 
 

Remoción 
 

(mg L-1) 

Tiempo 
 

(días) 

 

Polímero Cepa N P N P  Referencia 
Quitosano Phormidium sp. 12.0 2.2 11.4 0.7 1 de la Noüe y Proulx, 

1988a, b 

 Scenedesmus 

bijugatus 

2.4 3.1 1.8 2.5 1  

Quitosano Chlorella 

vulgaris 

3.0 — 2.6 — 1 Mallick y Rai, 1994 

Quitosano-

konjac 

Scenedesmus 

bicellularis 

10.5 1.5 10.4 1.5 0.08 Kaya y Picard, 1996 

Quitosano Arthrospira 

maxima 

7 2 3.0 2.0 0.50 Cruz-Fraga, 2003 

Quitosano Scenedesmus sp. 44.0 6 22.0 2.9 0.50 Fierro-Reséndiz, 

2004 

Quitosano Synechococcus 

sp. 

48.2 6.7 29.4 3.6 7 Este trabajo 

Alginato Chlorella 

vulgaris 

2.4 3.1 1.9 2.6 1 Megharaj et al., 

1992 

Alginato Chlorella 

emersonii 

12.8 — 11.1 — 3 Jeanfils el al., 1993 

Carragenano Chlorella 

vulgaris 

3.0 — 2.0 — 1 Mallick y Rai, 1994 

Carragenano Chlorella 

vulgaris 

42.5 3.7 40.4 3.7 3 Lau et al., 1997 

Carragenano Chlorella 

vulgaris 

11.5 5.6 11.5 2.8 2 Lau et al., 1998 
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Se encontró un incremento de la concentración de nitritos a valores cercanos al 

1200%, lo cual puede ser atribuido a que Synechococcus sp., al no ser selectivo por algún 

aporte de nitrógeno (N-NO3 o N-NH3), incorpora ambas formas nitrogenadas. Sin embargo, 

es posible que con la incorporación de N-NH3 Synechococcus sp. cubra los requerimientos 

de nitrógeno, por lo tanto, al incorporar N-NO3 y existir actividad de la NR la producción 

de N-NO2 es tal que Synechococcus sp. tiene que excretarlo al medio para mantener un 

equilibrio de la concentración interna de nitritos. Por lo anterior, es posible que la 

concentración de N-NH3 que existe en el citoplasma inhiba la actividad de la nitrito 

reductasa (NiR), además, que para la reducción de N-NO2 a N-NH3 el costo energético es 

mayor que la utilización del N-NH3 que entra al citoplasma en forma pasiva (Syrett, 1981; 

Reyes et al., 1993; Tabla XIII).  

La excreción de N-NO2 al medio de cultivo por distintas cepas de Synechococcus y 

otras cianobacterias ya ha sido estudiada. La excreción de nitritos al medio, lo atribuyen a 

una limitación por CO2 ocasionando un incremento de N-NH3 intracelular, lo cual se debe 

a que el N-NH3 ya no puede ser utilizado para formar moléculas nitrogenadas por la 

deficiencia de carbono. Por lo tanto, con el incremento de la concentración intracelular de 

N-NH3 la actividad de la NiR se inhibe, pero sin decrecer la actividad de la NR y esto 

ocasiona un incremento de la concentración de NO2
- intracelular. Altas concentraciones de 

NO2
-  intracelular son tóxicas para las células, sin embargo, con la finalidad de mantener un 

equilibrio interno de la concentración de NO2
-, las células recurren al mecanismo de 

excreción de NO2
- al medio (Reyes et al., 1993; Suzuki et al., 1995). Krämer y Schmidt 

(1989) observaron una mayor liberación de N-NO2 al medio durante el segundo día en 
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cultivos de Synechococcus 6301, mantenidos bajo luz continua. Es importante controlar la 

producción de N-NO2 ya que este compuesto llega a ser aun más nocivo que el N-NO3 y el 

N-NH3. Sin embargo, los niveles de producción de nitritos aquí reportados son bajos (0.04 

mg L-1) comparado por ejemplo con los niveles óptimos para el cultivo de camarón blanco 

Litopenaeus vannamei que es > 2.0 mg L-1 (Clifford, 1994; Cheng et al., 2002). 

La remoción de fósforo fue más eficiente que la remoción del nitrógeno, lo cual es 

una ventaja para el uso potencial de Synechococcus sp., porque en general la remoción de 

fósforo es un proceso más lento con respecto a la remoción del nitrógeno (Syrett, 1981). La 

remoción de fósforo está relacionada a un desbalance en la razón de N:P, donde el 

nitrógeno se torna limitante y por lo tanto cesa la incorporación del fósforo (Chevalier y de 

la Noüe 1985a; Mallick, 2002). La remoción de fósforo con Synechococcus sp. fue mas 

eficiente en los cultivos con células libres comparada con los de células inmovilizadas es 

posible que esto se deba al estado fisiológico de la cepa después del proceso de 

inmovilización. En otros trabajos similares donde se utilizaron microalgas inmovilizadas, 

se han encontrado mayores valores de remoción de fósforo con células inmovilizadas en 

contraste con los cultivos de microalgas es forma libres (Lau et al., 1998; Cruz-Fraga, 

2003; Fierro-Reséndiz, 2004) 

La remoción de fósforo con Synechococcus sp. en este trabajo no fue tan eficiente 

respecto a la evaluada en otros estudios, en los cuales en un menor tiempo (0.5-2 días), y 

partiendo de concentraciones de fósforo similares a las utilizadas, obtienen una remoción 

similar (2.85 mg L-1 de fosfatos; Figura XV; Lau et al., 1998; Fierro-Reséndiz, 2004). Sin 

embargo, como se mencionó en líneas atrás para el nitrógeno, en los trabajos que 
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obtuvieron una alta remociones de fósforo, las células inmovilizadas fueron puestas en 

inanición antes de comenzar los experimentos. Kaya y Picard (1995) encontraron una 

relación directa del tiempo de inanición respecto a la capacidad de remoción de fósforo por 

Scenedesmus bicellaris inmovilizada en matrices de alginato con 144 h de inanición. Sin 

embargo, cuando incubaron por 48 h en inanición a Scenedesmus bicellaris inmovilizada 

en matrices de quitosano, encontraron que no causó un efecto significativo en la remoción 

de fósforo. Sin embargo, después de 96 h de inanición la remoción de fosfatos se vió 

favorecida (Kaya y Picard, 1996). 

Cuando las microalgas o cianobacterias son privadas temporalmente de uno o más 

elementos nutrimentales tales como el nitrógeno y el fósforo, se genera un cambio en los 

procesos metabólicos y al ser expuestas nuevamente a un medio rico en nutrientes la 

respuesta es la acumulación innecesaria de nutrientes (Kaya y Picard, 1995). Cuando el 

fósforo es limitante y luego se encuentra disponible en exceso, la célula lo acumula en el 

citoplasma al proceso de acumulación de nutrientes que Droop (1968) llamó “consumo de 

lujo”. Sin embargo, no siempre estos nutrientes almacenados en el citoplasma son 

transformados en biomasa y en algunos experimentos puede producirse un reflujo de 

nutrientes de las células al medio (Button, 1991; Kaya y Picard, 1995; Donald et al., 1997).  

La remoción de PO4
3- por las cápsulas de quitosano fue menor (23%), a la 

mencionada en otros trabajos (60%) (de la Noüe y Proulx, 1988a; Fierro-Reséndiz, 2004). 

Estos autores atribuyen la remoción de fósforo, a la liberación de iones de calcio al medio 

por parte del quitosano el cual reacciona con el fosfato provocando su precipitación. Sin 

embargo, el complejo Ca3(PO4)2 se ve favorecido a valores de pH mayores que 9.0 
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mientras que a valores de pH menores de 8.0 existe una competencia por el calcio entre los 

carbonatos y los fosfatos, siendo mayores los acomplejamientos de CaCO3 (Megharaj, 

1992; Tam y Wong, 2000; de-Bashan y Bashan, 2004). La anterior explica porque en los 

blancos de quitosano que se utilizaron en este trabajo mostraron una menor remoción de 

PO4
3-, en este trabajo se obtuvieron valores de pH < 8.0 mientras que en el trabajo de de la 

Noüe y Proulx (1988a) tenían valores de pH ≈ 9.0.   

El pH del medio de cultivo es uno de los parámetros importantes en la remoción de 

nutrientes, ya que al aumentar el pH a valores mayores de 9 puede existir una pérdida de 

nitrógeno por volatilización del amonio y pérdida de fósforo por precipitación (Azov y 

Shelef, 1987; Mallick, 2002). Con los valores de pH < 9 obtenidos en los cultivos con 

células libres e inmovilizadas de Synechococcus sp., no se evaluó una pérdida significativa 

de amonio por volatilización ni precipitación de fósforo, a pesar de que algunos autores 

mencionan que valores de pH entre 6 y 8 favorecen una remoción eficiente de nutrientes 

(Mallick y Rai, 1993; 1994). Sin embargo, cada organismo tiene requerimientos específicos 

de pH (Babich y Stotzky, 1986), las cianobacterias requieren valores de pH alcalinos para 

un mejor crecimiento y por lo tanto una mayor actividad metabólica la cual se traduce en 

una mayor remoción de nutrientes (Fogg et al., 1973; Skulberg et al., 1984).  

La concentración de pigmentos fotosintéticos en las microalgas y las cianobacterias 

está influenciado principalmente por la irradiancia, la calidad de luz y el aporte de 

nitrógeno (Turpin, 1991; Lourenco et al., 2002; Loreto et al., 2003). Los cultivos de células 

inmovilizadas y libres de Synechococcus sp., no disminuyeron la concentración de clorofila 

a (Chl a) al final del experimento. Este continuo incremento de la concentración de Chl a 
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se debe a que aún no existía una limitación por el nitrógeno. Lau et al. (1998) encontraron 

el máximo valor de Chl a y un máximo valor de remoción de nitrógeno al segundo día de 

cultivo para células de Chlorella vulgaris mantenidas en forma libre e inmovilizada en 

matrices de carragenano. Para distintos grupos algales, especialmente en cianobacterias, el 

agotamiento de nutrientes causa una disminución en el contenido pigmentario y en la tasa 

de fotosíntesis (Boussiba y Richmond, 1980; Turpin, 1991; Lourenco et al., 2002; Loreto et 

al., 2003).  

Los cultivos de células inmovilizadas de Synechococcus sp. tuvieron un mayor 

contenido de Chl a con respecto a los cultivos con células libres. Esta respuesta 

pigmentaria ya ha sido descrita en cultivos de células de Chlorella vulgaris en forma libre e 

inmovilizadas en matrices de carragenano y alginato. Se encontró, que los cultivos con 

células libres mostraron  al primer  día de  cultivo el máximo  valor de Chl a (1.3 pg células 

-1), al día dos la inmovilizadas con carragenano (2.8 pg células -1) y al día tres los cultivos 

con células inmóviles en alginato (2.3 pg células -1). Concluyen que para Chlorella vulgaris 

los cultivos con células inmovilizadas sintetizan más Chl a (Lau et al., 1997). El mayor 

contenido de Chl a, es atribuido a un mecanismo de compensación al autosombreado y a 

una limitación de la penetración de la luz debido a la matriz polimérica. Además, que al 

confinar las células algales dentro de la matriz polimérica, se encuentran concentradas y en 

consecuencia existe un efecto de empaquetamiento debido a una alta densidad de 

pigmentos (Tamponnet et al., 1985; Trevan y Mak, 1988; Lau et al., 1997; Pane et al., 

1998). Algunos autores concluyen que la evaluación de la concentración de Chl a, no es un 

buen estimador del crecimiento para comparar el crecimiento de células libres respecto de 
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células inmóviles. Se ha evaluado que el contenido de Chl a en cultivos de células 

inmovilizadas es mayor que en los cultivos de células libres y esto causa una 

sobrestimación de la biomas algal cultivada (Lau et al., 1997; Pane et al., 1998).  

La composición bioquímica de las microalgas y las cianobacterias es influenciada 

por la irradiancia, la calidad de luz y el aporte de nitrógeno (Turpin, 1991; Valenzuela-

Espinoza et al., 1999; Lourenco et al., 2002; Loreto et al., 2003). La producción óptima de 

proteína se favorece cuando no existe una limitación de nitrógeno y por lo tanto la síntesis 

de carbohidratos es limitada, pero cuando existe limitación por nitrógeno la síntesis de 

carbohidratos se incrementa y la producción de proteína decae (Fernández-Reiriz et al., 

1989). Aunque estadísticamente no existieron diferencias significativas en el porcentaje de 

proteínas entre los cultivos con células de Synechococcus sp. en forma libre e inmóviles, 

los cultivos con células inmovilizadas tuvieron 11.4% más proteína que los cultivos de 

células libres. Esta tendencia concuerda con lo encontrado por Pane et al. (1998), quienes 

reportan un 8.5% más proteína en los cultivos de células inmovilizadas de Tetraselmis 

suecica en matrices de alginato. La respuesta anterior se debe al incremento de los centros 

de reacción, los cuales son un complejo proteína-clorofila. En los cultivos de células 

inmovilizadas en matrices poliméricas, el efecto de autosombreado causa un incremento de 

los complejos proteína-clorofila (Perry et al., 1981; Lau et al., 1997; Pane et al., 1998). 

Pane et al. (1998) demostraron un decremento de la concentración de proteína al final de la 

fase exponencial para los cultivos de células libres, ya que en los cultivos de células 

inmóviles no encuentran diferencias por el efecto de la fase de crecimiento del cultivo. En 

los cultivos de células de Synechococcus sp. mantenidas ya sea en forma libre o 
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inmovilizada en quitosano, se evaluó un decremento de la concentración de proteína 

después de la fase de crecimiento exponencial. Algunos autores concluyen que el 

decremento de la concentración de proteína total, es el resultado de una deficiencia de 

nitrógeno y una degradación de la proteína para suplir las necesidades de nitrógeno en 

distintas rutas metabólicas (Utting, 1985; Lewitus y Caron, 1990; Loreto et al., 2003). Sin 

embargo, en los cultivos de Synechococcus sp. no existió una limitación por nitrógeno lo 

que sugiere que posiblemente el decremento de la concentración de proteína este 

relacionado con una limitación de la luz debido al crecimiento natural de la cianobacteria 

inmovilizada. 

 

V.5. Efecto del proceso de inmovilización en la respuesta fisiológica de Synechococcus 

sp.  

V.5.1. Curvas fotosintéticas (P-I) 

La tasa de fotosíntesis depende de la luz disponible o irradiancia absorbida, la luz es 

trasformada en energía química y almacenada en compuestos reducidos de carbono. Parte 

de esta energía es usada como sustrato en la respiración, como proveedor de energía para 

todos los procesos metabólicos celulares. El remanente de la energía de la fotosíntesis 

(fotosíntesis neta; Pn), puede ser utilizado en la biosíntesis de nuevas células (Dawes, 

1986; Dubinsky et al., 1995). La relación entre fotosíntesis e irradiancia, generalmente es 

representada gráficamente por curvas de fotosíntesis vs. irradiancia (P-I). Estas curvas se 

hacen para obtener información sobre el estado fisiológico de las plantas, la tasa de 
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incorporación de carbono y/o la tasa de de evolución de oxígeno, determinadas bajo 

distintas intensidades de luz.  

Las curvas de fotosíntesis evaluadas el día tres para los cultivos de células libres y 

los cultivos de células inmovilizadas, no tuvieron diferencias significativas para esta fecha. 

Se puede considerar que el proceso de inmovilización no causó cambio en la actividad 

fotosintética en las células de Synechococcus sp. Esta respuesta corresponde a lo 

encontrado para Scenedesmus obliquus inmovilizada por absorción en distintas matrices de 

poliuretano y polivinil, y para Chlorella emersonii inmovilizada por atrapamiento en 

matrices de alginato (Urrutia et al., 1995; Robinson et al., 1995). Sin embargo, para 

Botryococcus braunii inmovilizada por atrapamiento en matrices de alginato, se evaluó una 

mayor eficiencia fotosintética en las células inmovilizadas (Bailliez et al., 1988). 

Las distintas respuestas fotosintéticas encontradas en la literatura se deben al tipo de 

organismo inmovilizado, el tipo de matriz polimérica y el tipo de técnica de 

inmovilización.  Sin embargo, la respuesta fotosintética en células inmovilizadas es 

también afectada por el arreglo estructural de las cadenas del polímero y la transparencia de 

la matriz. Acorde a los ángulos y al arreglo estructural de las cadenas del polímero, la luz 

que penetre tendrá mayor o menor dispersión. La densidad del polímero y grado de 

gelificación causan una disminución del paso de la luz disponible para los 

microorganismos inmovilizados en la matriz polimérica (Urrutia et al., 1995; Cohen, 

2001). 

La disminución de la tasa de fotosíntesis máxima (P máx) y de la eficiencia 

fotosintética (α), en los cultivos de células inmóviles se produjo por la atenuación de la luz 
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incidente y al aumento de pigmentos causado por el incremento de biomasa 

(autosombreado) en los cultivos (Richardson et al., 1983; Sukenik et al., 1987; Henley, 

1993). Los valores de la α, establecieron que el efecto de autosombreado con respecto a la 

edad del cultivo; este fue mayor en células inmovilizadas en comparación con los cultivos 

de células libres.  Synechococcus sp., para compensar este efecto incrementó la cantidad de 

pigmentos fotosintéticos, sin embargo, este incremento no fue suficiente para mantener la 

máxima tasa fotosintética. Prezelin y Sweeney (1979) describen este mecanismo de 

autosombreado para cultivos de dinoflagelados adaptados a baja y altas intensidades de luz.     

Aunque estadísticamente no existieron diferencias en los valores del índice de 

saturación lumínica (Ik), los cultivos con células inmovilizadas resultaron con valores 

mayores que los cultivos de células libres. Lo anterior posiblemente está relacionado a la 

disminución del paso de la luz a través de la matriz, por lo tanto requiere de mayor flujo de 

fotones incidentes en el cultivo para realizar fotosíntesis. Esta respuesta indica que 

posiblemente sólo las células que se encuentran cercanas a la superficie de la cápsula, son 

las que están realizando una fotosíntesis eficiente como se encontró para Scenedesmus 

obliquus, donde sólo las células que se encuentran en la superficie de la matriz realizan una 

fotosíntesis eficiente (Urrutia et al., 1995).  

 

V.5.2. Actividad de la nitrato reductasa (NR) 

Uno de los importantes aportes de nitrógeno a organismos fotosintéticos es el NO3-, 

el cual es incorporado al interior de la célula por un mecanismo de transporte activo y 

reducido a NH4
+ por la actividad de dos enzimas. La primera es la nitrato reductasa (NR), 
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que cataliza la conversión de NO3
- a NO2

- y la nitrito reductasa (NiR) actúa reduciendo el 

NO2
- a NH4

+ (Levasseur et al., 1993; Suzuki et al., 1995; Maeda et al., 1998). La energía y 

el poder reductor para la asimilación de los NO3
- se derivan del mecanismo fotosintético o 

del oxidativo, frecuentemente por la respiración de los carbohidratos. Además, cuando se 

reducen grandes cantidades de NO3
- el NH4

+ resultante debe combinarse rápidamente con 

esqueletos de carbono para formar compuestos orgánicos nitrogenados (amino-ácidos), de 

otro modo se acumularían cantidades tóxicas de NH4
+ (Levasseur et al., 1993; Suzuki et 

al., 1995). Así, la acumulación masiva de NO2
- puede sobrecargar la capacidad 

fotosintética y las reservas de carbohidratos de las microalgas e incluso existir una 

excreción de NO2
- al medio (Krämer y Schmidt, 1989; Suzuki et al., 1995). 

La actividad de la NR en Synechococcus sp. disminuyó considerablemente después 

del día tres de cultivo en ambos sistemas (85% en células libres y 72% en células 

inmovilizadas), y se mantuvo con valores de baja actividad enzimática hasta el final del 

experimento. Lo anterior posiblemente se explica por una inhibición parcial de la NR por la 

presencia de NH4,
+ ya que a una concentración mayor de 14 µg L-1 de NH4

+ dicha actividad 

se inhibe (Palod et al., 1990; Dortch et al., 1991; Abe et al., 2003; Tong et al., 2005). Sin 

embargo, en algunas microalgas la inhibición de la NR por NH4
+ es menor cuando el 

cultivo se mantiene en un medio con NO3
- como único aporte de nitrógeno. Esta tendencia 

corresponde a lo encontrado en este trabajo, donde la actividad de la NR en células de 

Synechococcus sp. no fue inhibida totalmente, ya que el inóculo provenía de un cultivo con 

nitratos como único aporte de nitrógeno.  
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Los cultivos de células libres a lo largo del experimento tuvieron una mayor 

actividad de la NR (79% más actividad) con respecto a los cultivos de células 

inmovilizadas. Sin embargo, la alta actividad enzimática de los cultivos de células libres al 

inicio del experimento y su drástico decaimiento (85%) al día tres de cultivo, indican que la 

baja actividad de la NR que se obtiene con células inmovilizadas se debe a la aclimatación 

del cultivo al nuevo medio y no a una respuesta negativa al proceso de inmovilización. El 

grado de inhibición de la actividad de la NR, está influenciado por las condiciones de 

preacondicionamiento y concentraciones de nitrógeno en el medio de cultivo del que 

proviene el inóculo (Dortch y Conway, 1984). Sólo los cultivos de células inmovilizadas de 

Synechococcus sp. fueron acondicionados al nuevo medio de cultivo, por lo anterior, 

aunque la magnitud de la actividad enzimática fue diferente para células libres e 

inmovilizadas no está relacionada con el proceso de inmovilización, pero sí con el 

acondicionamiento del inóculo a las nuevas condiciones de cultivo con nitrato de amonio. 

El efecto del proceso de inmovilización sobre la actividad de la NR en células de 

cianobacterias y microalgas inmovilizadas ha sido poco estudiado, el único trabajo que se 

encontró es de Lau et al. (1998), quienes encuentran que la actividad de la NR no es 

afectada por el proceso de inmovilización de Chlorella vulgaris en carragenano. El medio 

de cultivo utilizado para Chlorella contenía nitratos como único aporte de nitrógeno, 

durante la fase exponencial evaluaron una síntesis de novo de NR. El medio de cultivo 

utilizado para Synechococcus sp. contenía nitratos y amonio como aporte de nitrógeno, por 

lo tanto la presencia de amonio causó una disminución de la actividad de la NR y en 

consecuencia no se produjo una síntesis de la NR.  
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VI. Conclusiones  

Las cápsulas elaboradas con quitosano al 2% y gelificadas en una solución 0.1 N de 

NaOH, fueron estables en términos de su forma, tamaño y consistencia.  

La viabilidad de Synechococcus sp. inmovilizada en quitosano depende del tiempo 

de contacto de las cápsulas con la solución de NaOH y el espesor de la pared de la cápsula. 

El efecto de la temperatura sobre el crecimiento de Synechococcus sp. fue menor en 

los cultivos de células inmovilizadas en cápsulas de quitosano.  

Los cultivos de células libres e inmovilizadas de Synechococcus sp. mantenidos a 

30 ºC crecieron más.   

La mayor concentración de células de Synechococcus sp. utilizadas como inóculo 

aumentó el crecimiento de los cultivos de células inmovilizadas en cápsulas de quitosano. 

Por el contrario en los cultivos de Synechococcus sp. con células libres el mayor 

crecimiento fue con la menor concentración de inóculo. 

La técnica desarrollada para la encapsulación en quitosano de células vivas de 

Synechococcus sp., permite que las células crezcan con tasas de crecimiento similares a las 

obtenidas para células libres. Sin embargo, en los cultivos de células inmovilizadas existe 

una fase de acondicionamiento de dos días, la cual no se observa en los cultivos de células 

libres. 

La temperatura de elaboración de las cápsulas de quitosano tiene un efecto sobre la 

difusión iónica de las cápsulas de quitosano. Las cápsulas elaboradas a 15 ºC tienen menor 

difusión respecto a las elaboradas a temperaturas mayores (entre 24 y 40 ºC).    
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La tasa de crecimiento de Synechococcus sp. es modificada por el aporte de 

nitrógeno en el medio de cultivo. Los cultivos de Synechococcus sp. mantenidos con urea y 

fertilizantes agrícolas tuvieron mayor crecimiento que al suministrar amonio y nitrato de 

sodio. 

La eficiencia de remoción de nitrógeno total por células de Synechococcus sp. libres 

e inmóviles en cápsulas de quitosano fue similar. La remoción de amonio fue mayor (25%) 

en células libres que en las inmovilizadas. La remoción de nitratos fue similar con células 

libres e inmovilizadas. 

Es posible que la concentración de amonio intracelular inhiba la actividad de la 

enzima nitrito reductasa y en consecuencia se produzca una liberación de nitritos al medio 

de cultivo. 

El contenido de clorofila a y proteínas fue mayor en células de Synechococcus sp. 

inmovilizadas respecto a los de células libres. Las células de Synechococcus sp. 

inmovilizadas en quitosano producen mayor cantidad de clorofila a debido al efecto de 

autosombreado. La concentración de proteínas disminuyó en ambos sistemas de cultivo 

después de la fase exponencial.  

La respuesta fotosintética de Synechococcus sp. no se vío afectada por el proceso de 

inmovilización. La fotosíntesis máxima decreció en ambos sistemas de cultivo por el efecto 

de autosombreado producido por el incremento de la cantidad de células respecto al tiempo 

de cultivo. El efecto de autosombreado fue mayor en los cultivos de células inmovilizadas, 

debido a que la síntesis de pigmentos no fue suficiente para mantener el valor máximo de 

fotosíntesis. 
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La actividad de la nitrato reductasa no se vió afectada por el proceso de 

inmovilización de células de Synechococcus sp. en cápsulas de quitosano. La actividad de 

la nitrato reductasa disminuyó por el efecto de la concentración de amonio. La alta 

concentración de amonio en el medio de cultivo no inhibió la remoción de nitratos por las 

células de Synechococcus sp. mantenidas en forma libre e inmovilizada en quitosano. 

La eficiencia de remoción de fósforo por las células de Synechococcus sp. fue más 

rápida que la remoción de nitrógeno para las células libres e inmovilizadas. La remoción de 

fósforo por las células de Synechococcus sp. fue de 88% al día 7 para los cultivos de 

células libres.  

La cepa de Synechococcus sp. puede ser utilizada para la biorremediación de 

efluentes con desechos agrícolas, de cultivos acuícolas y urbanos ya que crece en distintas 

formas nitrogenadas.  
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VII. Recomendaciones  

Desarrollar una tecnología adecuada para la producción masiva de cápsulas de 

quitosano con células inmovilizadas.  

Determinar el efecto de la temperatura de elaboración de las cápsulas respecto al 

crecimiento de las células inmovilizadas.   

Realizar recubrimiento de las cápsulas o entrecruzamiento, para evitar ruptura de la 

pared por efecto del tiempo y aumento en la cantidad de biomasa microalgal. 

 Para tener una mayor capacidad de remoción de distintas formas de nitrógeno, 

fósforo y de otros compuestos, es importante realizar ensayos de co-inmovilización con 

distintas cepas de microorganismos.  

Realizar ensayos de remoción con distintos aportes de nitrógeno y fósforo con 

células inmovilizadas, respecto a ensayos realizados con células en estado de limitación de 

nutrientes.  

Evitar la producción de nitritos por células de Synechococcus sp., cuando esta 

especie sea utilizada para remoción de compuestos nitrogenados, ya que este compuesto 

puede ser tóxico para otros organismos. 

Evaluar la actividad enzimática para nitrógeno y fósforo en células de 

Synechococcus sp. mantenidas en cultivos con distintos aportes de nutrientes.  
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